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 La biologie moderne montre que les êtres vivants, des plus petits au plus grands, sont 
d’une incroyable complexité. Aujourd’hui, les scientifiques commencent à comprendre 
comment les protéines interagissent entre elles. De plus, de nombreuses fonctions essentielles 
des cellules vivantes sont effectuées grâce à l’association des protéines avec la membrane.  
Néanmoins, il reste un pas de géant à faire avant de comprendre comment au sein d’un 
organisme composé de milliard de cellules, les fonctions biologiques émergent. Les 
mécanismes fondamentaux qui dictent les interactions entre les différents constituants d’un 
organisme (cellules, macromolécules, tissus) sont pour la plupart encore inconnus.  
  
 Avec cette grande complexité, les systèmes biologiques constituent un nouveau défi et 
commencent à intéresser de plus en plus les physiciens. Ces derniers affirment que quelques 
soient les mécanismes à l’origine de l’organisation de la vie, ceux-ci ne peuvent être que des 
mécanismes physiques (mécaniques, électrostatique, etc…) et que seules les lois de la 
physique sont nécessaires et suffisantes pour expliquer tout le vivant. Depuis, une nouvelle 
discipline fait son apparition après la Seconde Guerre mondiale, la biophysique. Elle s’appuie 
sur des concepts (forces, énergies, ...), des approches expérimentales et des instrumentations 
physiques pour comprendre les interactions élémentaires qui ont lieu au sein des cellules. 
Durant ces vingt dernières années, les méthodologies et concepts biophysiques ont été utilisés 
pour résoudre beaucoup de questions biologiques notamment dans le contexte du 
développement des connaissances dans le domaine des interactions protéines-lipides. 
L’utilisation de systèmes modèles simplifiés de membrane cellulaire est de plus en plus 
répandue.  
 
Ma thèse se situe à l’interface entre la physique et la biologie. Nous avons couplé une 
approche biomimétique à des techniques de microscopie, de biochimie et d’interface afin 
d’explorer les interactions et le comportement des biomolécules (peptides et protéines) avec la 
membrane. Nous utilisons des approches interdisciplinaires pour répondre à des questions 
d’interactions et de comportements entre fragments de la dystrophine / membranes et peptides 
antimicrobiens / membranes. 
Ce manuscrit comportera deux grandes  parties et une annexe : 
 
La partie I est une revue de la littérature comportant deux chapitres : le premier 
concernant les membranes biologiques et l’utilisation in vitro des différents modèles 
biomimétiques, et le deuxième chapitre concerne les interactions protéines-lipides. 
 
La partie II est consacrée à l’étude des fragments de la dystrophine avec les modèles 
lipidiques d’une part, et/ou avec les filaments d’actines du cytosquelette d’autre part. Elle 
comporte cinq différents chapitres : le premier est une introduction sur la dystrophine, les trois 
suivant illustrent les résultats obtenus, et le dernier chapitre est une discussion et conclusion 
générale de toute la partie.  
 
L’annexe présentera les peptides antimicrobiens, avec une introduction générale 



















Ce travail de thèse s’intéresse aux aspects structuraux des interactions entres 
protéines/peptides et membranes. Malgré les avancées méthodologiques et cognitives 
exceptionnelles faites au XXème siècle dans  le domaine de la biologie et de la biochimie, 
il reste aujourd’hui à élucider et préciser de nombreux phénomènes.  
 
Dans ce contexte de biologie intégrative, de nombreuses recherches s’intéressent 
notamment à la membrane, barrière contrôlant les échanges et les communications intra et 
extracellulaires. Biologistes ou physiciens, les chercheurs confirment que d’une manière 
générale, la fonction biologique d’une membrane repose sur ses propriétés physiques. 
C’est sur ce concept que repose notre étude. Une meilleure connaissance de la structure 
des macromolécules (protéines ou autres) et de leurs interactions et associations, ouvre 
également des voies quant à la compréhension de leur rôle biologique. 
 
La compréhension des interactions intracellulaires entre membrane plasmique et 
biomolécules nécessite quelques définitions fondamentales. Dans le but de positionner le 
sujet de ma thèse dans le contexte scientifique actuel, j’introduirai les objets biologiques 
que sont les membranes biologiques et leurs différents constituants avec une vision 
générale des différentes études utilisant des systèmes biomimétiques. Cela constituera le 
chapitre 1 de la première partie. Ensuite, le deuxième chapitre constitue une synthèse 
bibliographique sur les interactions protéines-lipides, et les différents points influençant 
et/ou intervenant dans ces interactions. 
 
PARTIE I : INTRODUCTION BIBLIOGRAPHIQUE 





Chapitre 1 – LA MEMBRANE 
 
 
I.1.A- Les membranes biologiques 
 
Les cellules sont définies comme étant des entités fonctionnelles vivantes. 
L’intégralité de la cellule est une unité spatiale, délimitée par une enveloppe externe 
appelée membrane plasmique. A l’intérieur de la cellule (le cytoplasme) baignent 






Fig I.1.1. Représentation schématique d'une cellule. Les différents organites cellulaires 
et la cellule elle-même sont délimités par une membrane. 
 
Les membranes biologiques représentent un élément fondamental de l'organisation 
cellulaire. Elles assurent l'individualité cellulaire et sont responsables de la 
compartimentation de l'espace cytoplasmique en organites fonctionnellement spécialisés 
ainsi que des échanges contrôlés entre l’intérieur de la cellule et le milieu extra-cellulaire. 
Elles constituent aussi une interface de communication avec l’extérieur via des messagers 
chimiques ou électriques (1).  
 Ces membranes sont loin d’être des enveloppes inertes. Le modèle de « mosaïque 
fluide» a été introduit dès 1972 par Singer et Nicolson (2). Mosaïque car la composition 
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phospholipides et les protéines membranaires peuvent se mouvoir dans le plan de la 
membrane.  
Ce modèle décrit les membranes biologiques comme étant constituées d’une double 
couche de phospholipides, dans laquelle les chaînes hydrophobes se font face, traversées 
par des protéines membranaires (Fig I.1.2.). Les lipides y sont en permanent mouvement 
de diffusion latérale, via le mouvement brownien (3), et les protéines membranaires se 




Les membranes sont formées de lipides auto-assemblés en double feuillet et 
constituent une bicouche d’épaisseur 5 nm environ. Grâce au développement de nouvelles 
techniques telles que les pièges optiques ou la spectroscopie de corrélation de 
fluorescence, de récentes études (4) ont montré une grande complexité de l’organisation 
dynamique des membranes, les lipides (et les protéines) ne diffusent pas aussi librement 
que le proposait le modèle originel mais s’organisent en domaines lipo-protéiques 
temporaires. L’existence de micro-domaines de phases diverses et de constitution 
diverses au sein des membranes a révélé toute leur complexité et la nécessité d’utiliser 
des modèles moins élaborés pour en comprendre le fonctionnement. 
Fig I.1.2. Représentation schématique d’une 
cellule, suivie par un zoom de sa membrane 
plasmique. Cette dernière est constituée de 
lipides auto-assemblés en bicouches au sein 
desquelles baignent des macromolécules telles 
que les protéines membranaires. Ces lipides 
présentent une structure amphiphile avec une 
tête polaire hydrophile, et une queue hydrophobe 
formée par 2 acides gras. 
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I.1.A.1. Composition et structure des membranes biologiques 
Les membranes sont majoritairement composées de lipides et de protéines dont les 
quantités relatives varient d’une cellule à l’autre. Dans sa définition la plus large, un 
lipide (du grecque lipos : gras) se définit comme un composé de poids moléculaire faible 
ou intermédiaire (<5000 Da) avec une proportion importante de chaînes hydrocarbonées 
dans sa structure. Les lipides sont les briques fondamentales de membranes biologiques. 
Une section membranaire de 1 µm² contient approximativement 5 × 106 molécules de 
lipides. Ce sont des molécules amphiphiles possédant une tête polaire hydrophile et deux 
chaînes d’acides gras hydrophobes de 2 à 3 nm, saturées ou insaturées (possédant de 0 à 6 
insaturations)  (5). La taille de la tête hydrophile varie largement. 
En milieu aqueux, l’organisation la plus stable des lipides est celle qui permet de 
minimiser les interactions entre les parties hydrophobes et les molécules d’eau. Les 
lipides s’organisent le plus souvent en bicouche, partie apolaire au centre de la bicouche 
où l’eau n’a pas accès et apparitions de nombreuses interactions de van der Waals de 
manière à exclure toute molécule polaire ; alors que la partie polaire est en contact avec le 
milieu aqueux, de part et d’autre de la bicouche (6). La structure se referme sur elle-
même formant une vésicule close, qui sépare un compartiment aqueux interne du milieu 
aqueux externe, ce qui est le propre d’une membrane biologique (Fig I.1.3.).  
 
 
Fig I.1.3. Modèle moléculaire d’un phospholipide (gauche) et organisation des lipides en 
bicouche formant une vésicule close (liposome) délimitant un intérieur aqueux (droite). 
  
Le caractère hydrophobe de la barrière lipidique la rend sélective et imperméable à 
certains molécules polaires. Par ailleurs, la perméabilité diminue avec la masse 
moléculaire des solutés. 
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Il existe une variété importante de lipides possédant une structure différente, et donc des 
caractéristiques géométriques et physiques différentes. On répertorie trois familles de 
lipides dans les membranes : les glycérophospholipides (ou phospholipides), les 
sphingolipides (tel que la sphingomyéline) et les stérols (tel que le cholestérol). Chaque 
type de cellule et de membrane a sa propre composition lipidique (7) qui peut également 
changer au cours du développement cellulaire (8) (Fig I.1.4-A). Cela montre la capacité 
des cellules de réguler et adapter la composition lipidique membranaire aux besoins de 
l’activité cellulaire. Les phospholipides sont les lipides les mieux représentés et les plus 




Les diacylphosphoglycérides ou phospholipides dérivent du glycérol par 
estérification en position 3 par un  dérivé de l’acide phosphorique. En position 1 et 2, on 
trouve des chaînes hydrocarbonées. Ces chaînes sont associées au glycérol par des 
liaisons esters. La nature du substituant fixé sur l’acide phosphoriques définit la nature du 
phosphoglycéride.  Le phosphoglycéride le plus simple est l’acide phosphorique, estérifié 
sur le groupement hydroxyl en position 3 du glycérol par l’acide phosphorique. Ce n’est 
pas un phospholipide membranaire mais un intermédiaire dans la biosynthèse des autres 
phospholipides. Parmi ceux que l’on rencontre le plus fréquemment, nous citerons la 
phosphatidylcholine, la phosphatidyléthanolamine et la phosphatidylsérine (Fig I.1.4-B). 
Suivant le lipide, la tête peut être ionique (charge positive ou négative), zwitterionique 
(deux charges opposées) ou neutre. Ils sont également classés selon la structure de leur 
squelette carboné (nombre de carbones, présence d’insaturations…). L’exemple le plus 
classique de phospholipide, et sur lequel nous avons porté notre attention, est la 1,2-
dioleoyl-sn-glycero-3-phosphocholine (DOPC). Cette molécule est un ester bâti sur le 
glycérol. Elle comporte deux chaînes aliphatiques, issues des acides gras engagés dans 
l'estérification de deux groupements alcool du glycérol. Le troisième groupement alcool 
est estérifié par l'acide phosphorique (sous forme d'un groupement phosphate, ionisé, 
donc chargé, au pH cellulaire aux alentours de 7,4). Chaque chaîne aliphatique est formée 
de 18 atomes de carbone et une insaturation en position C9. L’ensemble forme un 
groupement dioleoyl-glycero-phospho (DOP) ou phosphatidyl. Ce dernier est ici lié à la 
choline, groupement chargé positivement. C’est donc un phospholipide zwitterionique. 
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Comme le groupement phosphate est chargé négativement au pH cellulaire, l'ensemble de 
la molécule est globalement neutre. Le Tableau I.1.1 montre les variations de 
compositions lipidiques entre différentes membranes, notamment le sarcolemme de la 
cellule musculaire, le réticulum endoplasmique et la mitochondrie (9).  
 



















PC, PE, PS : phosphatidylcholine, phosphatidyléthanolamine et phosphatidylsérine. 
 
Tableau  I.1.1. Composition lipidique approximative de différentes membranes 
biologiques, notamment le sarcolemme. Les proportions sont données en pourcentage 
des lipides totaux (9). 
 
 
Fig I.1.4. (A) Cartographie des lipides membranaires : quantification et distribution chez 
les mammifères (bleu foncé) et dans les levures (bleu clair). Adapté de la référence (10) (B) 
Structure des principaux phospholipides des membranes biologiques. Les carbones de la 
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Le sarcolemme constitue la membrane de la cellule musculaire. C’est à cette 
membrane que nous nous sommes intéressés lors  les études qui seront présentées dans la 
partie II. L’analyse de la composition lipidique du sarcolemme montre une abondance des 
phospholipides (9). PC représente 45% des phospholipides totaux, PS 18% et PE 23%. De 
plus, les acides gras de type Dioleoyl-glycérol (DO 18 :2) constituent 12% de la 
composition globale du sarcolemme (9). Ainsi, pour les études de la partie II, nous 
utilisons les phospholipides DOPC, DOPS et DOPE,  vue leur représentation importante 
dans le sarcolemme.  
 
 
I.1.A.2- Dynamique de la membrane 
 
 Les différents constituants d’une membrane biologique, s’ils sont confinés dans un 
espace défini par la membrane, n’en sont pas moins animés de mouvements divers. Le 
modèle « mosaïque fluide » (2) décrit la membrane comme un fluide bidimensionnel 
isotrope.  
 La phase lipidique des membranes biologiques est fluide dans les conditions 
physiologiques et permet donc le déplacement des constituants. L'amplitude de ces 
mouvements dépend à la fois de la température et de la concentration lipidique elle-
même. La fluidité est facilitée par une augmentation de la température et par la présence 
d'insaturations dans les queues hydrophobes des phospholipides, et ralentie par la 
présence de chaînes saturées ainsi qu'une forte proportion de cholestérol. En effet la 
présence d’insaturations induit un encombrement stérique plus important de la chaîne 
carbonée. Cette géométrie engendre un désordre plus important dans l’agencement des 
lipides dans la bicouche, ce qui se traduit finalement par une plus grande fluidité de celle-
ci.  
 Les bicouches lipidiques voient leur structure et leurs propriétés physiques se 
modifier radicalement à des températures caractéristiques (Fig I.1.5-I). Ces changements 
sont de véritables transitions de phases, liées à des modifications de conformation et 
d’organisation des chaînes carbonées au cœur de la bicouche. Dans une situation où 
toutes les configurations autour des liaisons C-C sont de type trans, la chaîne est étirée au 
maximum (Fig I.1.5-II.A). Une autre configuration de liaisons C-C existe, c’est la 
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configuration gauche (Fig I.1.5-II.B). Le passage d’une configuration trans à une 
configuration gauche autour d’une liaison C-C nécessite de l’énergie (11). 
En phase lamellaire, on peut distinguer trois phases principales (Fig I.1.5).  
 
• Une phase cristalline Lc, à très basse température, dans laquelle les molécules sont 
arrangées périodiquement et ont une probabilité de diffusion nulle à grande 
distance. 
 
• A température intermédiaire, la bicouche se trouve en phase gel Lβ ; les chaînes 
carbonées sont alignées (conformation β des chaînes aliphatiques), dans un état 
condensé, et les liaisons carbone-carbone ont une probabilité élevée d’avoir une 
conformation trans. Leur longueur (et donc l’épaisseur de la bicouche) est 
maximale comme dans la phase cristalline.  
 
 
•  A plus haute température, la bicouche devient fluide (phase Lα). Cela entraîne un 
accroissement de la mobilité moléculaire (12). La probabilité  d’une  isomérisation  
trans ? gauche augmente. Dans une bicouche lipidique, les liaisons cis et 
gauches rendent le parallélisme des chaînes plus difficile (11, 13). Au-delà d’une 
température donnée, appelée température de transition Tm., une transition 
coopérative est observée, qui fait  passer  la  conformation  ordonnée  à  une 
conformation  désordonnée  (Figure 2 D). La Tm augmente avec la longueur de la 
chaine carbonée. Dans la conformation désordonnée, appelée α, les chaînes 
oscillent autour d’un axe moyen perpendiculaire au plan de la membrane. Les 
chaînes ne sont plus étirées au maximum et l’épaisseur de la bicouche diminue 
(13). Le contact entre chaînes est moins étroit et les lipides sont plus séparés les 
uns des autres. Ainsi, au cours de la transition, une expansion latérale des lipides 
dans la bicouche est observée, aux dépens de l’épaisseur. La surface occupée à 
l’interface est plus importante. 
. 
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Fig I.1.5. Représentation des différentes phases d’une bicouche lipidique (I). (II) 
Représentation de (A) phospholipide Tout-trans (All-trans), (B) phospholipide avec une 
liaison gauche. (C) membrane en conformation β. (D) membrane en conformation α. 
Adapté de la référence (14). 
 
De plus, les lipides peuvent se déplacer  selon plusieurs types de mouvement (Fig I.1.6) : 
? Mouvement rotationnel : une simple rotation sur eux-mêmes. Le coefficient de 
diffusion rotationnel Dr est de l’ordre de 10-8s-1  (15). 
? Mouvement translationnel : par diffusion latérale dans le feuillet dont ils font 
partie. Le coefficient de diffusion D est de l’ordre de 10-12 m².s-1(15) 
? Mouvement de basculement : beaucoup plus rare, le lipide change de feuillet 
(flip-flop) et passe d’une monocouche à l’autre. Ce phénomène est très lent et 
défavorable, avec un temps de corrélation de l'ordre de l'heure voire du jour selon 
la nature du phospholipide (16). Dans la cellule, une enzyme, la flipase, est 
requise pour permettre le changement de feuillet. 
 
Fig I.1.6. Représentation schématique de la dynamique des lipides au sein des 
membranes. Adapté de la référence (3). 
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Les  protéines présentes dans la membrane diffusent également mais beaucoup 
moins vite que les lipides (environ 100 fois moins vite). Depuis 1972, le modèle 
mosaïque fluide a considérablement évolué. Les biologistes et les biophysiciens ont été 
amenés à repenser le modèle original et à entrevoir un aspect fonctionnel dans la 
dynamique et la composition de la membrane.  Plusieurs protéines membranaires ne 
diffusent pas librement dans la membrane, elles sont confinées à l’intérieur de domaines 
spécifiques ou bien elles ont un mouvement dirigé. Il existe une forte hétérogénéité 
latérale membranaire avec l’existence de micro-domaines dans des phases différentes (4).  
 
I.1.A.2-1. Phase des lipides dans l’eau 
 
 En 1968, les travaux de Luzzati et al. ont permis de mettre en évidence les 
différentes structures adoptées par les lipides dans l’eau (17). On distingue deux types de 
structures : (i) celles de types I ou “directs” (huile dans eau) où les lipides se trouvent 
dans un milieu aqueux continu, (ii) et celles de types II ou “inverses” (eau dans huile) où 
les têtes polaires s’organisent dans une matrice non polaire continue formée par les 
chaines aliphatiques. 
 Les interactions hydrophobes des lipides amphiphiles en milieu aqueux 
conduisent à un auto-assemblage supramoléculaire spontané des lipides en structures 
diverses. La minimisation du contact avec l’eau positionne les chaînes d’acides gras au 
centre, et les parties polaires sont en périphérie, en contact avec l’eau. Cette auto-
organisation est guidée par deux forces principales : d’une part l’effet hydrophobe, qui 
tend à associer les chaînes carbonées et d’autre part les répulsions entre les têtes polaires, 
d’origine stérique et/ou électrostatique. Le rapport entre ces forces en compétition 
détermine l’aire par tête optimale a0 des molécules. J. Israelachvili (18) a montré que la 




(v : volume de la partie hydrophobe,  lc : la longueur des chaînes carbonées) 
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Fig I.1.7. Structure de l’assemblage spontané en fonction de la forme des 
molécules amphiphiles. Les chiffres 1 et 2 font référence au milieu continu (1direct et 2 
inverse). Adapté de la référence (18). 
 
 
I.1.A.2-2. L’effet de la géométrie au sein d’une membrane 
 
 L’organisation des membranes dépend de la forme moléculaire intrinsèque des 
lipides le constituant. En 1979, Cullis & de Kruijff (19) montrent l’importance de la forme 
de la molécule lipidique sur son auto-assemblage. En effet, c’est le volume occupé par la 
partie hydrophobe par rapport à celui occupé par la partie hydrophile qui permet de 
prévoir le type d’organisation qu’un lipide adoptera dans l’eau. Le volume de la tête 
hydrophile dépend du volume des molécules la constituant, de son hydratation et de sa 
dynamique de rotation. Le volume moléculaire des chaînes acyles est fonction du nombre 
d’insaturations en configuration Cis : plus celles-ci sont nombreuses et proches de la tête 
hydrophile et plus le volume occupé par ces chaînes est important. De plus, une 
distribution asymétrique existe dans la membrane entre le feuillet interne et le feuillet 
externe constituant la bicouche (Fig I.1.8). 
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Fig I.1.8. Distribution asymétrique des phospholipides de la membrane plasmique de 
l’érythrocyte humain. (A) Distribution des lipides individuels en % dans les feuillets. 
(B) indique le pourcentage du total des lipides. Adapté de la référence (20). 
 
 Ainsi, des études in vitro montrent que la lysophosphatidylcholine (LPC), qui ne 
possède qu’une chaîne acyle saturée, s’organise en micelle dans un solvant aqueux ; 
tandis que la phosphatidylcholine (PC) s’organise en bicouche (Fig I.1.9-A). Or, un lipide 
en forme de cône induit une courbure positive (type micelle), et un lipide en forme de 
cône inversé tel que la phosphatidyléthanolamine (PE) induit une courbure négative (type 
micelle inversée) (21). 
 
 Cette variabilité d’organisations présente un intérêt physiologique transitoire ou 
durable. Chaque organite a sa propre courbure de membrane contrôlée en partie par sa 
propre composition de lipides (22). Sur la Fig I.1.9-B, la présence de 
phosphatidyléthanolamine sur le feuillet interne de la membrane permet de créer une 
invagination membranaire.   
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Fig I.1.9. Lipides et organisation. (A) Auto-organisation dans l’eau de la 
lysophosphatidylcholine (LPC) et de la phosphatidylcholine (PC). Adapté de la référence  
(23). (B) Influence de la forme moléculaire des lipides sur les propriétés physiques de 
membrane. Trois phospholipides de formes différentes contribuent à la formation d’une 
invagination membranaire. Adapté de la référence (24). 
 
 Des organisations non lamellaires sont observées pendant la fusion membranaire, 
passage de deux à une seule bicouche. Cette fusion membranaire est impliquée dans 
plusieurs processus physiologiques tels que le trafic intracellulaire, la division cellulaire, 
endocytose et exocytose … De plus, certaines protéines et enzymes agissent directement 
sur la forme membranaire. In vivo, la fusion membranaire est étroitement contrôlée par 
les protéines fusogènes. Un autre exemple, lors de la formation des vésicules synaptiques, 
l’acide lysophosphatidique (cône inverse) est acétylé en acide phosphatidique (cône) par 
l’enzyme “endophiline acétyltransférase” (25). De manière similaire, certaines 
phospholipases hydrolysent spécifiquement les têtes polaires et modifient ainsi leurs 
tailles (26). 
 
 Les formes individuelles des lipides qui composent la membrane jouent un rôle 
important à l’échelle locale sur la stabilisation des protéines insérées dans la bicouche. La 
présence d’un lipide dans une membrane induisant une courbure différente de la courbure 
intrinsèque liée au lipide préexistant déstabilise la membrane et engendre un stress de 
courbure. Ce dernier influence la stabilité du système et les interactions avec les protéines 
membranaires et extrinsèques. D’autre part, les peptides et les protéines insérés dans les 
membranes sont aussi responsables de l’organisation membranaire locale.  
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 En conclusion, les variations de compositions lipidiques et protéiques donnent à 
chaque membrane des propriétés de structure, de charge et de fluidité légèrement 
différentes. L’ensemble de ces variations influence l’activité biologique des membranes 
et notamment, la stabilité et l’activité des protéines membranaires ou périphériques. 
Cependant, la composition n’est pas figée et la cellule est capable de moduler sa 
composition lipidique afin de s’adapter à son environnement. 
 
 
I.1.B- De la membrane biologique vers les membranes biomimétiques 
 
 
La grande variété de lipides et de protéines au sein d’une même cellule en fait un 
système complexe fortement inhomogène. Les membranes sont ainsi caractérisées par des 
hétérogénéités de distribution et d’état de phase. De plus, leurs interactions avec les 
composants intra et extracellulaires rendent les investigations directes difficiles. D’où 
l’idée de simplifier le système et de travailler avec des modèles biomimétiques. Ces 
modèles permettent des études in vitro dans des conditions expérimentales pour lesquelles 
les paramètres peuvent être systématiquement contrôlés et modifiés (Fig I.1.10). 
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Fig I.1.10. Différentes études utilisent des modèles membranaires. Une collection 
de systèmes modèles lipidiques entourant un schéma d'une cellule qui souligne le 
grand nombre de surfaces membranaires différentes. (A) Vésicules géantes 
unilamellaires (GUV), (B) Un réseau de vésicules lipidiques géantes reliées par des 
microtubules; (C) Fusion des GUV sur un support solide formant une bicouche lipidique 
supportée ; (D) Nanodisques de membrane contenant des protéines 
transmembranaires; (E) Bicouches lipidiques analysées par NanoSIMS; (F) Eclatement 
des membranes cellulaires sur des supports solides;  (G) Bicouche lipidique attachée 
à un support solide contenant des canaux ioniques, (H) Des vésicules attachées à une 
bicouche lipidique supportée via l'ADN; (I) Représentation visuelle des simulations 
de multi-échelle. Adapté de la référence (27).  
  
Nous présentons ici plus en détail les trois systèmes modèles qui ont été utilisés 
lors de ce travail de thèse : Les liposomes (ou vésicules lipidiques),  les bicouches et les 
monocouches planes. Ces modèles trouvent des applications dans les domaines de la 
biochimie-biophysique, de la pharmacologie, de la thérapie génique, de la biotechnologie 
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ou encore la cosmétologie, et sont très utilisées pour aborder des études d’interaction 
entre lipides et protéines.  
  
I.1.B.1- Les vésicules lipidiques 
 
Les liposomes constituent le modèle le plus simple de structure mimant la cellule 
(objet constitué d’une membrane lipidique sans autre constituant). Ce sont des vésicules 
sphériques de quelques dizaines à quelques milliers de nanomètres de diamètre. Ces 
vésicules sont composées d’une ou plusieurs bicouches lipidiques qui permettent de 
séparer un milieu intravésiculaire d’un milieu extérieur. Les phospholipides naturels 
forment spontanément des liposomes en milieu aqueux car c’est l’organisation la plus 
stable qui permet de minimiser les interactions entre les parties hydrophobes et les 
molécules d’eau. Les liposomes ne se forment qu’à une température supérieure à celle de 
leur transition de phase (14).  
La méthode la plus simple de préparation des liposomes consiste à évaporer le 
solvant organique dans lequel sont dissous les lipides, puis à les remettre en suspension 
dans un milieux aqueux par simple agitation (28). Les lipides s’organisent alors en 
vésicules multilamellaires (MLV, Multi Lamellar Vesicles). Ce sont des structures en 
bicouches lipidiques, closes, concentriques, séparées les unes des autres par des couches 
d’eau (Fig I.1.11). Ces liposomes ont des tailles très hétérogènes et possèdent un volume 
aqueux interne relativement faible par rapport à la quantité de lipides. Leur taille 
moyenne élevée (d’environ 200 nm de diamètre et plus) et l’hétérogénéité des 
suspensions obtenue en font des mauvais candidats pour les études biophysiques-
biochimiques. En effet, les MLVs diffusent fortement la lumière et rendent difficiles les 
études en spectroscopie optique. De plus, leur caractère multilamellaires et leur taille 
inhomogène complique les études de perméabilité, de liaisons…  
Un traitement physique des MLVs (ultrasons, pressions élevées) conduit a des 
vésicules de taille homogène et constituées d’une seule bicouche lipidique (Unilamellar 
vesicles) (Fig I.1.11).  
Ces derniers sont classés en trois domaines de tailles : 
 
?  Les SUVs (Small Unilamellar Vesicles) de 20 à 50 nm de diamètre. Les 
SUVs sont obtenues par sonication d’une suspension de MLV ou par 
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filtration à travers un filtre de très petite taille. La forte courbure imposée à 
la membrane implique une surface externe significativement supérieure à 
celle de la surface de la monocouche interne et donc un nombre de lipides 
supérieur dans cette monocouche. La petite taille des SUVs favorise leur 
utilisation en spectroscopie optique. 
 
?  Les LUVs (Large Unilamellar Vesicles) de 100 à 500 nm de diamètre. Les 
LUVs s’obtiennent par extrusion d’une solution de MLV à travers des 
filtres ayant des pores de tailles calibrées. Les LUVs, comme les SUVs, 
peuvent être produites dans un milieu salin et notamment physiologique. 
L’évaporation par inversion de phase est une autre technique de 
préparation des LUVs (29). Cette méthode consiste à forcer l’émulsion par 
sonication entre une phase éther (solvant des lipides) et une phase aqueuse. 
L’éther est ensuite éliminé lentement par évaporation sous vide partiel. La 
courbure d’une vésicule de grande taille est plus proche de celle observée 
physiologiquement. Ce sont des objets beaucoup plus diffusants que les 
SUVs. 
 
?  Les GUVs (Giant Unilamellar Vesicles) ont une taille variant de 1 μm à 
plus de 100  μm de diamètre. Ils sont formés dans un milieu non ionique 
par électroformation (30) ou par hydratation douce en milieu ionique 
(réhydratation des lipides en présence ou absence d’un champ électrique). 
Un très bon rendement de vésicules unilamellaires est obtenu par 
l’électroformation (80%), alors qu’un pauvre rendement en vésicules 
unilamellaires est obtenu par hydratation douce. Seule la formation des 
GUVs par hydratation douce peut être réalisée en milieu physiologique 
(31). D’autres techniques de préparation de GUV existent, notamment par 
double émulsion : une goutte de solution aqueuse passe successivement 
par deux interfaces entre une huile contenant le lipide et une solution 
aqueuse (32). Les GUVs sont surtout utilisées pour  décrypter certains 
mécanismes membranaires (diffusion de protéines membranaires, 
déformations membranaires, formation de radeaux lipidiques, 
électrophysiologie, perméabilité membranaire…) à une échelle cellulaire.  
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Fig I.1.11. Les liposomes. (A) Structure schématique de la double couche lipidique au 
sein d’une vésicule. (B) La GUV constituée d’un mélange de phospholipides et d’un 
fluorochrome (vert), et contient trois sphères de polystyrène (rouge) qui peuvent se 
déplacer librement au sein de la vésicule. La barre d'échelle est de 5 μm.  (C) Les 
liposomes sont présentés en respectant la taille et le nombre de bicouches. SUV = petite 
vésicule unilamellaires, LUV = grande vésicule unilamellaire, MLV = vésicules 
multilamellaires, GUV = vésicules unilamellaires géantes (δ ~ 5 nm). Adapté de la 
référence (33). 
 
 La taille et la monodispersité des vésicules sont usuellement vérifiées par 
microscopie électronique ou diffusion de lumière. D’un point de vue général, les 
vésicules (MLV, SUV et LUVs) peuvent être produites à des concentrations élevées de 
l’ordre de quelques dizaines de mg/mL et sont résistantes, ne nécessitent pas de 
précautions particulières de manipulation, et sont stables au cours du temps…. 
 Lorsqu’elles forment des vésicules, les bicouches lipidiques limitent les échanges 
entre les compartiments internes et l’extérieur. Les bicouches pures sont imperméables 
aux ions et aux grosses molécules polaires, et seulement partiellement perméables à l’eau 
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qui peut s’immiscer entre les lipides sous l’effet de la pression osmotique. Cela signifie 
que les fonctions physiologiques des membranes biologiques ne peuvent reposer 
simplement sur la bicouche, mais nécessitent la présence d’autres composants tels que les 
protéines membranaires pour permettre des échanges contrôlés entre l’intérieur et 
l’extérieur de la cellule. 
 Le choix du système modèle, et principalement la taille des vésicules, joue un rôle 
déterminant pour l’étude des interactions protéines-membranes. En variant la taille des 
vésicules, le rayon de courbure est modifié, et nous détaillerons l’importance du rayon de 
courbure sur ces interactions dans le chapitre 2 de la partie I.  
 
I.1.B.2- Les bicouches et les monocouches planes  
 
Les bicouches lipidiques, libres ou supportées, sont des systèmes biomimétiques à 
deux dimensions facilement accessibles à des techniques de caractérisations de surface du 
fait de leur localisation dans l’espace (34-36). L’épaisseur de la bicouche dépend de la 
nature des lipides qui la constitue et varie de 4 à 7 nm.  
 
Les bicouches libres sont surtout utilisées pour étudier les mécanismes de 
régulations des canaux ioniques et autres protéines membranaires intrinsèques. Alors que 
les modèles de monocouches sont utilisés pour étudier l’interaction et l’organisation 
protéines-lipides, notamment pour les protéines extrinsèques monotopiques, c'est-à-dire 
les protéines qui se retrouvent à l’extérieur de la membrane cellulaire, et qui sont en 
contact avec un seul feuillet de la membrane.  
 
 Différents types de bicouches libres existent (Fig I.1.12). 
 
 Ces systèmes, avec deux compartiments aqueux relativement faciles d’accès et 
dans lesquels on peut plonger des électrodes, se prêtent admirablement bien a l’étude de 
la perméabilité ionique de la bicouche : on peut mesurer des courants et / ou des 
différences de potentiel de part et d’autre de la bicouche (37) 
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Fig I.1.12. Représentation schématique des différents modèles membranaires 
planes : (a) film noir (BLM: black lipid membrane), (b) monocouche lipidique, (c) film noir 
de Newton (NBF : Newton black film), (d) film noir commun, (e) film de savon. Adapté de la 
référence  (38). 
 
.  Les travaux de McConnel et al. (39) ont favorisé l’utilisation des membranes 
déposées sur des supports solides, notamment pour l’étude de processus membranaires 
d’adhésion et d’interactions cellulaires (40) et pour le développement de nouvelles 
surfaces biofonctionnalisées. Aujourd’hui, l’utilisation de bicouches lipidiques supportées 
est de loin le système modèle le plus utilisé pour regarder l’organisation des protéines 
membranaires dans la membrane et notamment avec les techniques de microscopie de 
champs proches tel que la Microscopie à Force Atomique (AFM) (41, 42). En 
biotechnologie, beaucoup des développements de “nouveaux” supports sont réalisés, tels 
que les coussins de polymère qui permettent d’éloigner la membrane du substrat (43, 44). 
 
 Pour former des bicouches lipidiques supportées, deux différentes techniques de 
fabrication sont couramment utilisées (Fig I.1.13), la fusion de vésicules ou bien dépôt 
par la méthode Langmuir-Blodgett en utilisant la cuve de Langmuir (ou balance à film de 
Langmuir). Cette dernière permet la fabrication soit d’une monocouche, d’une bicouche 
ou même dans certaines conditions, de double bicouches supportées.  
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Fig I.1.13 Représentation schématique des deux méthodes couramment utilisées 
pour la fabrication de bicouches lipidiques supportées : (a) fusion de vésicules 
lipidiques et (b) la technique de Langmuir-Blodgett. Adapté de la référence  (42). 
 
I.1.B.2-1. Fusion de vésicules  
 
 Brian et McConnell (45) ont montré par des mesures de retour de fluorescence 
après photoblanchiment (FRAP) que des vésicules phospholipidiques (SUVs) forment 
spontanément une bicouche sur un support de verre. Les coefficients de diffusion des 
phospholipides dans la bicouche supportée sont équivalents à ceux attendus pour une 
bicouche fluide ou monocouche (de l’ordre de 10-8 cm2/s). 
 Cette technique est l’une des manières les plus simples et rapides pour former des 
membranes supportées. Il s’agit d’adsorber des vésicules de phospholipides sur une 
surface solide, et consécutivement s’opère leur réorganisation en bicouche plane. Pour 
que la fusion des vésicules se produise, il est impératif que les phospholipides se trouvent 
à l’état fluide, dans le but de limiter l’interaction entre les lipides. Cela se traduit 
expérimentalement par le fait que la température à laquelle se fait la fusion doit être 
supérieure à la température de transition gel/fluide du lipide considéré.  
 Le processus de fusion des vésicules se déroule en plusieurs étapes, qui sont 
résumées dans la Fig I.1.14.   
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Fig I.1.14. Représentation du processus de fusion de vésicules sur un support solide. 
Adapté de la référence (46). 
 
 Initialement, les vésicules diffusent à la surface. L’adsorption des vésicules à la 
surface continue progressivement jusqu'à une concentration critique. Ensuite, des 
interactions stériques entre les vésicules augmentent leurs déformations ainsi que la 
tension latérale dans la membrane (47). Lorsque cette tension est suffisamment élevée, un 
pore se forme, par diminution de l’énergie de la vésicule, et le rayon de ce pore augmente 
jusqu'à ce que la tension diminue suffisamment pour que l’équilibre de la vésicule soit 
atteint. Les domaines de vésicules éclatées diffusent par la suite sur la surface et forment 
une bicouche. C’est la surface interne de la vésicule qui devient la monocouche proximale 
du support solide dans la bicouche lipidique supportée. 
 Cependant, les différentes interactions entre les vésicules elles-mêmes d’une part, 
et entre les vésicules et le support solide d’autre part dépendent de plusieurs facteurs tels 
que la nature des vésicules lipidiques (composition, charge, taille et état physique), du 
substrat (charge, structure, rugosité) et de l’environnement aqueux dans lequel ils se 
trouvent (pH et force ionique). Les deux supports solides les plus utilisés sont le verre 
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 Depuis les Grecs, on sait qu'un film d'huile, répandu sur la mer, tend à calmer 
les vagues. Benjamin Franklin fait l’expérience suivante : Franklin va au bord 
d'un étang (à Clapham près de Londres) et verse, doucement, une cuillerée 
d'huile d'olive sur l'étang. L'huile s'étale, mais l'aspect optique de la surface ne 
change pas. Franklin arrive tout de même à reconnaître les régions qui sont 
recouvertes car en l'absence d'huile, la brise crée des vaguelettes sur l'étang ; en 
présence d'huile, on ne voit plus de rides, la surface est lisse. La peau de l'eau est 
devenue rigide ! Grâce à ce test, Franklin peut estimer assez bien la surface du 
film d'huile. Elle est énorme: de l'ordre de 100 m2.  
 Une des extrémités de la molécule est fortement hydrophile. Le reste de la 
molécule est résolument hydrophobe. En se serrant l'une contre l'autre comme les 
pingouins d'une rookerie, les molécules d’huile peuvent alors réaliser une 
situation presque parfaite: tête dans l'eau, chaîne à l'air presque perpendiculaire 
à la surface. Les molécules forment une couche bien régulière dont l'épaisseur est 
égale à une longueur moléculaire. C'est une monocouche. 
Cette expérience porte en elle-même un résultat considérable qui ne sera pas 
exploité par Franklin, mais seulement cent ans plus tard par Lord Rayleigh. Si 
l'on divise le volume d'huile par la surface d'étalement, on trouve la hauteur du 
film qui s'avère être de l'ordre du nanomètre. Cette hauteur, c'est, en gros, la 
taille des molécules d'huile !  
 
Texte adapté du livre de Pierre-Gilles de GENNES : Les objets fragiles.  
 
 Depuis cette époque, de nombreuses études furent menées dans le but de 
comprendre l’origine de ce phénomène. Dès la fin du 19e siècle, la notion de monocouche 
apparut, mais c’est Irving Langmuir, prix Nobel 1932, qui commença véritablement à 
s’intéresser aux propriétés thermodynamiques des films ainsi formés, et introduit la 
notion de molécules amphiphiles (48). Les molécules amphiphiles s’organisent 
spontanément à l’interface eau/air et donnent naissance à un film monomoléculaire, qui a 
pour effet d’abaisser la tension de surface et de stabiliser l’interface. Un film de Langmuir 
est donc une monocouche de molécules tensioactives à la surface de l’eau. C’est un 
système bidimensionnel. Les propriétés physicochimiques de ces films monomoléculaires 
sont déterminées entre autres par la mesure de la pression de surface en fonction de l’aire 
de la cuve. De plus, il est possible de déterminer l’indice de réfraction et l’épaisseur du 
film en utilisant l’éllipsométrie et la réflectométrie optique. 
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Quelques années plus tard, Katherine Blodgett et Irving Langmuir réussissent le transfert 
de monocouches successives sur des substrats de verre et montrent les propriétés optiques 
de tels films (49, 50). La méthode de transfert est appelée alors “méthode de Langmuir-
Blodgett”.  
 L’avantage de cette méthode de transfert est que les échantillons permettent 
l’utilisation de nombreuses techniques d’analyse telle que la microscopie électronique à 
transmission, la microscopie de champ proche tel que l’AFM, la spectroscopie 




 La cuve où est placée la phase aqueuse (sous phase) est munie de 2 barrières qui 
permettent la compression des phospholipides, grâce à un moteur dont la vitesse est 
modulable (Fig I.1.15). La cuve et les barrières sont en Téflon ®. En effet, les propriétés 
hydrophobes du Téflon d’une part et le caractère hydrophile de l’eau d’autre part  
induisent la formation d’un ménisque positif convexe (mouillant), ce qui facilite la 
compression des molécules et permet d’atteindre des pressions de surfaces élevées sans 
que le film ait tendance à plonger sous les barrières.  
 Une lame de platine ou une feuille de papier filtre adsorbant (de dimensions bien 
déterminé) est reliée à un tensiomètre. La tension superficielle est déterminée par la 
méthode de Wilhelmy qui sera détaillée plus tard. Les isothermes montrant la variation de 
la pression de surface en fonction de l’aire moléculaire sont enregistrées au cours de la 
compression.  
 Le dispositif de prélèvement (dipper automatique) est constitué d’une pince 
mobile qui bloque le support. Ses mouvements verticaux (ascendants ou descendants) 
permettent de réaliser des prélèvements à vitesse contrôlée. Un système d’avertissement 
maintient la pression de surface constante lors du transfert. 
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Capteur de pression de surface
 
Fig I.1.15. Représentation de la cuve de Langmuir vue en coupe (en haut), et vue de 
dessus (en bas). Les molécules amphiphiles occupent une aire A délimitée par les 
barrières mobiles. 
 
I.1.B.2-2.c. Principe et état physique 
 
 Les molécules amphiphiles à la surface de l’eau forment un film 
monomoléculaire. Cette auto organisation spontanée diminue la tension de surface et 
stabilise l’interface. On définit la pression de surface (π) par la différence entre la tension 
de surface de la sous-phase pure (γ0) et celle du film monomoléculaire (γ). 
 
γγπ −= 0   (mN/m) 
La pression de surface π est mesurée en fonction du temps. Une des extrémités de la lame 
est plongée dans le liquide, l’autre est reliée à un capteur de force. Une force verticale 
dirigée vers le bas s’exerce sur la lame. Cette force est la résultante du poids de la lame, 
de la poussée d’Archimède et de la force due à la tension superficielle.  
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 Les indicateurs les plus importants des propriétés du film lipidique sont donnés 
par la mesure de la pression de surface et de l’aire (A) que le film occupe à l’interface 
eau-air. Lorsqu’on réalise une compression (déplacement des barrières à une vitesse 
constante), la pression latérale est enregistrée en fonction de l’aire moléculaire. L’aire 
moléculaire est la surface moyenne disponible pour chaque molécule amphiphile 
constituant le film. Elle dépend de la taille de la tête polaire mais aussi de 
l’encombrement des chaînes. Les isothermes  π = f (A) sont obtenues à températures 
ambiantes, mais certains dispositifs permettent de régler la température de la sous phase 
et d’en estimer les effets sur les pressions de transition de phases lipidiques (51). 
 
 Les différents états physiques sont influencés essentiellement par les 
conformations adoptées par des chaînes aliphatiques. Les têtes polaires sont organisées 
dans un plan (surface de la sous phase) et leur compactage (packing) dépend de la 
capacité des chaînes aliphatiques à s’ordonner. La notion de changement d’état physique 
à l’interface est un peu différente de la notion de changement de phase des membranes 
biologiques expliquée dans le chapitre 1 de la première partie. Cette dernière dépend 
essentiellement de la température, alors qu’en utilisant la balance à film de Langmuir, on 
introduit un changement de phase en comprimant et donc, le changement d’organisation 
des chaînes et des têtes lipidiques est causé par effet stérique. 
 
 L’allure générale de l’isotherme révèle l’existence de plusieurs phases, avec des 
transitions entre celles-ci, qui apparaissent à travers des paliers et des pentes (Fig I.1.16). 
A l’interface, on considère pour les molécules les plus étudiées en biologie, que les états 
physiques définis en deux dimensions sont au nombre de quatre.  
? L’état gazeux noté G et correspond à l’absence d’interactions entre les molécules. 
Elles sont extrêmement diluées à la surface et les chaînes aliphatiques sont 
totalement désorganisées. 
 
?  L’état liquide expansé noté LE (ou L1 sur la Fig I.1.16) : les têtes hydrophiles 
sont organisées en réseau 2D parallèlement à la surface et les queues hydrophobes 
restent mobiles. Cette mobilité est due à de rapides isomérisations trans-gauches 
des liaisons carbone-carbone. En phase lamellaire, cet état correspond à l’état 
fluide. 
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?  L’état liquide condensé noté LC (ou L2 sur la Fig I.1.16) : Les chaînes 
aliphatiques sont en conformation trans, elles occupent une aire minimale et les 
têtes polaires se rapprochent. Une légère inclinaison des chaines est observée. La 
phase liquide condensée équivaut à la phase lamellaire gel. 
 
?  L’état solide S se différencie du liquide condensé par l’alignement de chaînes 
carbonées, obtenu à des grandes pressions et des petites surfaces (grande 
compression du film). Cet état n’est pas accessible pour les phospholipides, mais 
il est observé pour d’autres acides gras.  
 Si l’on poursuit la compression après un certain seuil, le film collapse et forme des 
structures tridimensionnelles, car les interactions entre les molécules sont si importantes 
que dans le but de minimiser leur énergie, elles forment des multicouches et/ou des 
agrégats.  
 
 L’augmentation de longueur des chaînes aliphatiques des phospholipides diminue 
la pression de transition LE/LC et la présence de doubles liaisons empêche la formation 
de la phase liquide condensé.   
 
 
Augmentation de la 
pression de surface
 
Fig I.1.16. Isotherme de compression typique d’un acide gras. En comprimant la 
monocouche, les molécules passent successivement d’un état gazeux (G) à l’état liquide 
expansé (L1) puis liquide condensé (L2). A plus haute densité, on atteint l’état solide (S) et 
si on continue la  compression, la monocouche collapse et forme des structures 3D. Adapté 
du site de « KSV Nima technology ». 
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 I.1.B.2-2.d. Transfert de Langmuir-Blodgett (LB) 
  
 Le transfert des monocouches est réalisé en général à des pressions 
significativement inférieures au seuil du collapse, dans le but d’éviter cette zone 
d’instabilité et prélever un film uniforme et homogène. De manière générale, la vitesse de 
compression est faible (de l’ordre de 5 à 8 cm2/min) pour permettre aux molécules de 
s’organiser d’elles-mêmes (52, 53). A la pression choisie, la compression est arrêtée. En 
général, un temps de relaxation permet aux molécules de se réorganiser et une légère 
diminution de la pression est enregistrée.  Il existe deux types de transfert selon la nature 
du support. Pour un support hydrophile, le transfert est ascendant de façon que les têtes 
hydrophiles adhèrent au support. Inversement, un prélèvement descendant est réalisé avec 
un support hydrophobe, de manière à favoriser les interactions hydrophobes. La vitesse 
très faible de prélèvement est également un facteur important pour l’obtention d’un dépôt 
régulier (54).  
 Cette méthode permet de déposer une monocouche et / ou  une bicouche (Fig 
I.1.17). La monocouche est obtenue par un passage du support à travers le film 
monomoléculaire, tandis qu’une bicouche nécessite un deuxième passage dans le sens 
opposé. Dans certains cas, il est possible de déposer même une troisième couche de 
lipides. C’est un maximum. Si l’on tente de transférer une quatrième couche 
verticalement, la troisième couche est pelée et repart à l’interface. Les interactions 
lipides-substrat déjà recouvert deviennent trop faibles pour permettre le dépôt.  
 
Fig I.1.17.  Principe de formation d’une monocouche (à gauche) et d’une bicouche 
supportée (à droite) par la méthode de Langmuir-Blodgett. 
 
 Le principal intérêt de la méthode de transfert LB est de pouvoir contrôler les 
conditions opératoires avant et pendant le transfert, notamment la température, la 
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composition de la sous phase (pH, force ionique..), la nature des molécules amphiphiles 
étalées (pures ou mélangées), la vitesse de compression et le contrôle de pression. Au 
niveau du prélèvement, les paramètres essentiels sont la pression de transfert, la vitesse, la 
nature de l’état de surface du substrat. 
 
I.1.B.2-2.e. Transfert de Langmuir-Schaefer (LS) 
  
 Contrairement à l’opération de transfert de type Langmuir-Blodgett, le substrat est 
amené horizontalement, parallèlement à la surface, au contact de la monocouche (55) 
(Fig I.1.18).  A l’inverse de la méthode de LB, cette méthode est hors-équilibre donc 
irréversible et la qualité du dépôt est complètement indépendante de la pression du film 
lors du dépôt.  
 
Fig I.1.18. Principe de formation d’une bicouche par Langmuir-Schaefer. 
 
Ce type de transfert est utilisé pour la formation d’une quadricouche de molécules 
amphiphiles. Il est vrai que la formation d’une bicouche est possible par le transfert 
vertical de Langmuir-Blodgett, mais pour les phospholipides, de nombreux 
expérimentateurs forment la bicouche lipidique par un premier dépôt de monocouche type 
LB, et la deuxième monocouche est réalisée par le transfert Langmuir-Schaefer.  
 Le changement de phase dans un LB film est minutieusement observable par la 
microscopie à force atomique. La Fig I.1.19 montre les différentes phases en fonction de 
la nature lipidique, qui existent sur des LB films déposés sur mica. Lorsque la 
monocouche est formée d’une seule phase, une surface lisse et homogène est obtenue 
(Fig I.1.19-A et B). Les lignes présentes dans la Fig I.1.19- B (indiquées par les flèches), 
peuvent correspondre à la frontière entre plusieurs domaines de phospholipides en phase 
LC. En plus, la coexistence des 2 phases (LE+LC) est observable sur la Fig I.1.19- C  et 
la variation de hauteur est mesurée et est de l’ordre de 1 nm (Fig I.1.19- C). 
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Fig I.1.19. Images d’AFM de différentes monocouches lipidiques transférées par LB à 
une pression de surface de 32 mN/m. (A) POPC en phase LE, (B) DPPC en phase LC et 
(C) SM en phase LE+LC. (D) présente la variation de hauteur de la zone correspondant au 
trait sur la figure (C). (E) est une illustration de l’échantillon en dessous du levier de l’AFM, 
où  2 phases LE+LC coexistent sur monocouche supportée sur du mica. Barre d’échelle 
500 nm. Adapté de la référence (56). 
 
 En conclusion, ces modèles membranaires permettent de simplifier les approches 
en s’affranchissant le plus possible de la complexité de la membrane naturelle ; 
notamment  ils permettent de contrôler certains facteurs physico-chimiques telles que la 
composition lipidique et leur organisation (taille de vésicule ou pression de surface d’une 
monocouche…).   
 Chacun de ces modèles membranaires biomimétiques sera préférentiellement 
utilisé en fonction des objectifs recherchés pour la caractérisation d’interactions 
membrane-biomolécules. Le modèle liposome par exemple, convient parfaitement aux 
études visant à caractériser l’effet de la courbure membranaire sur les interactions 
protéine-lipides. Les modèles de membrane plane en cuve de Langmuir est adapté à 
l’étudie de l’effet du packing lipidique sur les interactions ou l’organisation d’une 
protéine avec la membrane.   
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Chapitre 2 – LES INTERACTIONS LIPIDES-PROTÉINES 
 
 
 Durant ces dernières années, il est devenu évident que de nombreuses fonctions 
essentielles des cellules vivantes sont assurées grâce à des interactions entre les 
membranes et les protéines. Comme conséquence, la recherche en divers domaines de la 
biochimie et de la biophysique a convergé sur l’étude de tous les processus associés à la 
membrane dans le but d’améliorer la compréhension de la dynamique et la 
structure des complexes protéines-lipides. Les travaux publiés sur les 
interactions protéines-lipides constituent une collection de différentes études, chacune 
utilisant une protéine bien précise avec des méthodes d’investigation variées. Dans ce 
chapitre, nous essayerons de présenter les exemples les plus représentatifs, en décrivant la 
structure et le repliement des protéines liées aux membranes, ainsi que les facteurs qui 
stabilisent leurs interactions. 
 Les interactions entre les protéines et la membrane stabilisent l’ensemble (par des 
liaisons hydrogènes, des interactions hydrophobes ou électrostatiques…) tout en 
conservant une dynamique interne, nécessaire à l’activité protéique. Or, les gradients de 
pH et de constante diélectrique influencent la stabilité conformationnelle des protéines.  
La force des liaisons hydrogène et les pK des résidus acides et basiques sont fonction de 
l’hydrophobicité du milieu. Rompre une liaison d’hydrogène ou changer l’état de 
protonation d’un résidu nécessite beaucoup plus d’énergie dans un milieu hydrophobe 
que dans un milieu hydrophile.  
 
I.2.A- Mode d’association protéines-membrane 
 
 Il existe différents classes de protéines membranaires selon leur localisation par 
rapport à la membrane. Les différents modes d’association de protéines dans une 
membrane biologique sont présentés dans la Fig I.2.1.  Nous distinguons les protéines 
membranaires intrinsèques (Fig I.2.1- a, b, c et d)  qui pénètrent la bicouche lipidique, et 
les protéines périphériques ou extrinsèques (Fig I.2.1- e, f, g et h) qui sont associées à la 
membrane et localisées à la surface. 
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Fig I.2.1. Représentation schématique des différentes modes d’association de 
protéines avec la membrane biologique. (a-d) représentent les protéines intrinsèques, et 
(e-h) les protéines extrinsèques. Adapté de la référence (1). 
 
I.2.A.1-  Les protéines membranaire ou intrinsèques  
 Elles sont insérées dans la membrane tout au long de leur vie biologique et ne sont 
pas solubles en milieu aqueux. Elles sont ainsi en interaction à la fois avec le cœur 
hydrophobe et les têtes polaires des lipides. Elles peuvent traverser la membrane de part 
et d’autre ou y être partiellement insérées. Comme la bicouche lipidique impose des 
contraintes environnementales, deux motifs structuraux peuvent traverser la membrane : 
les hélices α transmembranaires (Fig I.2.1- a et b) et les structures en tonneau β (Fig 
I.2.1- c). Les structures en hélices α constituent une large majorité des structures connues 
(57). Mais toute structure hélicoïdale n’est pas forcement transmembranaire car une 
hélice amphiphile (ayant des faces hydrophiles et d’autres hydrophobes en projection 
hélicoïdale) peut ancrer l’ensemble dans le plan de la membrane (Fig I.2.1- d), et établir 
des interactions électrostatiques avec l’interface et hydrophobes avec les chaînes acyles. 
Par contre, les protéines en tonneau β sont plus rares.  
 Les protéines intrinsèques ont pour fonction d’assurer le transport des nutriments 
ou des signaux de part et d’autre de la membrane cellulaire ; et présentent un rôle 
structural important. Il peut s’agir de canaux transmembranaires qui assurent l’entrée et la 
sortie d’électrolytes, de molécules d’eau, glucose, etc…ou bien de protéines qui assurent 
la transmission d’un signal chimique. 
 
I.2.A.2-  Les protéines extrinsèques  
  Contrairement aux protéines membranaires, les protéines extrinsèques se 
retrouvent à l’extérieur de la membrane cellulaire. Les protéines extrinsèques sont 
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constituées de domaines essentiellement en contact avec un milieu polaire : milieu aqueux 
extra ou intracellulaire. Elles seront donc plus ou moins repliées sur elles-mêmes autour 
d’un cœur hydrophobe. 
  Ces protéines sont associées a la surface de la membrane grâce à des interactions 
faibles de type électrostatique avec (i) les têtes polaires des lipides ou (ii) avec une 
portion hydrophile de protéine intégrale dépassant la bicouche (Fig I.2.1- g et h). 
D’autres protéines sont associées à un segment hydrophobe permettant leur insertion dans 
la partie hydrophobe des  bicouches (Fig I.2.1- e et f). Il s'agit le plus souvent 
d'associations covalentes avec un acide gras (myristique ou palmitique), un lipide 
(glycosylphosphatidyl-éthalanolamine : GPI) ou un résidu isoprényl (farsényl ou 
géranylgéranyl). Ces dernières sont appelées protéines à ancrage. Les protéines 
myristoylées, palmitoylées ou isoprénylées sont toujours en contact avec le milieu 
intracellulaire. Les liaisons à la membrane par myristoylation ou palmitoylation sont 
relativement faibles et les protéines peuvent dès lors participer facilement à des séquences 
dans lesquelles elles s'attachent et se détachent de la membrane suite à phosphorylation 
(58). Elles sont dès  lors  souvent impliquées dans des processus de signalisation 
cellulaire, d'adhésion et de reconnaissance cellulaire.  
 Certaines protéines transmembranaires possèdent aussi un ancrage lipidique sur un 
domaine cytosolique, ce qui augmente la stabilité de l’ensemble (Fig I.2.1- a). Ces 
protéines ont une fonction de soutien cellulaire et de transmission de message chimique.  
 
 Entre ces 2 types se trouvent les protéines amphitropiques, qui sont solubles dans 
le cytosol et peuvent pénétrer de manière transitoire la bicouche lipidique lorsque les 
conditions physico-chimiques du milieu sont favorables. C’est le cas de plusieurs toxines 
bactériennes et d’autres protéines eucaryotes lors de leurs activités biologiques.  
 
I.2.B- Effet des lipides sur la structure/fonction des protéines 
 
 La bicouche lipidique induit des contraintes physiques sur les  protéines 
membranaires ou en interaction avec elles. Elle limite le champ d’exploration 
conformationnel et les protéines se trouvent ainsi confinées dans un espace 
bidimensionnel (cas des protéines intrinsèques), et/ ou orientées d’une manière spécifique 
(cas des protéines extrinsèques). Cela engendre une structuration de la chaîne 
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polypeptidique en fonction de diverses interactions établies avec les lipides 
membranaires.  
En effet les lipides peuvent s’assimiler à un solvant en deux dimensions entourant 
les protéines membranaires intrinsèques. Ces lipides sont appelées lipides annulaires. 
Dans le cas où les lipides se trouvent entre des hélices α intra- ou inter-protéiques grâce à 
des interactions spécifiques, ils sont nommés lipides non-annulaires. Les interactions des 
phospholipides avec les protéines se font à différents niveaux. Les données de 
modélisation moléculaire montrent que les chaînes acyles peuvent avoir des interactions 
de type van der Waals avec certains acides aminés et que l’oxygène non estérifié du 
phosphate peut engager une liaison hydrogène avec le groupement amino-terminal de la 
protéine (59). D’autre part, la nature de la tête polaire des phospholipides a une influence 
sur son taux d’hydratation et donc son interaction avec la protéine. Par exemple les PC 
sont davantage hydratées que les PE, et ces derniers procurent de ce fait un 
environnement beaucoup plus favorable à l’activation de la rhodopsine (60). Cette 
protéine serait également en interaction directe avec le cholestérol (61). Beaucoup 
d’autres études de même nature ont permis alors de classer les facteurs lipidiques qui 
influent l’interaction protéines-lipides, et indirectement, la fonction protéique. Ces 
facteurs sont : 
 
I.2.B.1-  Les têtes polaires lipidiques 
 L’interface membranaire est une région importante de la bicouche dont le rôle est 
de moduler un grand nombre de réactions. La membrane contient divers lipides de natures 
différentes. Cette diversité chimique de l’interface membranaire offre des nombreuses 
possibilités d’interactions avec les polypeptides. Ces interactions dépendent de la taille et 
de la charge des groupements chimiques présents.  
 Cependant, la variation systématique des espèces lipidiques révèle que la fonction 
de certaines protéines est reliée à la présence (ou pas) de certains lipides bien précis. Le 
Tableau I.2.1. présente quelques exemples où l’activité de certaines protéines est régulée 
par la présence de lipides spécifiques.  
 Alors que la fonction de la plupart des protéines est régulée par la présence de 
lipides acides, d’autres protéines dépendent de la présence de certains lipides:  la protéine 
kinase C nécessite de la phosphatidylsérine (PS) (62), et le β-hydroxybutyrate 
déshydrogénase  nécessite de la phosphatidylcholine (PC) pour son activité (63). 
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Enzymes périphériques : 





















a les lipides stimulent une activité catalytique.  
Abréviations : PS, phosphatidylsérine ; PA, acide phosphatidique ; PG, phosphatidylglycérol ; PC, 
phosphatidylcholine ; PE, phosphatidyléthanolamine, CL, cardiolipine; PIP2, phosphatidylinositol 
biphosphate ; PIP, phosphatidylinositol monophosphate. 
 
Tableau I.2.1.  Exemples de protéines dont les fonctions sont régulées par les têtes 
polaires des lipides. Adapté de la référence (75). 
 
  
 Un autre exemple concerne le récepteur de l’insuline. C’est une protéine 
transmembranaire avec une activité tyrosine kinase. Cette activité est augmentée en 
ajoutant du diacylglycérol, alors que la présence d’acide phosphatidique inhibe son 
activité (68). 
 L’interaction avec des lipides spécifiques constitue un mécanisme d’amélioration 
et de contrôle de la fonction protéique d’une part (par exemple en modulant l’activité des 
enzymes) et de la structure membranaire d’autre part (en régulant par exemple les 
interactions avec les protéines du cytosquelette). Si les concentrations des lipides 
fluctuent à cause de stimulations externes, une régulation à court terme est possible. Par 
exemple, plusieurs espèces lipidiques sont métabolisées en réponse aux changements 
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environnementaux de la cellule, et présentent un impact crucial sur la modulation des 
fonctions protéiques impliquées dans le transfert et le traitement d’informations.   
 
 
I.2.B.2-  Les propriétés physiques de la membrane 
 
 Les propriétés physiques de la membrane résultent de sa composition lipidique. 
Les principales propriétés qui influencent l’interaction protéines-lipides sont l’épaisseur, 
la fluidité et la courbure de la bicouche. 
 
I.2.B.2-1. L’épaisseur de la bicouche lipidique  
 L’épaisseur du cœur hydrophobe de la bicouche lipidique constitue une propriété 
importante pour les protéines en interaction avec la membrane, et plus précisément, pour 
les protéines transmembranaires. L’épaisseur de la partie hydrophobe de la membrane est 
généralement compatible avec l’épaisseur de la protéine intégrée dans la bicouche, dans 
le but d’éviter l’exposition à l’eau des chaînes acyles ou les acides aminés hydrophobes à 
l’eau. Si ce n’est pas le cas et que l’épaisseur de la partie hydrophobe n’est pas respectée 
entre bicouche et protéine, une déformation (distorsion) de la bicouche et/ou de la 
protéine aura lieu dans le but de minimiser ce décalage d’épaisseur. Un décalage 
important d’épaisseur de la partie hydrophobe peut engendrer une exclusion de la protéine 
de la membrane (76). Dans la plupart des cas, c’est la bicouche qui s’adapte et ajuste son 
épaisseur hydrophobe et un recrutement de lipides spécifique (lipides annulaires) 
s’effectue autour de la partie hydrophobe de la protéine (77-79). Ce sont les chaînes 
lipidiques qui s’étirent pour offrir une bicouche plus épaisse, ou bien qui se compriment 
et forment une bicouche plus fine, permettant ainsi une adaptation à l’épaisseur de la 
partie hydrophobe de la protéine (Fig I.2.2).  Par exemple, des mesures d’activités de la 
Ca2+-ATPase et de la diacylglycérol kinase ont montré une dépendance de leurs activités 
enzymatiques en fonction de la longueur des chaînes carbonées (80, 81).  
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Fig I.2.2. Illustration de l’ajustement de l’épaisseur hydrophobe de la bicouche. (A) dp 
et dI correspondent respectivement aux longueurs intrinsèques des segments hydrophobes 
de la protéine membranaire et de la bicouche. (B) est une représentation schématique des 
volumes occupés par les lipides dans chacun des cas. Un étirement de la bicouche est 
observé lorsque dp>dI et l’aire moléculaire diminue à proximité de la protéine 
(respectivement A et B à gauche). Inversement, lorsque dp<dI la bicouche se compresse et 




 Toutefois, si la distorsion lipidique n’est pas suffisante, la protéine peut être 
capable de flexibilité, via des changements d’orientation et de compaction structurale.  
  
I.2.B.2-2. La viscosité membranaire  
 
 La plupart des protéines subissent des changements conformationnels importants 
avec pour conséquence une adaptation de leur fonction. Le changement conformationnel, 
et donc fonctionnel, d’une protéine est dépendant de la viscosité de la bicouche lipidique. 
Dans un milieu visqueux, les forces de friction s’opposent aux mouvements et l’activité 
de nombreuses protéines membranaires est modulée par l’état de fluidité de la membrane. 
L’activité enzymatique de Ca2+-ATPase par exemple est perdue dans une phase visqueuse 
de type gel. C’est souvent le cas chez les enzymes intrinsèques (82).   
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 Cependant, cela n’est pas forcement le cas avec les protéines périphériques. 
L’interaction de la protéine avec la membrane peut être plus favorable avec des domaines 
membranaires en phase gel qu’en phase liquide. La (Fig I.2.3) montre l’interaction de la 
protéine périphérique BIAP (la phosphatase alcaline intestinale) avec une bicouche 
supportée de DOPC/DPPC obtenue par AFM. Cette bicouche présente deux différentes 
phases lipidiques : une phase gel et une phase fluide (Fig I.2.3-a). Lorsqu’on ajoute la 
protéine dans le milieu et après 45 minutes d’incubation, elle est plutôt présente sur la 
frontière des deux phases (Fig I.2.3-b) (indiqué par les flèches). Après 90 minutes 
d’incubation, BIAP se trouve préférentiellement dans la phase lipidique ordonnée (gel) de 
la membrane (Fig I.2.3-b) (83, 84).  
 
Fig I.2.3.  Images AFM montrant l’interaction de BIAP avec une bicouche lipidique 
supportée de DOPC/DPPC. (a) La bicouche lipidique supportée contenant deux phases 
différentes : une phase fluide (désordonnée) et une phase gel (ordonnée). (b) Insertion de 
BIAP (après 45 minutes d’incubation) sur la frontière des deux phases (indiqué par les 
flèches). (c) Après 90 minutes d’incubation, toutes les protéines sont présentes dans la 
phase gel. Barre d’échelle 1 μm. Adapté de (83). 
 
  En conclusion, des compositions lipidiques et des températures différentes ont 
donc un effet non négligeable sur l’activité et les changements conformationnels d’une 
protéine membranaire. 
I.2.B.2-3. La courbure  membranaire  
 
 Selon la composition de la bicouche, certaines membranes privilégient un 
assemblage non lamellaire (85). La présence de ces lipides dans la membrane engendre la 
formation de courbures. La structure finale d’une bicouche n’est que la résultante des 
forces attractives et répulsives (Fig I.2.4). Pour qu’une monocouche lipidique reste plane 
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(courbure nulle), l’ensemble de ces forces doit être en équilibre sur toute l’étendue de la 
monocouche. 
 





Fig I.2.4.  Différentes courbures adoptées par les couches lipidiques. La nature des 
lipides et les forces attractives et/ou répulsives entre les molécules induisent une courbure 
négative, positive ou nulle. Le schéma du haut montre les pressions latérales et tensions 
s’exerçant dans une monocouche. Fc : force agissant au niveau des chaînes acyles. Ces 
forces sont dues à l’agitation thermique et sont répulsives. Les interactions de Van der 
Waals sont par contre attractives entre les chaînes hydrocarbonées. Fγ : tension interfaciale 
qui tend à minimiser l’aire moléculaire. Fh : pression latérale s’exerçant dans la région des 
têtes polaires, due essentiellement à des interactions électrostatiques attractives ou 
répulsives. Les flèches indiquent la direction conventionnelle de l’observation pour définir 
une courbure positive ou négative.  Adapté de la référence (60). 
 
 
 Dans le cas des cellules musculaires, les mouvements consécutifs à la contraction 
et relaxation des sarcomères engendrent des modifications morphologiques et des forces 
latérales sur le sarcolemme. Les membranes biologiques présentent des degrés 
d’extensibilité ou de compressibilité faibles, et non compatibles avec l’ampleur des 
changements de longueur des fibres musculaires. Des invaginations ou « réservoirs 
membranaires » se forment au cours de ces cycles mécaniques (Fig I.2.5.). Certaines 
parties du sarcolemme présentent une courbure nulle ou faible lorsque le muscle est au 
repos (état relaxé); mais lorsqu’une contraction a lieu, des zones d’invaginations 
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membranaires (= réservoirs membranaires ou blebs) se forment et les membranes 









Fig I.2.5. Coupe longitudinale de fibres musculaires en deux états différents, 
observées par microscopie électronique: état relaxé (en haut, image × 67000) et 
contracté (en bas, image × 49000). Le sarcolemme présente ainsi une courbure différente 
en fonction de son état et localement des blebs jouent le rôle de réservoirs membranaires. 
Z et M représentent les stries Z et M du sarcomère (seront décrites ultérieurement). Adapté 
de la référence (86).  
 
 
 L’étude de l’influence de la courbure membranaire est réalisée principalement in 
vitro sur le modèle liposome, avec des vésicules de différentes tailles (SUVs et LUVs). 
Ces modèles sont particulièrement favorables à l’analyse d’interactions avec des protéines 
solubles (87-89). Le rayon de courbure varie avec la taille des vésicules. Un faible rayon 
de courbure (cas de SUV) affecte la distribution des lipides entre les deux feuillets de la 
bicouche. La forte contrainte mécanique existant sur le feuillet externe, écarte les têtes 
polaires et entraîne une plus grande exposition au solvant des chaînes acyles. Les lipides 
exercent alors une faible pression latérale sur les protéines liées à la membrane (90). Ces 
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deux effets favorisent les interactions hydrophobes entre protéines solubles et le feuillet 
externe de SUV (91). 
 
I.2.C- Protéine et courbure membranaire : influence mutuelle ? 
  
 La membrane qui délimite l’appareil de Golgi ou d’autres organelles de transport 
est sans cesse remodelée par des protéines venant du cytosol. Ainsi, les manteaux 
protéiques agissent comme moules mécaniques pour déformer les membranes et donner 
naissance à des vésicules de transport. Ainsi, certaines protéines sont capables de «sentir» 
l’état des membranes et ainsi d’ajuster leur activité. C’est ainsi qu’un motif ALPS 
(ArfGAP1 Lipid Packing Sensor : une courte région formé par les résidus 192 - 257 de la 
protéine «ADP-ribosylation factor GTPase-activating protein 1» -ArfGAP1- (92)) permet 
à une corde moléculaire de capturer à son extrémité une petite vésicule ; ou qu’un autre 
motif du même type permet de programmer le désassemblage du manteau protéique COPI 
(ou coat protein qui intervient dans les mécanismes du trafic membranaire) en fonction de 
la courbure membranaire induite (93). 
  
 Différentes stratégies de détection de la courbure membranaire existent dans la 
cellule et sont présentées dans la Fig I.2.5.  Certaines détections sont basées sur la 
géométrie : la protéine présente une surface concave riche en résiduels cationiques, et 
donc interagit préférentiellement avec des couches de lipides membranaires convexes et 
anioniques (94).  
  
 La Fig I.2.5-a montre les différentes formes de la protéine BAR (Bin–
Amphiphysin–Rvs domain). Les domaines BAR se trouvent chez des protéines capables 
de lier et de remodeler la membrane, participant ainsi à des processus de dynamique du 
cytosquelette (95). Les protéines BAR présentent une structure coiled-coil dimérique en 
arc de 20nm de longueur (94, 96).  Différents types protéiques existent, en fonction de la 
forme géométrique. On distingue le domaine BAR de référence qui est adapté pour les 
membranes à forte courbure positive, alors que les deux autres domaines F-BAR et I-
BAR sont plus adaptés aux membranes à faible courbure ou même ayant une courbure 
négative (97).  
 
PARTIE I : INTRODUCTION BIBLIOGRAPHIQUE 
Chapitre 2- Les interactions lipides-protéines 
 
 46
 Cependant, des études concernant la dimérisation de BAR montrent qu’un 
domaine en dimère est présent sur les membranes à forte courbure. D’autre part, le taux 
basal de dimérisation de BAR est faible et beaucoup de domaines se trouvent dans un état 
monomérique dans le cytosol (98). La présence des membranes à forte courbure semble 
diminuer la concentration critique à partir de laquelle l’oligomère se forme (99), ceci 
ayant pour conséquence une augmentation de l’oligomérisation  (Fig I.2.5-b) (cas de BAR, 
c’est la dimérisation). La dimérisation est ainsi plus efficace sur les membranes à forte 
courbure qu’en solution, et par conséquent, cette dimérisation est capable de renforcer 
l’interaction de BAR avec la membrane. 
 
 Dans ce même contexte, la dynamine est une GTPase qui interagit avec les 
inositols des lipides et forme des oligomères hélicoïdaux à des concentrations élevées.  
Roux et al.(99) ont montré que la présence des fortes courbures membranaires permet la 
polymérisation de la dynamine même à des faibles concentrations (440 nM). Si la 
dynamine déforme les membranes à des grandes concentrations sa propre polymérisation 
peut être contrôlée par la courbure membranaire à des faibles concentrations.  
 
 Les motifs ALPS constituent un autre exemple illustrant la détection protéique de 
la courbure membranaire. Ce sont des petites séquences souples de 20 à 40 acides aminés 
qui présentent une structure intrinsèquement désordonnée. Ces motifs, pauvres en résidus 
chargés (100, 101), restent solubles en solution lorsqu’ils sont mis en contact avec des 
LUVs formés de lipides en formes cylindriques. Par contre, et en présence de SUVs, ces 
motifs s’adsorbent fortement à la membrane, et se structurent en hélice α (Fig I.2.5-c). 
Cependant, certains motifs sont capables d’interagir avec des LUVs si ces vésicules sont 
constituées par des lipides de forme coniques. D’autre part, l’interaction de ArfGAP1 
(l’archétype de la famille ALPS) avec les vésicules augmente fortement lorsque la taille 
des têtes polaires lipidiques diminue,  et / ou lorsque le nombre des chaînes acyles 
monoinsaturés augmente (102, 103). 
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Fig I.2.5. Mécanismes de détection de la courbure membranaire. (a) Les différents 
domaines de BAR en dimère. Chacune est sensible à une courbure membranaire 
différente. (b)  Illustration d’un exemple où la présence de la courbure membranaire 
diminue la concentration critique de l’oligomère, et favorise l’oligomérisation. (c) Le motif 
ALPS présente une structure intrinsèquement désordonnée, et n’adapte une structure 




 En conclusion, lors de l’interaction d’une protéine avec la membrane, un grand 
nombre de facteurs entrent en jeu. Si pour certaines protéines, le pH et la charge globale 
de la membrane sont des facteurs prépondérants dans l’interaction avec la bicouche 
lipidique, cette interaction peut être également modulée par la courbure membranaire. 
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Dans cette deuxième partie, nous présenterons les différentes études réalisées sur 
des fragments de la dystrophine humaine. Cette partie sera divisée en cinq différents 
chapitres : 
 
Le Chapitre 1 est une introduction générale sur la dystrophine et son implication 
dans les pathologies musculaires. Ensuite, nous présenterons l’état de l’art sur les 
différentes études biophysiques et biochimiques réalisées dans le but de déterminer les 
interactions entre la dystrophine et ses partenaires, et nous terminerons par les différentes 
thérapies envisagées. 
 
Le Chapitre 2 présentera les résultats obtenu sur deux fragments distincts de la 
dystrophine : DYS R1-3 et DYS R20-24  et leurs comportements en présence de 
monocouches lipidiques comme modèles membranaires.  
 
 Le Chapitre 3 et le Chapitre 4 seront consacrés à notre travail sur un fragment 
original de la dystrophine : DYS R11-15.   
Dans un premier temps (Chapitre 3), nous montrerons l’interaction de ce fragment 
avec différents modèles de lipides membranaires : liposomes, monocouches et bicouches. 
Nous discuterons ainsi de l’effet de la courbure membranaire et du “packing” lipidique 
sur le comportement de la protéine DYS R11-15.  
Dans un second temps (Chapitre 4), nous nous intéresserons au comportement de 
DYS R11-15, en présence de deux de ses partenaires identifiés : la membrane lipidique 
d’une part, et les filaments d’actine du cytosquelette d’autre part. Une introduction sur les 
filaments d’actine du cytosquelette sera présentée, suivie par une description du dispositif 
expérimental utilisé et les différents résultats obtenus. 
 
Le dernier chapitre (Chapitre 5) sera consacré à une discussion générale des 
résultats  présentés dans cette partie, suivie d’une conclusion et de la présentation des 
perspectives ouvertes par notre travail.  
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Chapitre 1 – Introduction : dystrophine et maladies associées 
 
 
Depuis l’aube de l’humanité, le muscle symbolise la force. La statue du héros grec 
Hercule Farnèse, sculptée par Glycon d’Athènes au IIIe siècle après. J.-C., témoigne de 
cette pensée. Après la mythologie, la myologie a ouvert ce concept en attribuant 
également aux muscles des fonctions de motricité et de thermogenèse. L’ensemble de ces 
fonctions est attribué aux cycles de contraction-relaxation musculaire. 
La contraction des muscles permet d'accomplir les mouvements permettant, par 
exemple, de s'asseoir, de marcher ou de saisir un objet. Même les modifications infimes 
de l'expression du visage font appel à un ajustement délicat des muscles faciaux. Au cours 
de ces mouvements, il est possible qu’un traumatisme mécanique ait lieu, à cause des 
troubles de contraction ou d’un mouvement brusque générateur par exemple de claquages 
ou de déchirures musculaires 
 Des troubles musculaires d’origine génétique sont également observés. Parmi 
ceux-ci figurent les myopathies. Elles se caractérisent par une atrophie des tissus 
musculaires, produite par une dégénération progressive de ces mêmes tissus. Les 
dystrophies sont des myopathies génétiques dont l’origine symptomatique est le plus 
souvent liée à une mutation du gène codant pour une protéine sarcoplasmique appelée 
dystrophine (1). Une des plus graves manifestations en rapport avec un déficit de 
la dystrophine est la dystrophie musculaire de Duchenne (DMD). 
  
II.1.A. Dystrophine et Myopathie 
 
II.1.A.1.  Historique 
 
 Au début du XIXème siècle, les premières descriptions de cas pouvant 
s’apparenter à la DMD ont été répertoriées (2). Plusieurs chercheurs notamment Charles 
Bell (1774-1842), Gaetano Conte (1798-1858), Richard Partridge (1805-1873) et William 
John Little contribuèrent à dresser le tableau pathologique de ce qui allait devenir la 
DMD. Cette dystrophie doit son nom à Guillaume Benjamin Amand Duchenne. Ce 
physiologiste français (1806-1875), fit en 1861 la description détaillée d’un patient (2) 
atteint de dystrophie dans un feuillet intitulé « De l’électrisation localisée et de son
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application à la pathologie et à la thérapeutique ». Cependant la paternité de la DMD reste 
controversée, puisque quelques années auparavant (1851-1852) l’anglais Edward Meryon 
(1807-1880) fit la description de plusieurs cas identiques à celui décrit par Guillaume 
Duchenne (3). Edward Meryon attribua les causes de la maladie à une carence en 
éléments nutritionnels (2). Quant à G. Duchenne, il pensa tout d’abord que la maladie 
avait une origine cérébrale «Paraplégie hypertrophique de l’enfance d’origine cérébrale». 
En 1868, des études histologiques permirent à G. Duchenne de conclure à une origine 
musculaire de la maladie : «paralysie musculaire pseudo-hypertrophique ou paralysie 
myo-sclérosique» (4). Il associa la pseudo-hypertrophie musculaire à l’invasion du tissu 
musculaire par du tissu conjonctif et adipeux. Il remarqua plus tard, que des séances 
d’hydrothérapie et de massothérapie suivies par des stimulations électriques pouvaient 
améliorer la condition des patients dans les phases précoces du développement de la 
maladie (4). C’est ainsi que G. Duchenne laissa son nom à la DMD en se différenciant de 
E. Meryon par une étude étiologique plus approfondie et en présentant une première 
approche thérapeutique.   
 
II.1.A.2.  Étiologie 
 
 En 1886, William Richard Gowers (1845-1915) remarqua des cas sans antécédent 
familial, appelés cas isolés de DMD, dont la fréquence est toutefois moins élevée que 
celle des cas avec antécédents. D’autre part, il constata que pour les familles touchées, les 
cas déclarés étaient toujours du côté maternel. Au début des années 1980, deux équipes de 
recherche démontrèrent que les patients touchés par la DMD avaient des altérations 
(translocation ou délétion) dans le chromosome X. Les erreurs chromosomiques 
survenaient à chaque fois dans la bande 1 de la région 2 du bras court (noté Xp21) (5, 6). 
Parallèlement, une autre équipe de recherche remarqua la présence des polymorphismes 
de séquence d’ADN (acide désoxyribonucléique) dans la région Xp21 au sein des 
familles où la DMD survenait. Par conséquent, des patients ne présentant aucune délétion 
ou translocation chromosomique pouvaient être touchés par la DMD (7). Kunkel et 
Monaco isolèrent un ARN messager (ARNm) correspondant à un gène, de la région Xp21 
de patients atteints de DMD, où des délétions y étaient fréquentes (8, 9). Cet ARNm isolé 
avait une taille de 14 kilobases (kb). La séquence nucléotidique correspondante permet de 
découvrir la dystrophine, protéine qui était encore inconnue (10). Ainsi, la DMD se 
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définit comme étant une maladie génétique héréditaire récessive conduisant à l’altération 
du chromosome X dans la région Xp21. Cette altération engendre une absence 




II.1.A.3.  Gène et mutations 
 
 Le gène de la dystrophine est un des plus gros gènes connus avec une taille de 2,4 
mégabases (Mb) d’ADN, soit environ 1% de l’ADN du chromosome X (12). Ce gène est 
localisé en Xp21 (8). 90% du gène est composé d’introns. La séquence codante est 
composée de 79 exons séparés par des introns de 200 kb (Fig II.1.1-A). Seulement 0,6% du 
gène code pour l’ARNm de la dystrophine (13). Ainsi, l’ARNm total ne fait que 14 kb 
(11), ce qui ne représente que 0,6% de la séquence génomique. Ceci est dû au fait que ce 
gène comporte d’énormes introns, tel l’intron 44 dont la taille est de plus de 170kb (14). 
 
 Diverses mutations peuvent survenir dans le gène de la dystrophine et induire une 
DMD. Des mutations par délétions ou duplications touchent de larges segments 
génomiques alors que des mutations ponctuelles ou micro-délétions touchent de plus 
petits fragments (13). Plus de 60 à 70% des cas de DMD sont associés aux mutations 
impliquant de grandes portions d’ADN, et le reste des cas étant imputable aux autres 
mutations (13). Enfin, il ne semble pas exister de corrélation entre la taille de la mutation 
et la sévérité de la maladie (15). Cependant, les mutations modifiant le cadre de lecture de 
l’ADN conduisent à une synthèse protéique partielle. Ainsi, la partie carboxy-terminale 
de la dystrophine est souvent manquante chez les patients atteints de DMD, la protéine 
obtenue est instable et dégradée (15, 16). 
 
 
II.1.A.4.  La dystrophine 
 
 La dystrophine est une protéine qui représente 2% des protéines sarcoplasmiques 
du muscle (17). La présence de plusieurs promoteurs ainsi que l’épissage alternatif des 
pré-ARNm conduisent à la production de plusieurs isoformes de dystrophine. L’isoforme 
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prédominante se retrouve dans le muscle squelettique et cardiaque. C’est une protéine de 
427 kDa contenant 3685 acides aminés (1, 18). La séquence protéique de la dystrophine 
est relativement bien conservée entre différentes espèces telles que l’homme, les rongeurs 
et les oiseuax (13). Cette protéine peut être divisée en quatre domaines (Fig II.1.1-B):   
1. Le domaine amino terminal (N-ter), formé par les premiers 240 acides 
aminés (16) est constitué de 2 domaines type CH « Calponin Homolgy 
actin binding domain » capable de lier les filaments d’actine du 
cytosquelette musculaire et non musculaire(19, 20). De ce fait, la 
dystrophine et l’actine sont liées (21), et la partie N-ter est couramment 
nommée ABD1 (Actin Binding Domain 1).  
 
2.  La seconde portion de la protéine, la plus longue, compte 2705 acides 
aminés, et est constituée de 24 répétitions homologues à la spectrine 
d’environ 109 acides aminés chacune. Les régions charnières flexibles 
(H1-H4) ou "hinges"  ont des séquences riches en résidus proline qui 
interrompent cette région nommée "rod" domaine ou région centrale  (1, 
22) et confèreraient un certain degré de flexibilité à la protéine. Cette idée 
de structuration a découlé de l’analyse des séquences primaires des 
répétitions de type spectrine (23). Un domaine possédant une séquence 
consensus d’interaction protéique entourée de résidus tryptophane, appelé 
domaine WW, est présent au niveau de la quatrième charnière, entre le 
domaine central et le domaine riche en cystéine (24). Les répétitions 11 à 
15 constituent une entité liant l’actine du cytosquelette (Actin Binding 
Domain 2) (25). 
 
3.  Le troisième domaine dit « riche en cystéine » est formé de 280 acides 
aminés, dont 15 résidus cystéine qui pourraient former un site de fixation 
pour les cations divalents. On distingue le domaine ZZ qui est un site 
potentiel de fixation du zinc  (26), et deux sites potentiels de liaison au 
calcium : EF1 et EF2 (27). L’ensemble de ces trois domaines associés au 
domaine WW de l’extrémité du domaine central constitue une région de la 
dystrophine se liant au β-dystroglycane, protéine transmembranaire de 43 
kDa, appartenant au complexe protéique dystroglycane. Ce domaine 
PARTIE II : LA DYSTROPHINE, SES PARTENAIRES, SA FONCTION BIOLOGIQUE 
Chapitre 1- Introduction : dystrophine et maladies associées 
 
 55
affiche, pour une séquence de 142 acides aminés, une homologie de 24% 
avec la partie C-terminale de l’α-actinine (1). 
 
4.  Enfin la quatrième partie de la protéine, composée de 420 acides aminés, 
présente une forte homologie avec un domaine de l‘utrophine, une protéine 
encodée sur le chromosome 6 qui est de la même famille que la 
dystrophine (28, 29). Cette partie C-terminale est le siège d’interactions 
avec d’autres protéines sous sarcolemmales que sont la dystrobrévine et les 
syntrophines.  
 
Fig II.1.1.  Illustration des 79 exons du gène de la dystrophine en (A) et des 4 différents 
domaines protéiques (B). H1-4 correspond aux 4 charnières ; Rn répétition de type spectrine, 
ABD actin binding domain, DGC Complexe dystroglycane. DYS 1-3, DYS R11-15 et DYS R20-24 
sont les différents fragments du domaine central étudiés dans cette thèse. Adapté de la 
base de données http://edystrophin.genouest.org. 
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La région riche en cystéine et la partie C-terminale contiennent des domaines de 
liaison avec le complexe dystroglycane (DGC) (30). Ces sites de liaison comprennent le 
domaine WW (24), le domaine ZZ  et les domaine EF 1 et 2, qui sont localisés dans la 
région riche en cystéines, et le domaine C-terminal.  En outre, cette partie de la molécule 
peut à la fois lier la membrane plasmique via le β-dystroglcane et le cytosquelette via des 
interactions avec des protéines cytosquelettiques. Les différentes interactions entre la 
dystrophine et son environnement seront détaillées plus tard dans ce chapitre. 
 
 La dystrophine a été retrouvée dans les muscles, le cortex, la rétine et les cellules 
de Purkinje (31). Une grande partie de la dystrophine exprimée dans le tissu musculaire 
s’accumule sur la face cytoplasmique du sarcolemme avec une distribution assez 
homogène qui suit la striation des fibres (32, 33) (Fig II.1.2). Son expression est encore 
plus marquée aux jonctions myotendineuses et neuromusculaires (32, 34-36).  
 
 
Fig II.1.2.  Immunolocalisation de la dystrophine (à droite) et du β-Dystroglycanne 
dans les cellules musculaires. Une distribution sur la face cytoplasmique du sarcolemme 
est observée. Ces deux protéines sont préférentiellement localisées au niveau des Stries Z  
des fibrilles périphériques. 
 
II.1.A.5. Les différentes isoformes et leurs expressions tissulaires 
 
 Le gène de la dystrophine est à l’origine de protéines de différentes longueurs, 
ceci grâce à trois mécanismes: (i) l’activation de promoteurs alternatifs, représentés dans 
la (Fig II.1.3), ci-contre ; (ii) des phénomènes d’épissage alternatif ; et (iii) des sites de 
terminaison de la transcription (site de polyadénylation) alternatifs. 
Outre leurs différentes tailles, ces protéines présentent une expression spatio-
temporelle variable et sont exprimées dans différents types cellulaires. On utilise 
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l’abréviation Dp pour “dystrophin protein”, suivie du poids moléculaire de la protéine et 
éventuellement d’une lettre pour préciser son expression tissulaire principale (Fig II.1.4). 
 
 
Fig II.1.3.  Illustration des promoteurs alternatifs du gène de la dystrophine. La 
présence de plusieurs promoteurs donne naissance à des isoformes de tailles différentes. 
Leurs expressions tissulaires seront décrites ci-dessous. 
 
a) Isoformes longues 
 
 Le gène de la dystrophine code pour quatre isoformes longues de 427kDa, 
exprimées dans différents tissus grâce à des promoteurs spécifiques. Ces isoformes ont un 
promoteur et un premier exon spécifique, mais partagent tout le reste de la séquence à 
partir de l’exon 2 (37). 
•  La forme appelée Dp427m est exprimée dans les muscles squelettiques et 
les cellules du muscle cardiaque, ainsi que dans certaines cellules gliales 
du cerveau (38). 
 
•  La forme appelée Dp427l a été trouvée dans les cellules lymphoblastoïdes 
(39). Cependant, des données récentes indiquent que l’expression 
constitutive de cette forme de dystrophine est très improbable car le 
promoteur a été détecté quelques 4Mb en amont de l’exon 2 de la 
dystrophine, et le temps de transcription d’un tel pré-ARNm est estimé à 2 
jours (40).  
 
•  La forme appelée Dp427c est exprimée dans les neurones du cortex et 
dans l’hippocampe (41). Son promoteur est situé environ 130kb en amont 
de celui de la forme musculaire Dp427m (42). 
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•  La forme appelée Dp427p est exprimée dans les cellules de Purkinje, des 
neurones (43), mais aussi dans le reste du cortex, les muscles squelettiques 
et, à un taux moins élevé, dans le tissu musculaire cardiaque (44). 
 
 
b) Isoformes courtes 
 
 En plus de ces formes longues, il existe 4 formes plus courtes dues à la présence 
de promoteurs internes. 
•  Dp260 est une forme courte exprimée principalement dans la rétine mais 
aussi dans le cerveau et le muscle cardiaque (45, 46). Son absence serait 
responsable du défaut de vision nocturne observé chez les garçons DMD.  
 
•   Dp140 est exprimée dans tout le système nerveux central et le rein, mais 
dans aucun tissu musculaire (47). Cette isoforme a été impliquée dans le 
développement des reins (48). 
 
•   Dp116 est exprimée dans les cellules de Schwann (49). 
 
•   Dp71 est exprimée de façon ubiquitaire dans beaucoup de tissus non 
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Fig II.1.4. Les principales isoformes de la dystrophine. En (A) est présenté le 
chromosome X et l’organisation génomique du gène de la dystrophine. Les barres 
verticales représentent les 79 exons. Les flèches indiquent les différents promoteurs ; en 
particulier du cerveau (B), muscle (M), des cellules de Purkinje (P), de la rétine (R), des 
cellules de Schwann (S) et du promoteur général Dp 71 (G). En (B) sont présentés les 
différents isoformes de la protéine. Adapté de la référence (51). 
 
 En plus des différents promoteurs, il existe des phénomènes d’épissage alternatif 
et un site interne de poly adénylation. Ceci peut générer à de nombreuses variantes des 




 La myopathie de Duchenne 
 
 C’est une des formes de dystrophies la plus fréquente avec une prévalence 
d’environ 1 garçon sur 3500 nouveau-nés (53). C’est une maladie génétique à 
transmission récessive qui se caractérise par  l’absence de dystrophine fonctionnelle dans 
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les muscles (et du complexe protéique qui lui est associé). Cette myopathie ne concerne 
que les garçons (qui sont encore appelés garçons DMD) car le gène de la dystrophine se 
situe sur le chromosome X et le mode de transmission est récessif. L’X porteur est 
transmis par la mère et s’exprime pleinement chez les garçons qui sont XY, alors que les 
filles sont dites porteuses asymptomatiques puisqu’elles ont un X porteur et un X sain. 
Cependant, il existe quelques rares cas de myopathie symptomatique chez des femmes 
porteuses. Ceci peut s’expliquer par l’inactivation aléatoire d’un des deux chromosomes 
X. Il est donc possible qu’une partie des cellules somatiques exprime l’X porteur alors 
que l’autre partie exprime l’X sain. La plupart des cas de myopathie chez les femmes sont 
asymétriques et moins marqués que chez les hommes car seulement une partie des 
muscles est touchée, les tissus où l’X porteur est exprimé (54). Dans de très rares cas, l’X 
porteur du gène déficient est le seul présent. C’est le cas des femmes atteintes du 
syndrome de Turner dont le caryotype est 45, X0.  
 En France, la myopathie de Duchenne est classée comme maladie orpheline. 
Environ les 2/3 des mutations sont héritées, le tiers restant étant des néo-mutations  (55). 
La majorité des mutations sont des délétions (entre 60 et 65%), 6% sont des duplications 
et le reste des mutations ponctuelles. 
 
Les premiers signes de la maladie sont observés lorsque les enfants apprennent à 
marcher ; bien que des lésions histologiques soient déjà décelables pendant la période  
anténatale, et que le taux de créatine kinase, une enzyme musculaire dont la présence dans 
le sang indique une lésion musculaire, soit élevée dans le sang dès la naissance (56).  
 
Les garçons atteints de la myopathie de Duchenne ont souvent un retard 
d’apprentissage de la marche et ne courent jamais. On peut observer une hypertrophie des 
mollets et parfois des muscles proximaux de la jambe. Les chutes sont fréquentes, et 
généralement vers l’âge de 10 ou 12 ans, les garçons doivent se déplacer en fauteuil 
roulant. Des troubles respiratoires se manifestent. Une assistance respiratoire est alors 
nécessaire chez ces patients. Ces atteintes physiques sont parfois accompagnées de 
troubles d’ordre mental. Ceux-ci peuvent être légers comme une difficulté d’abstraction et 
de raisonnement, mais ils peuvent aller jusqu’au pseudo-autisme (57). 
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 La myopathie de Becker 
 
En 1955, Becker et Kiener ont identifié la myopathie dite de Becker (58). Elle est 
caractérisée par les mêmes symptômes que la myopathie de Duchenne, mais débute plus 
tardivement avec des symptômes moins prononcés. Elle est due à des mutations dans le 
gène de la dystrophine, principalement des délétions dans les exons 45 à 49, sans 
décalage du cadre de lecture. Une protéine tronquée de sa partie médiane est alors 
exprimée, les deux domaines amino et carboxy terminaux restant présents. Son incidence 
est 10 fois moins grande que celle de la myopathie de Duchenne car les mutations 
responsables sont beaucoup plus localisées (59). Les garçons atteints par la maladie de 
Becker peuvent donner une descendance, et donc la plupart des mutations sont héritées 
(90%) (59). 
L’apparition des symptômes se fait beaucoup plus tard que chez les garçons DMD 
et est plus étalée dans le temps. Les problèmes moteurs apparaissent en moyenne vers 12 
ans et bien souvent les personnes peuvent se déplacer de façon autonome jusqu’à leur 
quatrième décade (59). 
  
 Les mutations affectant le gène de la dystrophine et conduisant à une myopathie 
de Duchenne ou de Becker sont principalement des délétions. Elles sont présentées Fig 
II.1.5. 
  Les délétions induisant des myopathies de Duchenne sont représentées par des 
barres bleues. Elles sont variées et couvrent une grande partie du gène de la dystrophine. 
Ce sont des  délétions qui décalent le cadre de lecture. La forme longue musculaire de la 
dystrophine n’est pas produite. Ces délétions affectent parfois l’expression d’autres 
formes de la dystrophine. 
  Dans le cas de la myopathie de Becker, les délétions sont souvent observées entre 
les exons 45 et 49 et ne produisent pas de décalage du cadre de lecture. Ainsi, des formes 
tronquées des isoformes longues sont produites. Il est admis que la dystrophine tronquée 
puisse assurer une partie de ses fonctions ce qui expliquerait l’apparition tardive de 
maladie. Il est à noter qu’il n’existe aucun lien apparent entre le phénotype clinique et le 
degré de troncature de la dystrophine. 
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Fig II.1.5. Les principales délétions à l’origine de la myopathie de Duchenne et de 
Becker (en bleu et rouge respectivement). Adapté des références (60). 
 
II.1.A.7. Signes cliniques 
 Les premiers signes cliniques de la DMD sont décelables à la période néonatale. 
Le diagnostic est plus précoce quand l’enfant a un retard psychomoteur global témoignant 
d’une atteinte cognitive. Les principaux symptômes sont présentés dans la Fig II.1.6.  
 Premièrement, les patients ont une concentration sérique de protéine kinase C 
(PCK) très élevée, témoignant d’un statut de dégénérescence musculaire. Puis, des 
biopsies musculaires révèlent, après analyse histologique, la présence de fibres 
musculaires nécrotiques (61, 62). Bien que le poids et la taille des patients soient normaux 
à la naissance, un ralentissement de la croissance survient dans les premières années de 
l’enfance (63). 
 
Fig II.1.6. Fréquences des principaux symptômes de la myopathie de Duchenne ; 
d’après la référence (64). 
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 Quelques signes précoces sont épisodiquement rapportés par les parents tels qu’un 
léger retard mental, de la difficulté à courir ou encore à se déplacer dans les escaliers (65). 
Entre 3 et 6 ans, les enfants présentent fréquemment une lordose pathologique et une 
faiblesse musculaire, contraignant les patients à effectuer la manœuvre de Gowers (2) 
pour passer de la position horizontale à la position verticale. À ce stade, les muscles les 
plus touchés sont les muscles proximaux et les muscles situés dans la partie inférieure du 
corps. Entre 6 et 11 ans, la force des muscles du torse et des jambes baisse sensiblement 
et de façon linéaire (66, 67). Les réflexes tendineux diminuent jusqu’à disparaître dans les 
muscles les plus faibles. La capacité des patients à marcher sur une courte distance ou à 
se redresser décroît rapidement entre 7 et 8 ans (68). Après une dizaine d’années, et plus 
spécialement après que les patients aient perdu leur mobilité, la grosseur de tous les 
muscles des jambes et du torse diminue progressivement. Cette période régressive est 
également marquée par la réduction de la capacité respiratoire des patients (69, 70). En 
phase terminale, les infections respiratoires, la rétention de dioxyde de carbone et 
l’anoxémie causent le décès d’environ 40% des patients. Les autres meurent par 
insuffisance cardiaque (71). Une étude de cas entre 1980 et 1984 a révélé que la mort 
survenait en moyenne à 20 +/- 4 ans (13) et que les 3 principales causes du décès sont 
cardiaques 30%, insuffisance respiratoire 25%, et infection pulmonaire 18,6%. 
 
 
II.1.A.8. Histopathologie du tissu musculaire 
 
 La stabilité de la structure musculaire est assurée par la présence de la dystrophine 
et de son complexe glycoprotéique associé. Notamment, la dystrophine joue un rôle clef 
lorsque les fibres musculaires sont physiquement sollicitées. L’absence de la dystrophine 
chez les patients DMD cause une rupture du lien entre la matrice extracellulaire et le 
cytosquelette d’actine des fibres musculaires (13), fragilisant les fibres à l’effort. Cela 
conduit à la destruction plus fréquente et plus massive des myotubes (72, 73). La 
succession de phases de dégénérescence et de régénération musculaires explique 
l’évolution de l’histopathologie du muscle classiquement décrite chez les patients (13). La 
plupart des éléments caractérisant ces phases sont regroupés sur des coupes histologiques 
de muscle strié squelettique provenant d’un même patient DMD (Fig II.1.7.).  
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Fig II.1.7. Dégénérescence d’un muscle squelettique touché par la dystrophie 
musculaire de Duchenne. (A) Histologie d’un muscle sain (coloration des sections avec 
l'hématoxyline et l'éosin): Les myotubes ont un aspect polygonal, sont de taille normale et 
disposés de façon étriquée. Les myotubes sont séparés par un mince tissu conjonctif 
(l’endomysium) et regroupés en faisceaux séparés par le périmysium. (B) Histologie d’un 
muscle de patient DMD. Des signes distinctifs d’un muscle en dégénérescence 
apparaissent progressivement dans les muscles dystrophiques : les flèches désignent 
différents stades de nécrose des myofibrilles. La tête de flèche marque un myotube 
nouvellement formé. Dans l’ensemble, les myotubes sont plus petits et apparaissent plus 
arrondis qu’en (A) suite à l’épaississement des tissus conjonctifs. Les petits grains 
désignent une infiltration cellulaire et enfin, l’astérisque marque la présence d’un tissu 
adipeux infiltrant le muscle. (C) et (D) correspondent à un stade plus avancé de la maladie 
(74). 
 
 Les zones musculaires en phase dégénérative se distinguent par la présence de 
myotubes en phase de nécrose (75, 76). La fréquence pathologique des ruptures des 
myotubes est à l’origine du taux sérique élevé en PCK des patients atteints de DMD. 
Cette particularité a permis le développement d’un test enzymatique utilisé fréquemment 
en clinique pour diagnostiquer les patients dystrophiques (77). La nécrose tissulaire est 
aussi à l’origine de la présence permanente de cellules inflammatoires infiltrantes (78, 
79). Les cellules sont localisées aux sites péri-vasculaires ainsi qu’autour du périmysium 
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et de l’endomysium (80). Lors de la régénération, la formation de nouvelles fibres est 
caractérisée par la présence de fibres de plus petites tailles, centro-nucléées, et basophiles 
(13). L’évolution de la DMD chez un patient pourrait être représentée par la victoire 
progressive et inéluctable de la phase dégénérative musculaire sur la phase régénérative. 
Enfin, il est important de noter l’invasion progressive du tissu musculaire par du tissu 
conjonctif et adipeux (3, 81). La fibrose n’apparaît pas en période néonatale, mais elle 
devient évidente vers l’âge de 4-5 ans (13). La présence de tissu fibreux et adipeux au 
sein du tissu musculaire, est à l’origine du pseudo hypertrophie des muscles 
gastrocnémiens des patients. Les tissus adipeux et fibreux sont les constituants majeurs 
des muscles striés squelettiques des patients atteints de DMD  
 
 
II.1.B. Partenaires moléculaires de la dystrophine 
  
 La dystrophine est une protéine cytoplasmique, localisée sous le sarcolemme des 
cellules musculaires (82). L’absence de cette protéine conduit a une désorganisation et 
une fragilisation du sarcolemme (83, 84), une faiblesse musculaire (85) suivie par une 
nécrose (86). Ces symptômes sont aggravés par le stress mécanique..Cela montre que la 
dystrophine stabilise le sarcolemme face aux stress mécaniques subis au cours des cycles 
de contraction-relaxation musculaire (87). 
Dans son rôle de stabilisateur du sarcolemme, la dystrophine présente deux 
partenaires cruciaux : les filaments d’actine du cytosquelette et la protéine 
transmembranaire β–dystroglycane. 
  L’interaction avec l’actine se fait grâce à deux domaines homologues à la 
calponine (calponin like domains) et constituant ainsi le premier domaine d’interaction 
avec l’actine (Actin Binding Domain 1 –ABD1) situé sur la partie N-terminale de la 
dystrophine (19).  
L’interaction avec le domaine cytoplasmique du β–dystroglycane est assurée via 
le domaine riche en cystéine de la partie C-terminale de la dystrophine (88). De ce fait, la 
dystrophine est connectée au complexe dystrophine-glycoprotéine (DGC : Dystrophin 
Glycoprotein Complex), appelé aussi « Dystrophin Associated Protein DAP » formé par 
différentes protéines membranaires et cytoplasmiques (Fig II.1.8). 
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Fig II.1.8. Représentation du complexe associé à la dystrophine. Adapté de la 
référence (89). 
  
 Dans un premier temps, nous présenterons les différents membres du complexe 
DGC, et ensuite, nous discuterons des partenaires des 24 répétitions du domaine central 
de la dystrophine. 
 
II.1.B-1. Le complexe DGC 
 
 En 1994, Yoshida et al. (90) ont réussi à purifier le complexe DGC. Trois 
différents complexes ont été isolés : (i) le complexe des dystroglycanes, (ii) le complexe 
des sarcoglycanes et sarcospane et (iii) le complexe cytoplasmique, formé de la 
syntrophine, de la dystrobrévine, et la dystrophine. Le réseau formé par le complexe DGC 
est présenté dans la Fig II.1.9. 
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Fig II.1.9. Réseau formé par le complexe dystrophine-glycoprotéine (DGC). Le 
complexe DGC, présenté en rouge, est constitué de  l’α-dystroglycane (α-DG) et β-
dystroglycane (β-DG); le complexe sarcoglycane (SGC) et le sarcospane (SPN) ; l’α-
dystrobrévine -2  (α-Db2) et la syntrophine (SYN). D’autres protéines qui interagissent avec 
le complexe DGC sont également présentées. Les protéines en bleu sont présentes en 
grande quantité lorsque la dystrophine est absente. Adapté de la référence (87). 
  
Dystroglycanes 
 Le complexe dystroglycane, identifié en 1992 (88),  est formé de deux types de 
protéines différents par leurs degrés de glycosylation. La glycosylation est régulée et 
corrélée à la diversité des différents partenaires et tissus (91). On distingue l’α-
dystroglycane  et le β-dystroglycane.   
L’ α-dystroglycane est une protéine extracellulaire, liée à plusieurs protéine de la 
matrice extracellulaire, principalement à la laminine- α2 liée elle-même aux intégrines  
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(17); ainsi qu’à d’autres tel que l’agrine, le collagène IV, le perlecan et la neuroxine (92-
94). Une mutation du gène de la laminine- cause des dystrophies musculaires (95). 
Le β-dystroglycane est une protéine transmembranaire, qui se lie par son coté N-
terminal à l’α-dystroglycane du coté extracellulaire de la membrane plasmique ; et par 
son extrémité C-terminale du coté cytoplasmique au domaine riche en cystéine de la 
dystrophine (88). De plus, la partie C-terminale du β-dystroglycane interagit avec la 
cavéoline-3 (96), une protéine qui rentre dans le mécanisme d’invagination membranaire 
et qui est impliqué dans la régulation de nNOS (neuronale Nitric Oxyde Synthase) dans 
les muscles squelettiques (97). 
Les dystroglycanes sont essentiels pour le développement embryonnaire (98) et 
une interruption de l’interaction entre la dystrophine et le dystroglycane d’une part et/ou 
le lien dystroglycane-laminine d’autre part, conduit à des myopathies de type Duchenne. 
 
Sarcoglycanes 
 Cinq protéines transmembranaires constituent la famille des sarcoglycanes (α, β, 
γ, δ, et ε-sarcoglycane) (99, 100). Les β, γ et δ-sarcoglycanes sont liés fortement entre eux 
et forment, avec l’α –sarcoglycane, un complexe transmembranaire dans les fibres 
musculaires striées (101). L’ε-sarcoglycane remplace l’α –sarcoglycane dans certains 
tissus autres que les muscles striés (102).  
Des études in vitro ont montré que les sarcoglycanes α, β et δ interagissent avec 
l’α-dystroglycane du coté extracellulaire (103). D’autre part, l’α-sarcoglycane interagit 
directement avec la dystrophine (89), et l’absence de l’un de ces sarcoglycanes conduit a 
des myopathies (104, 105).  
 
Sarcospane 
 C’est une protéine formée de 4 domaines transmembranaires. Les extrémités N et 
C-terminales sont intracellulaires (106). La stabilisation de cette protéine dans la 
membrane plasmique est assurée par le complexe sarcoglycanes. Aucune pathologie n’est 
liée à l’absence du sarcospane, et des souris déficientes en sarcospane maintiennent 
l’expression de toutes les autres protéines du complexe DGC, et ne développent aucune 
dystrophie musculaire (107).  
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 Cinq différentes isoformes d’α-dystrobrévine existent. Trois d’entre elles se 
trouvent dans le muscle, mais seulement l’α-dystrobrévine-2 est exprimée abondamment 
au niveau du sarcolemme. Cette isoforme contient 2 tandems hélicoïdaux et forme un site 
de liaison avec les syntrophines (108). La partie C-terminale de l’α-dystrobrévine-2 
interagit avec la dystrophine (109). En 2000, Yoshida et al. supposent que  l’α-
dystrobrévine interagit aussi avec le complexe des sarcoglycanes (110).  
D’autres interactions existent entre l’α-dystrobrévine et des protéines type 
filament intermédiaire qui constituent le cytosquelette avec l’actine et les microtubules, 
tel que la dysbindine, la syncoiline et la desmuline (111-113).  
La syncoiline est exprimée au niveau du sarcolemme, et son interaction avec la 
desmuline d’une part et l’α-dystrobrévine d’autre part, constitue un lien entre le complexe 
DGC, le sarcolemme, et le réseau protéique des filaments intermédiaires (114). 
L’absence de l’α-dystrobrévine est associée à une cardiomyopathie, le syndrome 
de Barth (115). 
 
Syntrophines 
 Trois différentes isoformes de syntrophine (α1, β1 et β2), de 58 kDa chacune, sont 
exprimées sur les jonctions neuromusculaire du muscle squelettique (116); mais deux 
isoformes sont présentes dans le sarcolemme  (α1, β1). Chaque isoforme est formée de 
deux domaines homologues à la pleckstrine (PH domain), qui sont des modules de ~ 100 
acides aminés trouvés dans les protéines de signalisation; et d’un domaine PDZ qui va 
faciliter l’homo ou l’hétéro-dimérisation avec d’autres protéines contenant le domaine 
PDZ (117). En effet, avec ce type d’interactions, les syntrophines sont impliquées dans la 
transduction du signal. Or, l’α-syntrophine interagit avec plusieurs protéines 
intracellulaires telles que : nNOS (neuronal Nitric Oxide Synthase), des canaux sodiques 
dépendant du voltage, la calmoduline qui est activé par le calcium, etc…(118). 
Les parties C-terminales des syntrophines se lient à la dystrophine et à la 
dystrobrévine (116). Deux sites de fixation aux syntrophines existent sur la dystrophine et 
la dystrobrévine, et donc quatre syntrophines peuvent être associées au complexe DGC 
(108). Jusqu’à présent, aucune pathologie n’a été associée à l’absence des syntrophines. 
Des souris déficientes en α1-syntrophine (l’isoforme prédominante dans les muscles) ne 
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manifestent aucun problème phénotypique ; mais nNOS est absent du sarcolemme et la 
membrane post-synaptique est anormale (119). 
  
nNOS 
 La production du monoxyde d’azote (NO) par nNOS a pour conséquence une 
vasodilatation et donc une augmentation du flux sanguin local lorsque les muscles sont en 
exercice. La présence de nNOS au niveau du sarcolemme est assurée via des 
interactions avec les domaines PDZ des syntrophines. nNOS n’est pas détecté dans un 
certain nombre de dystrophies musculaires, y compris la DMD. En effet, des patients 
atteints de DMD montrent une constriction anormale des vaisseaux sanguins, 
probablement due à l’absence de nNOS. Cependant, l’arrêt de l’expression de la seule 
nNOS ne cause pas une dystrophie musculaire (120, 121). 
  
 L’interaction de la dystrophine avec le complexe DGC laisse deviner leur rôle de 
support pour la structure musculaire, via la formation d’un pont entre le cytosquelette 
d’actine sarcoplasmique et la matrice extracellulaire (122, 123).  
L’absence de la dystrophine se traduit par une disparition du complexe DAP au 
niveau du sarcolemme chez les patients DMD ainsi que chez les souris mdx (muscular 
dystrophy X-linked, modèle de souris myopathe) (88, 124). La rupture du lien entre 
l’intérieur et l’extérieur des fibres musculaires fragilise le sarcolemme et facilite la 
destruction des myotubes lors d’un effort physique (125). Ajoutons qu’en plus de leurs 
rôles cruciaux de maintenir l’intégrité des fibres musculaires, la position de la dystrophine 
et de son complexe DAP au niveau membranaire présente une fonction de signalisation 
intracellulaire (126). De plus, certaines études suggèrent que la dystrophine participe au 
maintien de l’homéostasie du calcium.  Chez les patients DMD et souris mdx, l’absence 
de la dystrophine augmente anormalement la concentration du calcium intracellulaire et 
affecte la perméabilité du sarcolemme (127).  
 
II.1.B-2.Le domaine central de la dystrophine et ses partenaires 
 
 Le domaine central de la dystrophine est formé par 24 répétitions homologues à la 
spectrine séparés par 4 charnières donnant la flexibilité à la protéine. Chaque répétition 
est formée de 3 hélices-α (HA, HB et HC) organisées en “coiled-coil”. De plus, les acides 
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aminés de chaque répétition constitue une suite de motifs en heptade (a,b,c,d,e,f,g) où les 
résidus hydrophobes “a” et “d” de chaque hélice constituent le noyau hydrophobe du 
coiled-coil (128). Deux répétitions successives sont liées par une hélice commune (HC de 
la première répétition est en continuité avec HA de la répétition suivante) (Fig II.1.10). 
 
Fig II.1.10.  Répétitions de type spectrine. Alignements et organisations des séquences 
des répétitions du domaine central de la dystrophine. (I) A droite est présentée la structure 
tridimensionnelle de 2 répétitions successives, Rn et Rn+1 de la spectrine. Chaque 
répétition est formée de 3 hélices (HA, HB et HC) structurées en coiled-coil. La dernière 
hélice (HC) de la répétition “Rn” est en continuité avec la première hélice (HA) de la 
répétition suivante “Rn+1”. A gauche sont présentées les projections de 3 hélices 
adjacentes d’un « triple coiled-coil » portant des motifs en heptades. Les résidus 
hydrophobes “a” et “d” se trouvent dans le noyau hydrophobe du coiled-coil des 3 hélices 
HA, HB et HC de chaque répétition. Adapté de la référence (129). (II) Alignement des 
acides aminés des 24 répétitions du domaine central de la dystrophine. Adapté de la 
référence (128). 
 
Jusqu'à aujourd’hui, aucune structure tridimensionnelle de répétitions homologues à 
la spectrine du domaine central de la dystrophine n’a été déterminée expérimentalement. 
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Des techniques de prédiction de structure sont une alternative dans le but de déterminer 
les propriétés et la dynamique moléculaire de ces répétitions. Dans ce contexte, notre 
laboratoire a comparé toutes les répétitions du domaine central, à partir de structures 
tridimensionnelles obtenues par modélisation par homologie de séquence puis dynamique 
moléculaire en complément de leurs propriétés biochimiques déjà connues.  
Dans cette nouvelle étude, Legrand et al. ont proposé une description moléculaire 
de l’ensemble du domaine central de la dystrophine (130). Malgré leurs similarités 
structurales (trois hélices-alpha structurées en coiled-coil), les répétitions de la 
dystrophine présentent une grande diversité de propriétés de surface électrostatiques et 
hydrophobes. En analysant ces propriétés sur des tandems formés de 2 répétitions 
successives, quatre différentes familles (clusters) sont identifiées (Fig II.1.11-A). Le ratio 
électronégativité/électropositivité (-/+) de la surface du tandem diminue du cluster 1 au 
cluster 4.   
 Les études de dynamique moléculaire réalisées sur un tandem de chaque famille 
montrent la présence d’une flexibilité significativement différente (Fig II.1.11-B). Les 
simulations montrent que les deux répétitions 10 et 11, ainsi que 15 et 16 ne se lient pas 
par une hélice commune comme la plupart des répétitions successives de la dystrophine, 
mais plutôt par un “linker” non hélicoïdal parfois nommé "pseudo-hinge". De plus, ces 
deux tandems présentent une grande flexibilité (la flexibilité entre R10 et R11 étant 
beaucoup plus importante qu’entre R15 et R16), ce qui n’est pas le cas des tandems 1-2 et 
23-24. Cette grande flexibilité entre les répétitions 10-11 d’une part et 15-16 d’autre part 
donne à l’ensemble du domaine central une flexibilité spécifique. Le domaine 11-15 
constitue alors une entité structurellement identifiée. La détermination de la signification 
fonctionnelle de cette fragmentation du domaine central fait l’objet de travaux au 
laboratoire et est abordée dans ce travail de thèse. 
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Fig II.1.11. Etude des propriétés structurales du domaine central de la dystrophine. 
(A) (à gauche) Regroupement PIPSA des répétitions en tandems du domaine central de la 
dystrophine et formant 4 familles différentes. Les tandems soulignés sont étudiés par 
dynamique moléculaire. (à droite) Représentation graphique des différentes familles tout au 
long du domaine central. Pour prendre en compte des répétitions qui se chevauchent, les 
tandems sont présentés en deux lignes : une pour les tandems commençant par un 
nombre impair (R1-2 ; R5-6 ; etc) et une autre pour les tandems commençant par un 
nombre pair (R2-3 ; R4-5…). Chaque couleur indique à quelle famille le tandem appartient. 
En (B) sont présentés les changements structuraux des quatre tandems différents au cours 
de la relaxation par dynamique moléculaire, allant de l’état initial puis après 1ps (C1) et 2ps 
(C2). La courbe en rouge représente le RMSD du tandem, en vert le RMSD du N-terminal 
du tandem et en bleu le RMSD (Root mean square deviation)  du C-terminal du tandem. 
Adapté de la référence (130).  
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Le domaine central de la dystrophine présente deux partenaires potentiels, (a) les 
principaux phospholipides membranaires d’une part et (b) les protéines du cytosquelette 
d’autre part. 
 
a. Les phospholipides membranaires  
  
 Dans les années 1980, des études ont montré que la spectrine est capable de se lier 
à des ligands hydrophobes et amphipatiques (131), et indiquent que la spectrine présente 
des sites hydrophobes. Ensuite, de nombreuses études ont précisé in vitro l’interaction de 
la spectrine avec des modèles lipidiques (vésicules et monocouches) (132, 133).  
Vu la ressemblance entre la spectrine et les répétitions du domaine central de la 
dystrophine, De Wolf et al. montrent que la répétition 2 de la dystrophine interagit avec 
les lipides membranaires contenant de la phosphatidylsérine (PS) et de la 
phosphatidylcholine (PC) via des forces électrostatiques (134). C’était une étude originale 
montrant in vitro un lien direct d’une répétition du domaine centrale de la dystrophine 
avec la membrane. 
 Notre laboratoire s’est intéressé par la suite à la caractérisation des interactions du 
domaine central de la dystrophine avec la membrane. Dans un premier temps, Le Rumeur 
et al. affinent l’étude sur la répétition 2 et étendent les conclusions en montrant 
l’implication des résidus tryptophane ainsi que des forces électrostatiques dans 
l’interaction avec des vésicules lipidiques (135, 136).  
 La recherche d’interactions possibles des autres répétitions du domaine central 
avec des modèles lipidiques s’est poursuivie. Mais, la production in vitro des répétitions 
individuelles de la dystrophine s’est avérée pour plusieurs d’entre elles impossible. Les 
études se sont alors orientées sur des protéines recombinantes constituées de deux, trois, 
quarte ou cinq répétitions successives. La caractérisation d’interaction avec les lipides 
membranaires a été réalisée principalement en utilisant les SUVs comme modèle 
lipidique. Deux mélanges lipidiques différents ont été utilisés dans le but de caractériser 
d’éventuels effets de charge: un mélange anionique formé de DOPC:DOPS et un autre 
zwitterionique DOPC :DOPE. Ces phospholipides ont été choisis car ils sont parmi les 
plus abondamment représentés dans le sarcolemme (137) . Des études impliquant des 
phosphoinositides, lipides très faiblement représentés dans le sarcolemme, ont montré 
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leur non implication dans les phénomènes de liaisons aux lipides (Le Rumeur,E., résultats 
non publiés) 
 En 2008, Legardinier et al. montrent que la région proximale du domaine central 
formée par les répétitions 1à 3 interagit fortement avec des SUVs anioniques seulement, 
alors que la région coiled-coil distale formée par les répétitions 20-24 ne présente aucune 
liaison avec les lipides membranaires (138). Un an plus tard, l’interaction avec les SUVs 
anioniques a été montrée sur toute la région coiled-coil centrale formée des répétitions 4 à 
19, et cela en utilisant des constructions de 3 ou 5 répétitions successives (4-7 ; 7-9;  9-11; 
10-12; 12-14; 14-16 et 17-19 pour les groupes de 3 répétitions et 11-15 et 14-17 pour les 
groupes de 5 répétitions) (139). Parmi ces 24 répétitions homologues à la spectrine, seule 
la protéine formée par les répétitions 11-15 est capable d’interagir, en plus des SUVs 
anionique, avec les SUVs zwitterioniques (139).  
 Or, en présence des SUVs anioniques, la fluorescence du tryptophane des 
fragments de la dystrophine augmente, indiquant que les W de la protéine sont incorporés 
dans un environnement hydrophobe, probablement dans la partie hydrophobe de la 
bicouche des SUVs (Fig II.1.12.). Par contre, la présence des SUVs zwitterioniques 
n’engendre aucune modification de la fluorescence de W, sauf pour les répétitions R11-
15 du domaine central, où un quenching (diminution) de fluorescence est observé (139). 
 
 
Fig II.1.12. Variation de l’intensité de fluorescence du tryptophane des différents 
fragments de la dystrophine, lors de l’interaction avec des SUVs anioniques et 
zwitterioniques. Adapté de la référence (139).  
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 Concernant la spectrine, des études biochimiques en présence de lipides ont été 
réalisées sur une seule répétition, vue la possibilité de la produire in vitro (140, 141). 
Même si les auteurs ne le mentionnent pas formellement, il semble que les propriétés de 
liaison spectrine-lipides sont corrélées à la faible stabilité thermique de ces répétitions 
(142). Dans le cas de la dystrophine, les données sur répétition unique ne sont pas 
disponibles du fait de la difficulté de produire ces répétitions individuelles in vitro. 
Cependant, la spectrine n’existe pas sous forme monomère in vivo. L’organisation sous 
forme de dimère s’accompagne d’une haute stabilité de la protéine.  
 
b. Les protéines du cytosquelette 
 
 Outre ses interactions avec le sarcolemme, le domaine central de la dystrophine 
interagit avec d’autres protéines du cytosquelette.  
 
b.1- Les filaments d’actine 
 
Le travail du groupe d’Ervasti a montré par des tests de co-sédimentation que les 
filaments d’actine (actine F) sont des partenaires importants pour la dystrophine. Ces 
filaments, en plus de leurs interactions avec la partie N-terminale de la dystrophine 
(ABD1), interagissent avec les répétitions 11-15 du domaine central, lequel constitue 
ainsi le second domaine de liaison à l’actine (ABD2) (25). Un an plus tard, il étend cet 
ABD2 jusqu’à la répétition 17 (143). La constante de dissociation (Kd) entre les 
fragments de la dystrophine et les filaments d’actine est de 13,7 μM pour ABD1 
(domaine N-terminal de la dystrophine); 14,2 et 7,3 μM pour ABD2 formé 
respectivement des répétitions 11-15 et 11-17 du domaine central (Fig II.1.13) (25, 144).  
La dystrophine, en présence du complexe DGC, se lie à l’actine avec une stœchiométrie 
de 1 dystrophine par 24 monomères d’actine constituant le filament (144).  Or, la distance 
entre les 2 ABD, de la partie N-terminale jusqu’à la partie 11-17 du domaine central, est 
de l’ordre de 70 nm, ce qui correspond à 24 monomères d’actine dans un filament (un 
filament d’actine est formé de 370 monomères par micromètre (145)). Ainsi, on suppose 
qu’un seul filament d’actine relie les 2 ABD de la dystrophine. 
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La dystrophine complète présente une affinité plus grande pour l’actine que chacun de ses 
deux ABD individuels (Kd = 320 nM) (144). Cette affinité relativement élevée de la 
dystrophine complète représente plus que la somme des affinités modérés des deux 
fragments ABD pour l’actine F (142). La signification physiologique de cette synergie 




Fig II.1.13. Propriétés de liaison de la dystrophine à l’actine. Représentation 
schématique des différents fragments de la dystrophine (Dys246 : la partie N-terminale ; 
DysR11-R17 : répétitions 11 à 17 du domaine central ; DysN-R10/DysN-R17 : Partie N-
terminale+ répétitions 1-10 ou 1-17 du domaine central), ainsi que de la dystrophine avec 
ou sans le complexe DGC (Dys ou DGC). Les zones colorées en noir sont des répétitions 
basiques. A droite sont présentées les valeurs de la constante de dissociation en μM, ainsi 
que la stœchiométrie de liaison dystrophine/actine (mole/mole). Adapté de la référence 
(144).  
 
Récemment, López-Hernández et al. suite à des observations cliniques de phénotypes 
DMD, ont renforcé l'hypothèse que le site de liaison de l’actine situé dans le domaine 
central joue un rôle crucial dans la fonction de d'amortisseur de la dystrophine dans les 
cellules musculaires (146). 
 
 b.2- Les filaments intermédiaire et microtubules 
 
 En plus des filaments d’actine, le cytosquelette est constitué des filaments 
intermédiaires et des microtubules. Récemment, l’interaction des domaines spécifiques de 
la dystrophine avec ces deux éléments du cytosquelette a été identifiée  
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 La Synémine, une protéine appartenant à la famille des filaments intermédiaires, 
est capable d’interagir in vitro avec les répétitions 11-14 du domaine ABD2 (147).  
La plectine (appelé aussi large cytolinker), une protéine de structure qui lie 
les filaments intermédiaires aux filaments d'actine et aux microtubules, interagit avec la 
dystrophine. Cette liaison ne se fait pas au niveau du domaine central coiled-coil, mais 
avec le domaine adjacent riche en cystéine, créant ainsi un lien indirect avec une autre 
protéine intermédiaire, la desmine (148). 
La Kératine 19, une protéine de la famille des filaments intermédiaires, interagit 
avec le domaine ADB1 N-terminal de la dystrophine (149).  
Il a été observé que l’absence de la dystrophine chez les souris mdx conduit à une 
désorganisation des microtubules (150). En 2009, Prins et al. montrent pour la première 
fois que la dystrophine est capable de se lier aux microtubules (150). C’est le fragment 
formé par la répétition 24 du domaine central et par le domaine WW de la région riche en 
cystéine qui co-sédimente avec les microtubules.  
 
b.3- Interaction avec nNOS 
 
 Comme indiqué auparavant, nNOS se lie au complexe DGC via son interaction 
avec la syntrophine. En plus de cette interaction, nNOS se lie directement à la dystrophine 
via les répétitions 16-17 du domaine central (151). Lai et al. montrent que l’expression 
des minidystrophines contenant les répétitions 16 et 17 (codé par les exons 42-45) chez 
les souris mdx, restaure une localisation de nNOS au sarcolemme (Fig II.1.14) avec une 
amélioration de la force musculaire (151). Les auteurs en déduisent alors que nNOS 
implique deux interactions différentes dans le sarcolemme : une première entre le 
domaine PDZ de nNOS et les répétitions 16-17 du domaine central de la dystrophine, et 
une seconde entre le domaine PDZ (β finger) de nNOS et le domaine PDZ de la 
syntrophine.  
  En 2010, Yamashita et al. montrent que les répétitions 8 et 9 de la 
dystrophine et de l’utrophine, interagissent avec PAR-1b (Polarity-regulating Kinase 1-b), 
et que la sérine en position 1258 de la répétition 9 est spécifiquement phosphorylée par 
PAR-1b (152). 
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Fig II.1.14.  Immunolocalisation de la dystrophine et de nNOS. L’Immunolocalisation a été 
réalisée sur les muscles des souris mdx, après l’expression de deux minidystrophines : la 
première ayant une délétion ΔH2-R15 et la seconde une délétion ΔH2R19. Le marquage est 
fait grâce a des anticorps spécifique de la dystrophine (au niveau H1, R16 et R19) et nNOS. 
Seule l’expression de la dystrophine contenant les répétitions 16-17 est associée à une 
activité de nNOS. Barre d’échelle de 100 μm. Adapté de la référence (151). 
 
 Comme décrit auparavant, les études de dynamique moléculaire ont montré 
une grande flexibilité entre les répétitions 10-11 d’une part et 15-16 d’autre part, 
conférant ainsi à la région R11-15 une identité spécifique. Cette région est capable de 
lier l’actine F (25) ; la région 11-17 a également été proposée comme  ABD2 (143). Il 
n’existe pas à ce jour  de réelle cartographie moléculaire du domaine qui est en 
interaction avec l’actine F. Cependant, la configuration minimale qui a été à ce jour 
déterminée comme liant l’actine est le fragment allant de la répétition 11 à environ la 
moitié de la répétition 15 (153). Le fragment R11-15 pourrait donc représenter le 
strict ABD2. De plus, une étude récente montre que les répétitions R16-17 jouent un 
rôle spécifique en interagissant avec nNOS (151). Par conséquent, la dynamique des 
deux linkers non hélicoïdaux de R10-11 et R15-16 jouerait un rôle crucial dans la 
régulation de l’interaction des deux régions voisines, formées par R11-15 et R16-17, 
avec leurs partenaires : actine F, nNOS et lipides membranaires.  
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Une représentation schématique actualisée de la dystrophine et de ses partenaires est 






Fig II.1.15.  Représentation actualisée de la dystrophine et de ses partenaires. (A) La 
dystrophine (en rouge) est représentée dans le contexte cellulaire avec ses différents 
partenaires, notamment avec les lipides membranaires du sarcolemme. IF correspond aux 
filaments intermédiaires, MT aux microtubules. Adapté de la référence (142). En (B) sont 
présentés les différents fragments du domaine central avec leurs partenaires. H1-H4 
correspond aux 4 charnières. En violet sont présentées les répétitions les plus 
électronégatives qui appartiennent à la famille 1 identifiée par modélisation moléculaire 
(cluster 1). En bleu les répétitions ayant des propriétés électrostatiques intermédiaires et 
correspondant aux familles 2 et 3. En jaune les répétitions les plus basiques appartenant aux 
familles 3 et 4. Les deux flèches pleines indiquent les nouvelles jonctions identifiées comme 
assez mobiles. Les lignes noires indiquent les partenaires tout au long du domaine central. 
Adapté de la référence (130). 
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II.1.C. Le point sur les traitements de la myopathie 
 
 Après un siècle de caractérisation de la Myopathie de Duchenne et après 20 ans 
d’identification et du séquençage du gène à l’origine des myopathies (Duchenne et 
Becker), il n’existe toujours pas de traitements curatifs de ces pathologies. Cependant,  
différents traitements d’ordre palliatif sont actuellement proposés dans le but de réduire 
les différentes conséquences engendrées par l’absence totale de la dystrophine et sont 
résumés dans la Fig II.1.16.(154).  
On distingue des traitements pharmacologiques tels que : 
 
? Le prednisone, un glucocorticoïde avec des propriétés anti-inflamatoires (155), de 
promotion de la myogenèse et de la réparation des fibres (156) ; mais beaucoup 
des effets secondaires sont apparus et les chercheurs sont tournés vers ses dérivés 
comme le déflazacort (157). 
 
? Des antibiotiques de la famille des aminoglycosides. La majorité des mutations 
du gène de la dystrophine induit des codons stop. Des tests chez la souris mdx 
(muscular dystrophy X-linked) ont donné des résultats prometteurs montrant la 
capacité de ces antibiotiques à passer le codon stop et de rétablir l’expression de 
la dystrophine. Malheureusement, cet effet n’est pas observé chez l’homme (158-
160). 
 
? D’autres traitements existent comme par exemple ceux qui visent à diminuer la 
protéolyse des fibres musculaires en réduisant l’activité des protéases calcium-
dépendantes (161). Des traitements spécifiques de la réponse inflammatoire sont 
aussi envisageables dans le but de diminuer la mort cellulaire et la fibrose (162). 
Enfin, des traitements visant l’augmentation de la masse musculaire et la 
régénération des fibres sont basés sur l’utilisation de facteurs de croissance et 
d’anabolisants (163, 164) et sur l’inhibition de l’action de la myostatine, un 
inhibiteur de la différenciation de la prolifération des muscle (165). 
 
Ces traitements pharmacologiques sont souvent accompagnés par des soins de 
kinésithérapie pour lutter contre l’affaiblissement musculaire, de la chirurgie et la mise en 
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place d’appareillages correctifs lors de l’apparition des problèmes moteurs, des aides à la 
ventilation et la kinésithérapie respiratoire et l’adaptation de la nourriture pour faciliter la 
déglutition.  
 
D’autres stratégies de traitements sont aussi envisagées, notamment le remplacement 
de la dystrophine par l’utrophine (protéine similaire). La surexpression de l’utrophine 
dans les muscles des souris mdx diminue la nécrose et la fibrose musculaire et restaure la 
localisation des protéines du DGC à la membrane (166). Mais malgré son expression, 
l’utrophine n’est pas fonctionnellement aussi efficace que la dystrophine. Cela pourrait 
être dû à l’absence du domaine ABD2 qui n’existe pas chez l’utrophine(144). 
 
 
Mais quelles sont les grandes stratégies thérapeutiques en cours d’exploration ?   
Deux grands types se présentent:  
II.1.C-1. Les thérapies géniques. 
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Fig II.1.16. Illustration des 
principales thérapies 
envisagées contre les 
myopathies de Duchenne et de 
Becker. Adapté de la référence 
(154).  
 
Des traitements pharmacologiques 
sont utilisés afin d’inhiber la 
dégradation protéique et 
d’augmenter la régénération 
musculaire. 
Une stratégie consiste à introduire 
une copie du gène de la 
dystrophine en utilisant soit des 
vecteurs viraux ou plasmidiques, 
soit des cellules souches 
embryonnaires ou des myoblastes 
adultes. 
D’autres recherches se 
concentrent sur le remplacement 
de la dystrophine par l’utrophine, 
une protéine de la même famille. 
. 
Enfin, des études visent à réparer 
l’ARNm en éliminant l’exon (ou les 




GF1 : le facteur de croissance 
homologue à l’insuline; nNos : 
l'oxyde nitrique synthase; TNF-
α : facteur-α de nécrose tumorale. 
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II.1.C-1. Les thérapies géniques  
 
a.  Transfert d’une copie sauvage du gène de la dystrophine 
 
 Le but est de réintroduire une copie du gène de la dystrophine qui doit 
conduire à une expression et une production de la protéine chez les patients. La 
difficulté est surtout d’atteindre toutes les fibres musculaires et que le gène 
s’exprime d’une façon pérenne sans effets nocifs pour le patient. Une autre 
difficulté technique s’ajoute : la taille de l’ADNc de la dystrophine qui est de 14kb 
alors que les capacités de transport des vecteurs viraux utilisés en thérapie génique 
sont beaucoup plus faibles. Différents moyens de transfert sont utilisés : les 
plasmides bactériens et les vecteurs viraux. 
 
?  Les plasmides bactériens :  
 C’est un moyen simple pour introduire de l’ADN dans un 
organisme avec l’avantage de production en grande quantité tout en restant 
peu immunogène. Au début des années 1990, Ascadi et al. (167) ont 
transféré une copie sauvage de la dystrophine en injectant directement 
dans le muscle des souris mdx, des vecteurs contenant l’ADNc. Or, la 
restauration de l’expression de la dystrophine n’a été observée que dans 
1% des fibres musculaires. Par contre, l’injection de l’ADNc dans le 
système vasculaire au lieu du système musculaire, mène à l’expression de 
la dystrophine dans 10% des fibres musculaires (168-170). Ce type 
d’injection a permis, en plus de l’expression de la dystrophine, sa 
localisation sous la membrane avec une baisse de la dégénérescence 
musculaire. L’expression de la dystrophine est perdue dans les 6 mois qui 
suivent l’injection. Un développement d’anticorps anti-dystrophine sans 
réponse immunitaire cellulaire est observé à l’encontre des fibres 
exprimant la dystrophine. Cette méthode prometteuse a fait l’objet d’un 
test clinique en 2002 sur 9 patients atteints de la myopathie et 6/9 ont 
montré une expression de la dystrophine quelques semaines après 
l’injection (171). 
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?  Les vecteurs viraux : 
 L’utilisation des virus comme vecteur de transfert de gène est de 
plus en plus répandue dans les stratégies de thérapie génique. Deux grands 
avantages se présentent par rapport aux plasmides : d’une part 
l’augmentation du potentiel de pénétration de l’ADN dans les fibres et 
d’autre part, la possibilité de cibler des types cellulaires spécifiques. Par 
contre, même si le virus est inactif, une pathogénicité accrue peut se 
manifester. Les vecteurs viraux les plus utilisés sont les adénovirus, les 
rétrovirus et les AAV (adeno associated virus).  
Les adénovirus infectent les muscles efficacement et permettent une 
production de dystrophine en grande quantité chez les souris mdx, mais ils 
sont très immunogènes (172). 
 
Les rétrovirus sont beaucoup moins immunogènes mais l’obstacle majeur 
est la faible efficacité d’infection des fibres musculaires. Ces virus sont de 
plus difficiles à produire (173). 
 
Les AAV sont les meilleurs vecteurs viraux. Leur introduction ne 
provoque pas de réponse immunitaire exagérée mais par contre, ils 
infectent les fibres musculaires avec une grande efficacité. L’avantage 
majeur est l’assurance de l’expression du transgène pour une longue 
période (174, 175). 
 La capacité maximale de transport des AAV ne dépasse pas les 4kb. C’est 
pour cela que les chercheurs essaient d’élaborer une «dystrophine 
minimale» ou minidystrophine, qui rentrerait dans le vecteur d’une part, et 
qui permettrait de rétablir la fonction musculaire et empêcherait la 
dégénérescence d’autre part. La plus petite construction capable de 
restaurer un phénotype normal chez des souris mdx contient un ADNc de 
3,6 kb (contre 14 kb pour le gène entier) et encodant une «micro-
dystrophine». L’expression de cette protéine est plus efficace que celle 
d’une protéine de plus grande taille, appelée «mini-dystrophine» (Fig 
II.1.17.) (176). 
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Fig II.1.17. Exemple de thérapie génique chez la souris en utilisant les vecteurs AAV. 
 (A) Schéma des 2 constructions de la dystrophine les plus courtes : la mini et la micro-
dystrophine. (B) Étude histologique sur les muscles du quadriceps et du diaphragme chez 
des souris normales (a), des souris mdx (b) et chez des souris mdx après injection de la 
micro-dystrophine via les AAV (c). Les images en (b) montrent l’absence de la dystrophine 
chez les souris mdx et présentent une grande perméabilité membranaire pour le bleu 
Evans (en rouge). L’expression de la micro-dystrophine restaure un phénotype musculaire 
normal chez les souris mdx (c). Adapté de la référence (176).  
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b.  Réparation d’ADN ou d’ARN 
 
 Dans la plupart des myopathies, les différentes mutations affectant le gène 
de la dystrophine sont soit ponctuelles, soit de très courtes délétions ou insertions ne 
concernant qu’un exon. L’idée est alors de remplacer la séquence mutée par une 
séquence sauvage ; soit via le mécanisme de remplacement homologue de petits 
fragments d’ADN double brin (177), soit par injection de chimère ADN-ARN de 
séquence homologue à la région mutée pour stimuler la réparation de l’ADN (178). 
Ces techniques présentent une efficacité de 2 à 15% chez les souris mdx. 
 
 L’avancée la plus prometteuse de ces dernières années consiste à réparer 
l’ARNm de la dystrophine au lieu de l’ADN. C’est l’exon-skipping ou saut d’exon 
(Fig II.1.18.). Schématiquement, le principe du « saut d'exon » est de court-circuiter 
les aberrations du code génétique, pour obtenir un message raccourci mais cohérent, 
de façon à rétablir partiellement la production de la protéine déficiente. Il s’agit 
d’utiliser des oligonucléotides anti-sens, capables de se fixer à la jonction exon-
intron de l’ARNm de la dystrophine dans le but d’empêcher l’épissage des exons 
défectueux et de rétablir le cadre de lecture. De ce fait, la dystrophine est tronquée 
mais présente. Cela ne provoque aucune réponse immunitaire.  
 
Une mutation ponctuelle au niveau de l’exon 23 fait apparaitre un codon stop 
chez des patients. Une protéine incomplète est obtenue ; mais vu son instabilité, elle 
est rapidement dégradée. Cela conduit a une absence totale de la dystrophine et 
apparition d’une DMD (179). Dans le but de réparer ce problème, Wells et al. (180) 
ont utilisé des oligonucléotides capables de se lier à l’exon 23. Cette liaison rétablit 
le cadre de lecture et conduit à la formation d’une protéine plus courte, mais 
partiellement fonctionnelle. Ainsi, l’injection intramusculaire d’oligonucléotides 
chez les souris mdx augmente de 20 à 30 % l’expression de la forme tronquée de la 
dystrophine (180). 
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Fig II.1.18. Représentation schématique de la stratégie de saut d’exon (exon 
skipping). (A) La délétion de l’exon 50 chez  le patient atteint d’une DMD conduit à un 
épissage de l’exon 49 avec l’exon 51.En conséquence, un codon stop est généré par l’exon 
51 qui arrête la synthèse de la dystrophine. (B) La liaison spécifique de l’oligonucléotide 
antisens PRO051 avec l’exon 51 permet le saut de cet exon, et en conséquence, évite la 
formation d’un codon stop et rétablit le cadre de lecture. Ainsi, une dystrophine tronquée, 
similaire à celle observée chez des patients BMD, est obtenue. L’objectif est de transformer 
une DMD en BMD la moins sévère possible. Adapté de la référence (181). 
 
Les AAV peuvent être utilisés pour délivrer les oligonucléotides anti-sens. Le 
grand avantage est l’augmentation d’une part de l’efficacité  de l’entrée du plasmide 
dans les cellules et d’autre part l’efficacité de l’expression. En 2004, Goyenvalle et 
al. (182) montrent qu’une simple injection intra artérielle du vecteur AAV 
exprimant des oligonucléotides anti-sens chez des souris mdx (ciblant l’exon 23) 
restaure l’expression de la dystrophine tronquée à un taux comparable à celui 
observé chez des souris sauvages dans quasiment toutes les fibres musculaires 
(>80%) (Fig II.1.19- I.)  (182). Des injections dans le muscle présentent une efficacité 
beaucoup plus locale (182). 
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 Très récemment (juillet 2011), un essai clinique de pharmacogénétique, 
publié  par Cirak et al. dans « The Lancet », s'est révélé encourageant (183). Les 
premiers résultats ont été présentés lors du 4e Congrès de Myologie en mai 2011 à 
Lille (France). Cette étude a été menée au Royaume-Uni sur 19 garçons myopathes 
de 5 à 15 ans encore capables de marcher. Ils ont reçu pendant 12 semaines 
des injections intraveineuses du vecteur AAV exprimant des oligonucléotides anti-
sens (appelés AVI-4658, capables d’engendrer un saut de l’exon 51 (184)). Le 
traitement a été bien toléré et, pour sept patients, la réponse a été « significative » 
pour la restauration de l'expression de la dystrophine (jusqu'à 18 % des niveaux 
normaux) (Fig II.1.19- II.). Les chercheurs n'ont cependant pas mis en évidence de 
modifications significatives de la fonction musculaire, comme par exemple une 
amélioration de la distance de marche parcourue en 6 minutes. 
« AVI-4658 a le potentiel pour améliorer l'histoire naturelle de la myopathie 
de Duchenne et doit maintenant être testé dans des essais cliniques d'efficacité », 
ont annoncé ces chercheurs. 
Des résultats prometteurs d'un autre traitement expérimental concernant le saut 
d'exon 51, porté par les sociétés Prosensa et GSK, ont également été présentés en 
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Fig II.1.19. Essais de thérapie génique par saut d’exon en utilisant les vecteurs AAV. 
(I) : Immunofluorescence de localisation de la dystrophine chez des souris normales 
(A), des souris myopathes mdx (mutation au niveau de l’exon 23) (B) et des 
souris mdx après 4 semaines de traitement (C), qui manifestent une expression 
normale de la dystrophine. Adapté de la référence (182) 
(II) Immunofluorescence de localisation de la dystrophine chez les garçons 
myopathes (DMD liée à une mutation au niveau de l’exon 51) qui ont participé au 
test clinique rapporté par Cirak et al. L’image contrôle montre la présence de la 
dystrophine chez les garçons non atteints de myopathies. Les autres images 
numérotées de P7 à P19 (P pour patient suivi par le numéro du patient) montrent 
les études histologiques du muscle, avant (Pre) et après traitement (Post). Les 
patients P7, P15 et P18 restaurent significativement l’expression de la 
dystrophine tronquée avec des augmentations de fluorescence de 19, 27 et 19% 
respectivement. Adapté de la référence (183). 
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II.1.C-2. Les thérapies cellulaires 
 
 Toujours dans le but de restaurer l’expression de la dystrophine chez les patients 
myopathes, une autre stratégie que la thérapie génique peut être envisagée : c’est la 
thérapie cellulaire. Dans ce type d’études, des cellules porteuses de la copie fonctionnelle 
du gène de la dystrophine sont introduites et fusionnent avec les fibres musculaires 
existantes. Cela engendre une production de dystrophine qui, idéalement, sera répandue 
dans toute la fibre.  
 
 Le transfert des myoblastes (ou cellules satellites qui sont engagées dans la 
différenciation musculaire) a été l’une des premières thérapies cellulaires mise en place 
en 1989 (185). D’autres tests cliniques ont été réalisés ultérieurement chez des patients 
DMD (186). L’inconvénient de ces thérapies est surtout la faible survie des myoblastes 
après injection, et leur migration qui est limitée autour de la zone d’injection. Ajoutons la 
réponse immunitaire importante qui conduit à un rejet des myoblastes du donneur sain par 
l’organisme du patient receveur.  
 
 Le transfert de cellules souches qui sont capables de se différencier en différents 
types cellulaire a été envisagé. Selon Peng & Huard (187), l’utilisation de ces cellules 
augmente l’expression de la dystrophine avec une régénération musculaire plus 
importante. Le principal avantage par rapport aux myoblastes est la capacité de 
prolifération plus élevée ainsi que leur pouvoir de migrer du système vasculaire jusqu’aux 
tissus. 
 
 En 2004, Bachrach et al. ont utilisé des cellules souches d’origine murine (souris 
mdx5cv) infectées par un vecteur viral contenant une micro-dystrophine (188). Ces cellules 
ont été injectées via la veine de la queue chez des souris mdx. Cela a restauré l’expression 
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II.1.D. CONCLUSIONS ET CONTEXTE DU TRAVAIL 
 
 La dystrophine est une protéine associé au cytosquelette qui participe à un 
complexe macromoléculaire possédant plusieurs fonctions majeures notamment le 
maintien de la structure cellulaire en liant son cytosquelette à la matrice extracellulaire. 
Mais, le grand nombre d’interactions connues avec la dystrophine complique la 
compréhension de son mécanisme d’action. Malgré la grande ressemblance de ces 
répétitions du domaine central, il semble que la fonction de chaque répétition, ou groupe 
de répétitions, est bien spécifique.  
 
D’autre part, la grande taille de la dystrophine rend difficile les essais de thérapie 
génique. Il est donc souhaitable de réduire la taille de la protéine exprimée. Le problème 
majeur reste le ciblage de la micro ou minidystrophine idéale ou au moins la plus 
efficace. Un aspect crucial du problème réside dans le choix des domaines/répétitions  à 
conserver ou à éliminer. Le lien phénotype/génotype n’est pas simple à établir et ne se 
résume pas à une proportionnalité entre taille de la dystrophine et efficacité cellulaire.. 
D’où la nécessité de mieux comprendre les propriétés physico-chimique de chaque 
domaine/répétition du domane central, dans le but d’améliorer au maximum l’efficacité 
des mini/microdystrophines thérapeutiques, tout en ciblant une molécule la plus courte 
possible.  
 
 L’intégration des données physico chimiques concernant la protéine exprimée à 
terme et de son potentiel de propriétés biologiques est un aspect du développement 
stratégiques des thérapies géniques ou cellulaires qui apparaît donc aussi important que le 
développement des vectorisations.  
 
Notre travail de thèse s’inscrit dans cette problématique : la connaissance 
approfondie des propriétés physico-chimiques du domaine central de la dystrophine est 
un enjeu clé dans le design de micro / minidystrophines thérapeutiques. 
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Pour l’ensemble de ce travail expérimental, nous avons ciblé des sous-domaines 
du domaine central de la dystrophine humaine : DYS R 1-3, DYS R20-24 et DYS R 11-
15.  
L’expression de ces protéines dans E.coli et leur purification par chromatographie 
d’affinité sont réalisées au laboratoire selon les protocoles expérimentaux décrits dans les 









 Dans ce chapitre, nous présenterons les résultats obtenus sur deux fragments du 
domaine central de la dystrophine humaine.  
 
Le premier fragment est formé des répétitions 1 à 3 (DYS R1-3) situé entre les 
charnières 1 et 2, en aval du domaine N-terminal. Le second fragment est constitué des 
répétitions 20 à 24 (DYS R20-24) situé entre les charnières 3 et 4, en amont des deux 
domaines, riche en cystéine et le domaine C-terminal. Ces deux fragments, DYS R1-3 et 
DYS R20-24, se trouvent proche du domaine ayant des propriétés de liaisons à l’actine 




  Cette étude, menée par l’équipe RMN-ILP et V.Vié de l’équipe Biophysique de 
l’Institut de Physique de Rennes (IPR), consiste à comparer les propriétés des deux 
fragments aux interfaces air/eau ou lipide/eau. Les études aux interfaces ont été réalisées 
au sein de l’IPR.  
 
J’ai notamment contribué aux études de la cinétique d’adsorption de la protéine en 
présence de monocouches lipidiques, ainsi que les dépôts sur substrat solide et 
caractérisation topographique par AFM.  
 
Les études d’orientation de la protéine au sein de la monocouche ont été réalisées en 
utilisant le PM-IRRAS (Polarization modulation infrared reflection absorption 
spectroscopy), en collaboration avec B.Desbat de l’Université de Bordeaux 1.  
 
Speciﬁc anchoring modes of two distinct dystrophin rod sub-domains interacting in
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Polarizationmodulation infrared spectroscopyboth sub-domains at the air/liquid interface and at the air/lipid interface in a Langmuir trough in order to
highlight differences in interfacial properties. The adsorption behaviour of the two proteins at the air/liquid
interface shows that they display surface activity while maintaining their alpha-helical secondary structure
as shown by PM-IRRAS. Strikingly, R20–24 needs to be highly hydrated even at the interface, while this is not
the case for R1–3, indicating that the surface activity is dramatically higher for R1–3 than R20–24. Surface-
pressure measurements, atomic force microscopy and PM-IRRAS are used in a Langmuir experiment with
DOPC–DOPS monolayers at two different surface pressures, 20 mN/m and 30 mN/m. At the lower surface
pressure, the proteins are adsorbed at the lipid ﬁlm interface while maintaining its alpha-helical structure.
After an increase of the surface pressure, R1–3 subsequently produces a stable ﬁlm, while R20–24 induces a
reorganization of the lipid ﬁlm with a subsequent decrease of the surface pressure close to the initial value.
AFM and PM-IRRAS show that R1–3 is present in high amounts at the interface, being arranged in clusters
representing 3.3% of the surface at low pressure. By contrast, R20–24 is present at the interface in small
amounts bound only by a few electrostatic residues to the lipid ﬁlm while the major part of the molecule
remains ﬂoating in the sub-phase. Then for R1–3, the electrostatic interaction between the proteins and the
ﬁlm is enhanced by hydrophobic interactions. At higher surface pressure, the number of protein clusters
increases and becomes closer in both cases implying the electrostatic character of the binding. These results
indicate that even if the repeats exhibit large structural similarities, their interfacial properties are highly
contrasted by their differential anchor mode in the membrane. Our work provides strong support for distinct
physiological roles for the spectrin-like repeats and may partly explain the effects of therapeutic replacement
of dystrophin deﬁciency by minidystrophins.
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ll rights reserved.1. Introduction tions, while not yet demonstrated to be involved in a cellular
ay be a key feature in controlling resistance to theDystrophin is a large ﬁlamentous cytoskeletal protein of the
muscle and nerve cells, localized along the internal face of the
sarcolemma [1,2]. It forms an array of ﬁlaments interacting with both
cytoskeletal actin and plasma membrane, via interaction with a
complex of intrinsic membrane proteins [for review, see [3]].
Interactions with membrane have also been suggested by in vitro
studies showing that speciﬁc parts of the central rod domain interact
with anionic and/or zwiterrionic phospholipids [4–6]. These interac-
Abbreviations: AFM, atomic force microscopy; LB ﬁlm, Langmuir–Blodgett ﬁlm; PM-stress of contraction–relaxation cycles in muscle cells. In the absence
of dystrophin due to dystrophin gene mutations, sarcolemma
ruptures are frequent and lead to cellular leakage which therefore
speeds up muscle degeneration, one of the major physio-pathological
processes of muscular dystrophies [7–9].
Dystrophin rod domain is made up of 24 homologous spectrin-like
repeats of about 110 residues, structured in three helix coiled-coils,
which couldbe considered as a series of three sub-domains separatedby
hinges, i.e. repeats 1 to 3, repeats 4 to 19 and repeats 20 to 24 [10,11].
We focused our study on repeats 1 to 3 (R1–3) and repeats 20 to 24
(R20–24) sub-domains. The ﬁrst is localized close to N-terminal end
which is known to be an actin domain binding while R20–24 is placed
close to the C-terminal end that links to the membrane dystroglycan
complex.
In a previous work, we studied the phospholipid-binding proper-
ties of the dystrophin rod domain [5,6] using small vesicles showing
tion-4B-sepharose bound GST-proteins were eluted after on-column
thrombin cleavage for 48 h at 4 °C in 10 mMTris (pH 7.5) and 150 mM
Table 1






R1–3 (333) 338–668 GS(S)EVNLD… …KSTAQISQA
R20–24 (574) 2469–3040 GSVPALA… …VRQLHE
*Construct of DeWolf et al. [4].
Residue in bold is the start (N-terminus column) or end (C-terminus column) residue
of the repeat from the Winder alignment [11].
GS in smaller characters and italics indicates the two residues left at the N-terminus
after thrombin cleavage of the GST-tag.
1504 V. Vié et al. / Biochimica et Biophysica Acta 1798 (2010) 1503–1511that R1–3 displays phospholipid-binding properties while on the
contrary, the R20–24 sub-domain does not display such properties
[12]. Electrostatic forces as well as hydrophobic forces likely
contribute to the binding of the R1–3 sub-domain to anionic
phospholipid vesicles, leading to the formation of stable phospholip-
id–protein complexes which can be separated by exclusion
chromatography.
However, determining the relationship of structure to function
requires following the potential trans-conformation of proteins upon
binding to phospholipid as well as the inﬂuence of the protein upon
the lipid interfacial properties. This could be achieved by changing the
membrane model, which would involve switching from the small
vesicle bilayer system to monolayer ﬁlms [13]. Due to their
amphiphilic structure, phospholipids form a two-dimension mono-
layer on the liquid surface, as in a Langmuir trough, and therefore
resemble half of the membrane bilayer. Their molecular arrangement
can be controlled by changing temperature and molecular area, as
well as sub-phase and surface pressure as previously shown with
spectrin, a molecule of the same family as dystrophin [14,15]. Several
techniques associated with the Langmuir trough provide information
about the protein and the lipid interfacial arrangements, including
surface-pressure measurement, polarization modulated-infrared re-
ﬂection absorption spectroscopy (PM-IRRAS) [16,17] and atomic force
microscopy (AFM) [18]. Thesemethods are particularly well suited for
studying interfacial proteins which interact with biological mem-
branes. We have previously used these methods to improve our
understanding of protein–lipid interactions of the wheat protein
puroindolines [19,20]. By varying parameters such as the surface
pressure in order to change the density of the lipid head-groups and
the charge density, it is possible to modulate the protein interaction
with lipids. It is known that electrostatic interactions are favoured by a
strong surface pressure, while hydrophobic interactions are facilitated
by lower surface pressure. In this study, we use this modulation
approach to investigate the interfacial air/liquid and lipid/liquid
properties of dystrophin sub-domain R1–3 and R20–24.We show that
the R1–3 domain has a very high activity with respect to anionic
phospholipid ﬁlms, which allows a partial insertion of the protein, at
low surface pressure, into the monolayer via hydrophobic forces. On
the other hand, the R20–24 domain appears to be adsorbed at the
interface solely by electrostatic forces, but only via a few residues.
Understanding the potential value of the therapeutic replacement of
dystrophin with mini- or micro-dystrophins requires a complete
structural and functional characterization of the protein domains,
including the molecular mechanisms of their interactions with lipids
or proteins. Our results stress that even though these repeats share
large sequence homology, they display quite different physico-
chemical properties, indicating that they may have different roles in
the muscle cell and that a sub-set of the repeats may be present in
therapeutic molecules.
2. Materials and methods
2.1. Materials
1,2-Dioleyl-sn-glycero-3-phosphocholine (DOPC) and 1,2-dioleyl-
sn-glycero-3-phosphoserine (DOPS) were purchased from Avanti
Polar Lipids (Alabama, US), and were used without further
puriﬁcation.
2.2. Preparations of recombinant dystrophin rod domain proteins
The recombinant proteins (Table 1) were expressed in E. coli.
Isolation and puriﬁcation of the GST-proteins R1–3 ad R20–24 used in
these experiments have been described previously [12]. The glutha-NaCl, 1 mM EDTA (TNE buffer). Proteins were eventually further
puriﬁed on ion-exchange chromatography columns from HiTrapTM
IEX Selection Kit and quantiﬁed using the BCA (bicinchoninic acid)
protein assay.
2.3. Monolayer measurements
The surface pressure (π) was measured with a ﬁlter paper held by
a Wilhelmy balance connected to a microelectronic feedback system
(π=γ0−γ, where γ0 and γ were, respectively, the surface tension
value without or with presence of molecules at the air/liquid
interface). Before starting the experiments, the trough was cleaned
with chloroform, ethanol and water, and then ﬁlled up with TNE
buffer. The air/liquid interface was cleaned from impurities by
repeated aspiration and ﬁlling. Each experiment was started when
the ﬂuctuation of the surface pressure was lower than 0.2 mN/m
during the compression.
2.3.1. Air/liquid interface measurements
A small circular Teﬂon trough containing a sub-phase volume of 4
or 8 mL was used and ﬁlled with TNE buffer. The protein was then
injected from a 50 μM stock solution into the sub-phase solution
through a hole in the trough using a microsyringe. The ﬁnal protein
concentration ranged from 4.10−8 to 100.10−8 M. The surface
pressure recordings started at the moment of protein injection into
the sub-phase and continued for a further 7 h after surface pressure
stabilization. Each experiment was repeated at least three times. The
reproducibility of π values was estimated at ±0.5 mN/m.
2.3.2. Lipid/liquid interface measurements
Computer-controlled and user-programmable Langmuir troughs
(Nima Technology, Cambridge, UK) equipped with two movable
barriers were used for surface pressure-measurements, AFM sample
preparations and PM-IRRAS experiments. Lipid mixture (DOPC/DOPS
(1:1, M:M)) or pure DOPC or DOPS in chloroform/methanol 2:1 (v/v)
was gently deposited at the air/liquid interface of the TNE buffer sub-
phase. After 10 min to allow evaporation of the solvent, lipid ﬁlms
were compressed by moving barriers at a rate of 20 cm²/min or
8 cm²/min in function of the trough size (700 cm² or 70 cm²,
respectively) and equilibrated at the desired surface pressure (from
20 to 30 mN/m). Then, the protein was injected into the sub-phase
just beneath the lipid monolayer. The increase of surface pressure due
to adsorption of the protein onto the monolayer was recorded
continuously as a function of time. Experiments were conducted at
room temperature.
2.4. Atomic force microscopy
AFM imaging of Langmuir–Blodgett ﬁlms (LB ﬁlms) was per-
formed in contact mode using a Pico-plus atomic force microscope
(Agilent Technologies, Phoenix, AZ) under ambient conditions with a
scanner of 10×10 μm². Topographic images were acquired in
constant force mode using silicon nitride tips on integral cantilevers
with a nominal spring constant of 0.06 N/m. Samples for imaging
3. Results
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ﬁlms. After stabilization of the surface pressure, the Langmuir ﬁlm
was transferred onto freshly cleaved mica plates at constant surface
pressure by raising the mica vertically (at 1 mm/min) through the
lipid/liquid interface. Imageswere obtained from at least two samples
prepared on different days with at least ﬁve macroscopically
separated areas on each sample.
2.4.1. Analysis of the shape of protein clusters on the AFM images
AFM images of 5×5 μm² size were analysed to characterize the
protein clusters. For these images, the height resolution is 0.078 nm
(Z-range=20 nm; 256 grey levels). Images were exported from the
AFM microscope in TIFF format, at a resolution of 24 bits and with a
size of 512×512 pixels. The images were analysed with ImageJ. To
determine the position of the centre, area and height of objects in the
AFM images, we performed the following procedure. All images were
similarly thresholded. The pixels with a grey level above the threshold
were given the value 255, while the others were given a null value.
Therefore, in the binarized images, we could calculate the number, the
position of the centre and the area of the objects. Then, the program
searched on the grey-level images for the maximal grey value around
the centre of the object to determine its height.
2.5. Polarization modulated-infrared reﬂection–absorption spectroscopy
(PM-IRRAS)
The PM-IRRAS spectrawere recorded on aNicolet (Thermo Electron,
Madison, WI) 870 FT-IR spectrometer. The FT is calculated with data
points every 1 cm−1 with a ﬁnal spectral resolution of 8 cm−1 by co-
adding 600 scans (corresponding to an acquisition time of 10 min) at
different surface pressures. In these experiments, intrinsic peak widths
are no lower than 25 cm−1, so a spectral resolution of 8 cm−1
represents the minimum wavelength number difference required to
discriminate accurately the presence of distinct peaks. The details of the
optical setup, the experimental procedure and the two-channel
processing of the detected intensity have been already described [16].
Langmuirﬁlmsof protein at the air/liquid or liquid/lipid interfaceswere
formed on 8 mL or 60 mL Langmuir troughs, respectively, as described
above. The PM-IRRAS spectra were acquired at several times during the
stabilization of the surface pressure, and then displayed after subtrac-
tion of the water bands from the sub-phase (TNE buffer) spectrum or
subtraction of the lipid spectrum (this is noted in the legends). They
were recorded from 4000 to 940 cm−1. Between 3000 and 2600 cm−1,
two bands are associated to the anti-symmetric and symmetric CH2
stretching mode of lipid acyl chains. In the region from 1850 cm−1 to
1250 cm−1, there appear the two amide I and amide II bands of the
proteins and several bands of the lipid head-groups (detailed in
Results section).
The analysis of PM-IRRAS spectra in terms of molecular orientation
relative to the interface relies on a speciﬁc surface selection rule. The
intensity and the positive or negative orientation of the IR bands
relative to the interface are correlated with the transition moments
[21]. In particular, the simulated PM-IRRAS spectra of the amide I and
II bands for an α-helix peptide with different orientations in the ﬁlm
show that the ratio between the intensities of amide I and amide II
bands RI/II, is dependent on the tilt angle θ of the helix with respect to
the normal to the interface [21–23]. It is worth to note that dystrophin
is a large ﬁlamentous protein and that the sub-domains studied here
are composed of ﬁve (R20–24) or three (R1–3) repeats, each
constituted by three helices structured in coiled-coil. Then the helices
should be essentially parallel in a repeat and the repeats in each sub-
domain are more or less in the same plane.
Experiments are conducting on different days with two batches of
protein puriﬁcation.Before investigating the properties of dystrophin repeats in
interaction with lipids in the monolayer, characterization of the
protein properties at the air/liquid interface was performed. This is
done ﬁrstly to determine the concentration to be used to avoid a
potential aggregation of protein in the solution and secondly, to
establish the protein saturation of the interface. Furthermore, PM-
IRRAS is used to detect the modiﬁcations of protein conformation.
3.1. The amphiphilic character of both proteins promotes their
absorption without drastic structural changes
Adsorption of the two proteins at the air/liquid interface was
studied using surface pressure, and PM-IRRAS.
3.1.1. Effect of protein concentration on surface pressure at the air/liquid
interface
Proteins dissolved in TNE buffer were injected into the sub-phase
of a 4 mL trough ﬁlled with the same buffer in the range 4.10−8 to
100.10−8 M. For each concentration, the kinetic of the protein
absorption was followed by recording the surface pressure. The
maximal surface pressure or ﬁnal surface pressure reached at the
equilibrium (“pseudo equilibrium”) protein adsorption is noted.
Fig. 1A reports the variations of the ﬁnal surface pressures according
to the protein concentration in bulk. It can be observed that increasing
concentrations of both proteins led to a progressively greater
interfacial pressure until maximal values of 20.4 and 19.7 mN/m
observed for R1–3 and R20–24, respectively. Above a protein
concentration of 20.10−8 M surface pressures were effectively
constant. These results show that the proteins display a pronounced
surface activity. The beginning of this plateau is observed at a protein
concentration of 16.6.10−8 M then this concentration was sufﬁciently
low to avoid potential aggregation of proteins in the sub-phase and it
was adopted for further experiments.
3.1.2. PM-IRRAS spectroscopy
Possible changes in conformation and orientation of the two
proteins at the air/liquid interface were examined using polarization
modulated-infrared absorption–reﬂection spectroscopy (Fig. 1B and
C). Spectra were acquired immediately after the protein injection at
the bulk concentration of 16.6.10−8 M, when the surface pressure
started to increase, at the beginning of the plateau (only for R20–24)
and after complete stabilization of the surface pressure at 18.5 mN/m
and 18.7 mN/m for R20–24 and R1–3 respectively.
A general inspection of the graphs indicates the presence of two
speciﬁc bands centred at 1653 cm−1 and 1545 cm−1 attributed to the
amide I and amide II signals, respectively.
As regards R20–24 (Fig. 1B), in the ﬁrst spectrum acquired just
after the protein injection, the amide I region is strongly distorted by
the presence of a negative band appearing between 1500 and
1700 cm−1 with a very weakmaximumat 1655 cm−1. This behaviour
has been previously observed and calculated for a highly hydrated
protein monolayer at the interface [24]. In this condition, the amide
bands are very broad and their intensities sometimes decrease by one
order of magnitude. First of all, the amide I peak is very broad and the
spectra show shoulders characteristics of turns and random structure
(∼1675 and ∼1640 cm−1) in addition to the alpha-helix structure.
The amide I signal increases and remains stable during stabilization of
the surface pressure at 18.5 mN/m. In contrast to amide I, the amide II
band increases during the kinetic experiment. Therefore, during the
adsorption, there is an increase of matter at the interface as well as a
reorientation. We previously showed that it is possible to use the
amide I/II intensity ratio, RI/II, to determine the average angle with
respect to the normal to the monolayer between the protein and the
interface [25]. Here, the very high value of RI/II indicates an alpha-
helical arrangement rather parallel to the air/liquid interface at the
beginning of the plateau. Later, the ratio decreases and becomes close
indicating an average angle of 57° with respect to the normal at the
air/liquid interface. Two peaks were observed, located at 1397 cm−1
Fig. 1. Absorption of proteins at the air/liquid interface. (A) Final surface pressure
reached at the end of the adsorption kinetic experiment as a function of the protein sub-
phase concentration in a Langmuir trough. Each point corresponds to the mean value of
three kinetic experiments. (B, C) PM-IRRAS spectra acquired during protein adsorption
at the air/liquid interface of R20–24 (B) and R1–3 (C). Spectra are acquired at the initial
surface pressure (dash–dot–dot), at the beginning of the surface pressure plateau
(short dash) and after stabilization of the surface pressure (solid line). The insert in B
shows the region between 1000 and 1150 cm−1 for R20–24. The protein concentra-
tions on the sub-phase are 0.166 μM.
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(Fig. 1B insert). A spectrum of the buffer was recorded using ATR
(spectra not shown here), which showed the same peak positions,
indicating that R20–24 promotes a higher local concentration or
induces a speciﬁc orientation of Tris molecules at the interface.
The spectra recorded from R1–3 are quite different from those
obtained from R20–24. The amide I and II bands remain very sharp
throughout the experiment and there is no evidence of recruitment or
reorientation of Tris molecules. Two spectra from R1–3 were recorded
at the beginning and after stabilization of the surface pressure at
18.7 mN/m (Fig. 1C). In the ﬁrst spectrum, the amide I and amide II
bands appear with a maximum wavenumber located at 1653 and
1545 cm−1, respectively, mainly reﬂecting a high content of α-helix
protein structure. After stabilization of the surface pressure, the
intensity of the two peaks increases, indicating an increase of matter
at the air/liquid interface. During the same time, RI/II remains at a
value of 3.2, which yields an average angle of 61° of the protein with
respect to the normal of the monolayer. Therefore, it appears that the
protein moves to the interface without further reorientation. In the
region situated between the two amide I and II bands, the signal
increases to form a shoulder around 1600 cm−1. Such a spectrum
shape could be due to the modiﬁcation of the optical indices of the
buffer, or more likely, the presence of N–H bending mode due to the
very high number of lysine, arginine, glutamic and aspartic acid
residues [26] which account for 99 over the 333 total residues.
Overall, these results show that the proteins remain structured in
α-helices as previously shown by circular dichroism [12].
3.2. The two sub-domains behave very differently in contact with lipid
monolayers
Previous data have shown that R1–3 interacts with DOPC/DOPS
small vesicles forming a stable lipid/protein complex isolated by
exclusion chromatography. In contrast any stable lipid/protein
complex is detected between R20–24 and these small vesicles [12].
Moreover, none of the proteins bind to PC/PE vesicles. Therefore, in
this study, we attempt to further characterize the interaction with
anionic lipids (DOPS). The lipid mixture is essentially DOPC/DOPS 1:1
nevertheless additional experiment with each pure lipid was
performed for R1–3. Evaluation of the adsorption was carried out
using atomic force microscopy (AFM) and PM-IRRAS.
3.2.1. Effect of protein injection on surface pressure of lipid ﬁlm
The lipid mixture was spread at the interface Langmuir trough to
form amonolayer. After compression and stabilization of the lipid ﬁlm
to 20 mN/m the proteins dissolved in TNE buffer were injected into
the sub-phase while the surface pressurewas continuouslymonitored
(Fig. S1 in the Supplementary material). R1–3 induced a progressive
increase to a stable plateau at 27 mN/m. By contrast, R20–24 induced
a ﬁrst increase to 25 mN/m, but later on the surface pressure declined
progressively to a lower value of 21 mN/m. For the initial lipid surface
pressure of 30 mN/m, no modiﬁcation of the surface pressure is
measured after proteins injection.
3.2.2. Atomic force microscopy and image analysis
Atomic force microscopy images were acquired on transferred
lipid and protein/lipid ﬁlms using the Langmuir–Blodgett technique.
For both proteins, transfer for AFM was done at the end of the
adsorption kinetic for the two initial surface pressures of 20 and
30 mN/m. The images obtained for DOPC/DOPS 1:1 ﬁlms at 20 mN/m
and at 30 mN/m without protein are presented in Fig. 2, A and B
respectively. These images show a ﬂat surface without defects. The
protein/lipid ﬁlm displayed in Fig. 2C to 2F appears as a homogeneous
dark ﬂat background dotted with isolated white protrusions.
Comparedwith the pure lipid images, these protrusions are attributed
to the presence of the proteins forming clusters with varying from
compared to clusters at 20 mN/m (Table S1 and Fig. 2D and G),
leading to a four-fold increase in the percentage of protein surface. In
Fig. 2. AFM images of transferred monolayers. A and B correspond to the DOPC/DOPS 1:1 monolayer at 20 and 30 mM/m respectively. C–F are obtained imaging the transferred
protein/lipid ﬁlms for protein absorption onto lipid ﬁlms at an initial pressure of 20 (C and E to B) or 30 (D and F to D)mN/m for R20–24 (C and D), and R1–3 (E and F). The scan size
is 5 μm×5 μm. Grey scale: z-range is 10 nm, meaning that higher objects appear lighter. The graphs (G–H) present the height versus the occupied surface of the objects on typical
AFM images for initial surface pressures of 20 mN/m (black dots) and 30 mN/m (open squares) for R20–24 (G) and R1–3 (H).
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background. The analysis of these images allows us to assess the
variation of the height of the objects versus the surface-area occupied
by the protein (Fig. 2G and H). In addition, the number of clusters and
the total surface occupiedwere calculated (Table S1 of Supplementary
material).
The image of R20–24 adsorption in DOPC/DOPS 1/1 ﬁlm at an
initial surface pressure of 20 mN/m (Fig. 2C) shows a heterogeneous
distribution of protein clusters of variable surface-area making up
0.5% of the total surface (Table S1 in the supplementary material).
When the lipid initial surface pressure is 30 mN/m, the number of
these clusters is increased ten-fold and the cluster height two-foldthe latter case, some larger clusters appear with a surrounding zone
devoid of protein, indicating that these large clusters are formed by
the recruitment of several smaller clusters. At an initial pressure of
20 mN/m, the lipid compacity is rather low and thus could promote
the insertion of proteins into the lipid ﬁlm by means of hydrophobic
forces. Nevertheless, the number of R20–24 clusters at this initial
surface pressure of 20 mN/m is rather small and the amount of
protein at the interface is very low despite its amphiphilic character.
Then, it is likely that the protein interacts slightly with the lipid ﬁlm
and remains largely in the solution. At the higher initial surface
pressure of 30 mN/m the negative charge density is higher than at
20 mN/m, which therefore favours an electrostatic interaction of the
protein with the lipid polar heads. That seems to be the case; indeed
the number and the height of clusters are higher at 30 mN/m than at
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the lipid interface. As the surface occupied by R20–24 clusters is
higher at 30 mN/m than at 20 mN/m, it appears that there is an
electrostatic binding of the protein to the lipids without contribution
of hydrophobic forces.
The image of R1–3 at the interface at an initial lipid surface
pressure of 20 mN/m is shown in Fig. 2E. R1–3 is present with a 3.5-
fold higher number of clusters compared to R20–24 (Table S1).
Moreover, there is a very heterogeneous distribution of clusters with a
highly variable surface and a low height (Fig. 2B and F). The total
surface occupied by the protein is as high as 3.3% (6.6 times the
surface occupied by R20–24). At an initial pressure is 30 mN/m
(Fig. 2D and F), the ﬁlm appears completely different from the ﬁlm at
20 mN/m, with twice as many clusters occupying a smaller surface of
2.2% compared to 3.3% at 20 mN/m (Table S1). The clusters are more
heterogeneous in height and surface at 30 mN/m than at 20 mN/m, in
accord with the decrease in surface occupied by the protein. These
changes reveal an electrostatic character at the lipid/protein binding.
As a control, additional experiments with R1–3 were performed with
each of the lipids alone to ensure that the binding was related to the
electrostatic charge of the anionic lipid, the AFM image analysis
(Table S1) showed that the number of particles is signiﬁcantly lower
for the DOPC monolayer compared to the DOPS monolayer and
conﬁrms the electrostatic effect.
At an initial pressure of 20 mN/m, the low lipid compacity
promotes a partial insertion of R1–3 into the lipid ﬁlm associated
with hydrophobic interaction, and the protein spreads out over the
lipid ﬁlm without piling up. The insertion occurs without a regular
arrangement of the protein being promoted by the lipid surface.
Variations in height of the clusters at the lowest initial pressure could
be due to two different processes. Firstly, protein adsorption takes
place under the lipid ﬁlm due to the anionic electrostatic forces of PS,
while, secondly, protein insertion is promoted by hydrophobic forces.
By contrast, at the high initial pressure of 30 mN/m anionic
electrostatic forces prevail over hydrophobic forces, while the
stronger lipid packing appears to limit the possibility of protein
insertion for R1–3 as well as R20–24, leading to a piling up of the
proteins. Indeed, AFM data show that for the high initial surface
pressure the behaviour of both proteins seems very close. At the lower
initial surface pressure R1–3 partially inserts into the monolayer
while R20–24 remains only bound by electrostatic forces without
insertion.3.2.3. Orientation and conformation of proteins in interaction with lipid
monolayer studied by PM-IRRAS spectroscopy
Fig 3. Representative PM-IRRAS spectra acquired during adsorption of proteins onto the
lipid monolayer. The lipid ﬁlm composed of DOPC/DOPS 1:1 is formed at the air/liquid
interface at a surface pressure of 20 mN/m. (A) a control spectrum is recorded before
protein injection beneath the lipid monolayer formed at the air/liquid interface at a
surface pressure of 20 mN/m. No signiﬁcant changes appear on the spectrum during
compression up to 30 mN/m. (B, C) spectra are recorded during the adsorption of R20–
24 and R1–3, respectively and obtained by calculating the ratio with the buffer
spectrum, except in the insert where the ratio is calculated with the lipid spectrum.
Spectra are acquired after the protein injection during the surface pressure increase
(dash–dot–dot), during the surface pressure plateau (short dash) and after the ﬁlm
compression at 30 mN/m (solid line).PM-IRRAS spectra were collected after injection of the protein into
the sub-phase beneath the DOPC/DOPS (1:1) monolayer stabilized at
20 mN/m. Three spectra were recorded, two during the kinetic
absorption and stabilization of the surface pressure and one after
compression of the mixed protein/lipid monolayer up to 30 mN/m.
First of all, before injection of the proteins beneath the lipid ﬁlm, a
lipid spectrum was recorded at a surface pressure of 20 mN/m. This
lipid monolayer spectrum is in accordance with previously published
results (Fig. 3A) [27–29]. It shows a positive band around 1726 cm−1,
which corresponds to the C O stretching vibration (ν(C O)) of the
head-group of both lipids. A very small peak at 1464 cm−1 can be
attributed to the stretching vibration of the C—H groups of the lipid
alkyl chains (ν(C—H)). A noisy signal is observed in the region
between 1500 and 1600 cm−1. Le Calvez et al. [30] reported that the
signal of carboxylate antisymmetric band (νa(COO−)) appears in this
wavenumber range. Therefore, the perturbation observed in the lipid
monolayer spectrum could be attributed to the presence of phospha-
tidylserine COO− head-group, which makes up half of the lipid ﬁlm.
The NH3+ head-group of this lipid could give a band at 1050 cm−1,
but no signal is detected at this surface pressure.
like repeats respectively. The two proteins are stable and soluble in
solution (non-aggregation), and their secondary structure is com-
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DOPC/DOPS monolayer.
There are no clear changes observed during the adsorption of R20–
24 at the lipid/liquid interface (Fig. 3B), and no modiﬁcation of the
positive peak corresponding to the C O stretching vibration at about
1733 cm−1. However, the intensity of this peak increases slightly,
indicating that lipid packing is not modiﬁed by the protein. To
eliminate the lipid signal from the protein signal, we represent the
ratio of protein/lipid with respect to lipid in the insert of Fig. 3B. Very
small signals are observed in the amide I and II region, meaning that
the presence of the protein cannot be clearly demonstrated. However,
the compression of the ﬁlm up to 30 mN/m induces an enhancement
of the peak located around 1733 cm−1, with a shoulder at 1686 cm−1,
and the appearance of a negative band around 1510 cm−1. The 1550
to 1500 cm−1 band of the COO− vibration is attributed to the serine
head-group in both spectra. The very large magnitude of this band
leads us to propose a major reorientation of the PS head-group in
contact with the protein. Moreover, the absence of any clear amide I or
II bands suggests that themajor part of each proteinmolecule remains
in the sub-phase, with only a few residues being involved in binding
to the serine lipid head-group. Furthermore, the intensities of the
bands assigned to the acyl chain (spectra shown in the Fig. S2 A) are
slightly affected by the injection of R20–24 under the lipid ﬁlm
suggesting few changes in the amount of lipidic matter under the
infrared beam and in the hydrophobic organization of the ﬁlm.
By contrast to R20–24, the injection of R1–3 clearly modiﬁes the
spectrum in the region from 1500 cm−1 to 1700 cm−1 (Fig. 3C). Three
maxima are observed on the plateau (with stable surface pressure,
Fig. S1), at 1733 cm−1, 1651 cm−1 and 1553 cm−1, which are
attributed to the lipid carbonyl group and the protein amide I and II
bands, respectively. Furthermore, the two latter are representative of
theα-helical structure, indicating that the protein is clearly present at
the interface, in contrast with R20–24, and that its alpha-helical
structure is preserved. The C O peak intensity decreases with respect
to the lipids alone, implying a reorientation of lipids at the interface.
However, the carbonyl vibration is still at a high frequency which
reﬂects the presence of a dehydrated ester group even after the
protein adsorption. When the surface pressure of the mixed R1–3/
lipid monolayer is increased to 30 mN/m, the three peaks are
maintained at the same wavenumber and their intensity increases.
The C O peak intensity recovers its initial intensity, which is
representative of the lipid packing observed at 20 mN/m before
protein injection.
Amide I and amide II peaks increase in the same proportion.
Therefore, the amount of R1–3 at the interface increases without any
change in the protein helical content. RI/II rises from 1 to 1.55, which
reﬂects a minor change from 40° to 45° in the average angle of helices
with respect to the monolayer normal. Consequently, we may
conclude that the ﬁlm is compressed without expulsion of the protein
and that the lipids and the protein are stabilized at the interface even
at the highest surface pressure, indicating an involvement of strong
interactions in the binding of R1–3 to lipids. In the region of the C–H
stretch of acyl chains (wavenumber range from 3000 to 2600 cm−1,
Fig. S2 B), the presence of R1–3 causes a disappearance of two bands.
In accordance with the previous results, the acyl chains are clearly
affected by the protein R1–3 suggesting the insertion of the protein in
the hydrophobic part of the ﬁlm and its stabilization during
compression.
4. Discussion
The present work is focused on the properties of two sub-domains
of the dystrophin central domain with respect to an anionic lipid
monolayer. R1–3 and R20–24 are composed of three and ﬁve spectrin-posed at least of 75% of α-helices [12]. Each repeat is structured in a
triple helical coiled-coil and the multirepeat proteins are formed of
chained-up repeats [31]. The surface pressure-measurements at the
air/liquid interface show that the pure absorbed proteins exhibit a
high afﬁnity for the interface where they are able to form stable
interfacial ﬁlms. To account for the high surface pressure observed
with the two proteins, we should bear in mind that high surface
pressure is related to a high degree of lateral protein packing and a
large area occupied by the protein at the air/liquid interface.
Therefore, it is clear that the two proteins display an amphiphilic
character. A similar conclusion was previously proposed for a
construct of R2 with the same plateau value of about 20 mN/m
observed at the air/liquid interface [4]. In addition, we show here that
longer proteins such as R1–3 and R20–24 display similar properties at
the interface. PM-IRRAS spectra show a high α-helix content with no
strong structural changes appearing at the air/liquid interfaces,
indicating that the proteins maintain their helical secondary
structure [16].
From these results, it appears that this strong interfacial activity
without α-helical unfolding could be a characteristic feature of all
spectrin-like repeats of dystrophin, as previously shown for a single
repeat [4]. Nevertheless, there could be some differences between the
repeats, including the requirement of a highly hydrated environment
for R20–24.
After this preliminary study of the behaviour of the two proteins at
the air/liquid interface, we then applied the membrane model to
investigate the interactions of the proteins with lipids.
The AFM image analyses clearly show an effect of the lipid initial
surface pressure on the number of protein particles observed at the
interface as well as the total surface occupied by the protein. Although
the lipids stay in a liquid-expanded state both proteins are more
present in the anionic lipid ﬁlm when the initial surface pressure is
30 mN/m compared to 20 mN/m. The value of the higher surface
pressure is chosen from the literature as corresponding to a
reasonable estimate of the surface pressure in biological membranes
[32–35]. However, although R20–24 is an amphiphilic protein, it
displays a poor ability to bind strongly with the anionic lipid
monolayer as shown by AFM and PM-IRRAS. This is in line with
previous results showing that R20–24 is not able to form stable lipid–
protein complexes and that the Trp environment in the protein is not
modiﬁed by the presence of anionic vesicles [12]. These latter authors
[12] used the highly curved model of membrane of small unilamellar
vesicles, while, in the present study, we investigate planar geometry
with phospholipid monolayers at two surface pressures, thus making
up a large range of studied situations. All together, these observations
lead us to conclude that the R20–24 sub-domain of the dystrophin rod
interacts only veryweaklywithmembrane phospholipids bymeans of
a few electrostatic forces. The main part of each R20–24 molecule
remains in the sub-phase. Then we could hypothesize that this part is
free to interact with intracellular molecules.
In the case of R1–3 at the low surface pressure of 20 mN/m,
hydrophobic interactionswith lipids facilitate a partial insertion of the
protein in the monolayer and promote a lateral interaction between
close protein molecules, thus explaining the large surface-area
occupied by R1–3. By contrast, at the high surface pressure of
30 mN/m, the proximity of anionic head-group precludes the
spreading out of each protein molecule relative to its neighbours,
and instead favours their piling up. In conclusion, R1–3 clearly shows
a preference for the lipid/liquid interface, which can facilitate
hydrophobic interactions needed for the insertion. Very interestingly,
the insertion as well as the piling up does not induce unfolding of the
α-helices.
In addition, even though it is very difﬁcult to interpret the angular
data as the protein is made up of nine helices, the helices form bundles
that could be assigned to a single global elongated macromolecule.
The angle with respect to the normal at themonolayer ranges from 40
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compared to the angle of 61° observed for the protein at the air/liquid
interface. This is highly indicative of a preference of the protein for the
lipid environment, in agreement with its high interfacial activity.
R1–3 represents a true sub-domain of the dystrophin rod domain
delineated by two hinges. It could be an essential domain in the
stabilization of protein–membrane interaction, and could be biolog-
ically highly relevant [36]. Dystrophin mechanically anchors cyto-
plasmic γ-actin ﬁlaments of the cortical cytoskeleton to the
sarcolemma via a direct interaction of the N-terminal actin-binding
domain of dystrophin with γ-actin [3]. This actin-binding domain is
separated from the R1–3 rod sub-domain only by a hinge. Thus, it is
tempting to hypothesize that R1–3 binding to membrane lipids could
strongly help to localize γ-actin close to the sarcolemma. On the C-
terminal end of the rod domain, the R20–24 sub-domain could even
provide a weak electrostatic binding to the membrane, thus
reinforcing the dystrophin WW domain interaction with the mem-
brane protein β-dystroglycan by maintaining dystrophin near the
membrane layer [36]. On the other hand, a recent study based on
microtubule cosedimentation assay suggests that the repeat 24 with
the ﬁrst third part of WW domain is involved in binding of
microtubules [37]. Then, if only few residues of R20–24 interact
with anionic lipids of the membrane, the other ones could interact
with components of the cellular cytoskeleton such as microtubules.
In addition, in dystrophin-deﬁcient muscles, it is striking that the
sarcolemma ruptures very frequently. Moreover, a higher suscepti-
bility to eccentric contractions is observed, which leads to calcium
entry into the damaged cells and leakage of the cellular content such
as creatine kinase [7,38]. Accordingly, immobilization of dystrophin-
deﬁcient muscles by knocking out of the acetylcholinesterase receptor
gene is accompanied by reduced signs of dystrophy [39]. This provides
clear evidence that dystrophin is involved in the resistance of
sarcolemmal membrane against stress induced by the contraction–
relaxation cycles of active muscle. As shown in the present study, the
R1–3 sub-domain of the dystrophin rod could play a central role in
such a resistance, and could be partly inserted into the monolayer at
low surface pressure through hydrophobic forces and under com-
pression could remained tightly attached to the monolayer through
electrostatic forces. This model of modulation of the monolayer by
surface pressure is close to the situation that takes place in the muscle
at work, i.e. dynamic and cyclic changes of membrane tensile strength
encountered by the muscle membrane during contraction (higher
surface pressure) and relaxation (lower surface pressure). Therefore,
dystrophin sub-domain R1–3 could provide the phospholipid mem-
brane with a solid support that is essential for maintaining membrane
cohesion [40,41]. Finally, in support of a role of R1–3 binding to
membrane lipids, it is known that truncated dystrophins lacking this
region are less efﬁcient to rescue the normal phenotype of the
dystrophin-deﬁcient mdx mouse [42,43], compared to constructs
containing these repeats, showing that this part of the rod domain is
essential for a normal function of dystrophin.
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Fig. S2. PM-IRRAS spectra acquired during adsorption of R20-24 (A) and R1-3 (B) injected 
below a lipid layer of DOPC/DOPS 1:1 at an initial surface pressure of 20 mN/m. The spectra 
are recorded and obtained by calculating the ratio with the buffer spectrum in the 
wavenumber range from 3000 to 2600 cm-1 to visualize the C-H stretch bands. Spectra are 
acquired before the protein injection (dash-dot-dot), during the surface pressure plateau (short 
dash) and after the film compression at 30 mN/m (solid line). At these surface pressures, the 







Une discussion de ces résultats, suivie d’une discussion générale de nos travaux sur la 
dystrophine et de notre conclusion seront présentées dans le chapitre 5 de cette partie 
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 Dans ce troisième chapitre de la partie II, nous nous intéressons aux répétitions 11 
à 15 du domaine central de la dystrophine humaine (DYS R11-15). Ces cinq répétitions, 
riches en acides aminés basiques, constituent le deuxième domaine de liaison aux 
filaments d’actine de la dystrophine (ABD2). Dans un premier temps, nous analyserons le 




 Différentes modèles membranaires seront utilisés : (i) les liposomes de différentes 
tailles (SUVs et LUVs), dans le but de comparer l’influence de la courbure membranaire 
sur l’interaction entre DYS R11-15 et les lipides ; et (ii) les monocouches lipidiques en 
cuve de Langmuir, qui permettent la modulation de la pression de surface du film et ainsi 
la détermination de l’effet du “lipid packing” sur l’interaction. 
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Spectrin-like Repeats 11–15 of Human Dystrophin Show
Adaptations to a Lipidic Environment*□S
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Dystrophin is essential to skeletal muscle function and con-
fers resistance to the sarcolemma by interacting with cytoskele-
ton and membrane. In the present work, we characterized the
behavior of dystrophin 11–15 (DYS R11–15), five spectrin-like
repeats from the central domain of human dystrophin, with lip-
ids.DYSR11–15displays an amphiphilic character at the liquid/
air interface while maintaining its secondary -helical struc-
ture. The interaction of DYS R11–15 with small unilamellar
vesicles (SUVs) depends on the lipid nature, which is not the
case with large unilamellar vesicles (LUVs). In addition, switch-
ing from anionic SUVs to anionic LUVs suggests the lipid pack-
ing as a crucial factor for the interactionof protein and lipid.The
monolayermodel and themodulation of surface pressure aim to
mimic themuscle at work (i.e. dynamic changes ofmusclemem-
brane during contraction and relaxation) (high and low surface
pressure). Strikingly, the lateral pressure modifies the protein
organization. Increasing the lateral pressure leads the proteins
to be organized in a regular network. Nevertheless, a different
protein conformation after its binding to monolayer is revealed
by trypsin proteolysis. Label-free quantification by nano-LC/
MS/MS allowed identification of the helices in repeats 12 and 13
involved in the interaction with anionic SUVs. These results,
combined with our previous studies, indicate that DYS R11–15
constitutes the only part of dystrophin that interacts with ani-
onic as well as zwitterionic lipids and adapts its interaction and
organization depending on lipid packing and lipid nature. We
provide strong experimental evidence for a physiological role of
the central domain of dystrophin in sarcolemma scaffolding
through modulation of lipid-protein interactions.
Dystrophin is a rod-shaped cytoplasmic protein that consti-
tutes a vital part of a protein complex that connects the cyto-
skeleton of muscle fibers to the surrounding extracellular
matrix through the cell membrane. This long, filamentous pro-
tein (Fig. 1A) is essential to skeletal muscle function, which is
demonstrated by the lethal pathophysiology associated with its
deficiency, namely Duchenne muscular dystrophy (1). Several
membrane and cytoskeletal binding partners of dystrophin
have been identified, including-dystroglycan from the dystro-
phin-glycoprotein complex (2, 3). -Dystroglycan interacts
with the cysteine-rich region of dystrophin that is located
between the stabilizing central domain, which consists of 24
spectrin-like repeats and is known as the rod domain, and the
C-terminal end of the molecule. Cytoskeletal actin interacts
with the dystrophin molecule through two actin-binding
domains, ABD1 and ABD2, which are situated at the N-termi-
nal end and at the center of the dystrophin rod domain (repeats
11–15), respectively (4). The subsarcolemmal location of dys-
trophin and its association with both the cytoskeleton and
membrane suggest a role in themechanical regulation of mem-
brane stress during contraction and elongation ofmuscle fibers
at work (5), when bending, blebbing, and various levels of pack-
ing occur. In particular, phenotype rescues of Duchenne mus-
cular dystrophy mouse models have shown that some parts of
the rod domain of dystrophin are essential for dystrophin func-
tion (6).We recently reviewed dystrophin function (7) and con-
cluded that although little is known about themechanisms that
trigger dystrophy disease at themolecular level, the rod domain
of dystrophin is no longer considered to be a passive linker;
rather, it is thought to have a key role in regulating the mem-
brane cytoskeleton and the extracellular matrix scaffold. Nev-
ertheless, many aspects of rod domain structure and function
are still unknown, and it is of great interest to map the entire
protein for binding domains andmechanical properties, partic-
ularly those linked to membrane. Our previous studies have
shown that DYS R1–33 strongly interacts with small unilamel-
lar vesicles (SUVs), whereas DYS R20–24 displays very weak
lipid binding properties (8, 9). In addition, repeats 1–3 and
4–19 are able to bind to anionic lipids and represent two lipid
* This work was supported by the “Association Franc¸aise contre les Myopa-
thies” and by RTR-BRESMAT (Universite´ Europe´enne de Bretagne).
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binding domains, called LBD1 and LBD2 (7, 10), respectively.
The lipid-binding properties of the rod domain are probably
required to provide mechanical stability to the sarcolemma, as
shown in the case of the spectrin-related cytoskeleton of the
erythrocyte (11). Among the repeats and subdomains that have
been previously studied, DYS R11–15 corresponds to a unique
region of the dystrophin rod domain that is rich in basic amino
acids and interacts with anionic membrane lipids. In contrast
with other repeats, this domain exhibits slight tryptophan fluo-
rescence quenching when in contact with zwitterionic SUVs,
which suggests a binding interaction with these lipids (10). The
region DYS R11–15 has also been reported as a second actin-
binding domain (ABD2) (4) in dystrophin. These five repeats
are part of the rod domain that may constitute a direct link
between the sarcolemma and cytoskeleton. It is of great interest
to characterize the behavior of these repeats in order to under-
stand the adaptation mechanisms of cell muscle membranes to
mechanical stress. To investigate the impacts of lipid packing
and lipid composition on DYS R11–15 function, we character-
ized the interaction and the organization of DYS R11–15 with
two lipid mixtures, 1,2-dioleoyl-sn-glycero-3-phospho-
choline/1,2-dioleoyl-sn-glycero-3-phospho-L-serine (DOPC/
DOPS) (1:1) and 1,2-dioleoyl-sn-glycero-3-phosphocholine:
1,2-dioleoyl-sn-glycero-3-phosphoethanolamine (DOPC/
DOPE) (1/1), in vesicles (SUVs and LUVs) and monolayer lipid
membrane models. These lipids were chosen because of their
presence in the sarcolemma (12), where DO fatty acids consti-
tute 12% of the global membrane composition. We used
DOPC/DOPS or DOPC/DOPE lipid mixtures at a 1:1 ratio
(mol/mol) because phosphatidylcholine represents 45%,
phosphatidylethanolamine 23%, and phosphatidylserine 18%of
the total phospholipids and to enhance potential specific effects
of phosphatidylethanolamine compared with PS.
EXPERIMENTAL PROCEDURES
Materials
All lipids were obtained fromAvanti Polar Lipids (Alabaster,
AL) and were used without further purification. The pGEX-
4T1 plasmid vector and a GST-TrapTM HP column were pur-
chased from GE Healthcare. Ozyme (St. Quentin-en-Yvelines,
France) supplied the ER2566 bacteria and restriction enzymes.
Sequencing grade trypsin was from Promega.
Protein Expression and Purification
Protein constructs were designed as described in Table 1.
The boundaries of the DYS R11–15 protein were chosen with-
out any extension based on the original alignment described by
Winder et al. (13). DYS R11–15, R1–3, and R20–24 were
expressed as GST-tagged proteins in Escherichia coli and were
purified as described previously (10). Purity was assessed by
SDS-PAGEwith Coomassie Blue staining, and protein concen-
trations were determined using the bicinchoninic acid protein
assay (14).
Phospholipid Vesicle Preparations
Multilamellar vesicles were prepared first.Mixtures contain-
ing one part DOPC to one part DOPS or DOPE (mol/mol) in
chloroform were dried overnight under vacuum and were sus-
pended in 150 mM NaCl and 0.1 mM EDTA buffered with 100
mM Tris-HCl at pH 7.5 (TNE buffer). SUVs with a mean diam-
eter of 30 nmwere prepared frommultilamellar vesicles diluted
to 25 mg of lipid/ml and sonicated at 4 °C (U200S, UKA
Labortechnic) for 2 min with half-duty cycles. Oxidation prod-
ucts were not detected in the SUVs obtained after sonication
(15). The sizes of the SUVs and LUVs were verified by dynamic
light scattering (4700/PCS100 spectrometer, Malvern) and
electron microscopy (JEOL 100 CX).
DYS R11–15 and Liposome Interactions
Steady-state FluorescenceMeasurements—Steady-state fluo-
rescencemeasurements were performed by adding 0.5MDYS
R11–15 in TNE buffer to liposomes at different concentrations
to achieve a final volume of 300 l. Tryptophan fluorescence
emission spectra were recorded between 310 and 420 nm using
an excitation wavelength of 295 nm (bandwidth, 2 nm) on a
Fluorolog spectrofluorometer (Jobin-Yvon, Longjumeau,
France) using 10 2-mm quartz cuvettes at 20 °C.
Proteolytic Digestions on Vesicles—Samples containing 0.5
MDYSR11–15 alone, with 0.5mMSUVs (30 nm), andwith 0.5
mM LUVs (100, 200, and 400 nm) were incubated for 2 h at
room temperature in TNE buffer. SUVs and LUVs were gener-
ated with a DOPC/DOPS or DOPC/DOPE lipid mixture. Sam-
ples were incubated with 200 g/ml trypsin. Aliquots were
removed at different time intervals after the addition of the
protease and transferred into Laemmli denaturing buffer. Sam-
ples were visualized using 15% SDS-PAGE stained by silver
nitrate.
DYS R11–15/Langmuir Experiments
Before the experiments were begun, small circular Teflon
troughs with subphase volumes of 3 or 8 ml were cleaned with
ethanol and water and filled with TNE buffer. All experiments
were performed between 19 and 21 °C.
Air/Liquid InterfaceMeasurements—The experiments in the
absence of lipid at the air/liquid interface, prior to lipid/liquid
interface, allow determination of the following: (i) the amphi-
philic properties of the protein; (ii) the concentration at which
the protein saturates the lipid-free interface (16) in a way to
minimize the protein aggregation that could result from a high
protein concentration; and (iii) the concentration of the protein
TABLE 1
Human dystrophin rod 11–15 subdomain construct
Residues in boldface type indicate the start (N terminus column) or end (C terminus column) residue of the repeat from the alignment of Winder et al. (13). Underlined
residues indicate the start (N terminus column) or end (C terminus column) residue of the repeat from the alignment of Koenig and Kunkel (57). GS, residues left at the N
terminus after cleavage of the tags.
Construct (number of residues) Start residue End residue N terminus C terminus
DYS R11–15 (515)a 1461 1973 GSFQKPAN . . . . . . RLNFAQ
a The DYS R11–15 (residues 1–515) protein used in this study corresponds to residues 1461–1973 of native full-length dystrophin.
Behavior of Dystrophin R11–15withMembraneModels
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that will be used in the experiments with lipids. In these studies,
this concentration is usually chosen slightly lower than the con-
centration of saturation (16–18). The protein was injected into
the subphase solution at final concentrations ranging from0.01 to
1M. The surface pressurewas recorded continuously until it sta-
bilized. Each experimentwas repeated at least three times, and the
 values were found to be reproducible to within 0.3 mN/m.
In situ infrared spectroscopy was used to study the stability
and the secondary structure of the protein at the air/liquid
interface. The PM-IRRAS spectra were recorded on a Nicolet
870 FT-IR spectrometer (ThermoElectron,Madison,WI). PM-
IRRAS combines Fourier transform infrared reflection spec-
troscopy of an interfacewith fastmodulation of the polarization
of the infrared radiation between parallel (p) and perpendicular
(s) directionswith respect to the plane of incidence (19, 20). The
FT is calculated with data points every 1 cm1 with a final
spectral resolution of 8 cm1 by co-adding 2400 scans. The
details of the optical setup, experimental procedure, and two-
channel processing of the detected intensity have been
described previously (20). The PM-IRRAS spectra were
acquired over several time intervals while the surface pressure
stabilized and are displayed after the water bands were sub-
tracted from the subphase (TNE buffer) spectrum.
Lipid/Liquid Interface Measurements—Monolayer films
have become a standardmodel for studying lipid-protein inter-
actions and associations in biological membranes (21). Lipid
mixtures (DOPC/DOPS and DOPC/DOPE) in a 2:1 chloro-
form/methanol solution (v/v) were gently spread at the air/liq-
uid interface of the TNE buffer subphase in the 8-ml circular
Teflon trough at the desired surface pressure, which ranges
from 15 to 32 mN/m. This surface pressure is called the initial
lipid surface pressure (i). The protein was injected into the
subphase just beneath the lipid monolayer at a final concentra-
tion of 0.1M.The increased surface pressure and ellipsometric
angle due to adsorption of the protein to the monolayer were
recorded continuously as functions of time.
Surface Pressure and Ellipsometry—The ellipsometric angle
() and surface pressure () in the troughwere recorded simul-
taneously. The surface pressure was measured using the Wil-
helmy method (Nima Technology, Cambridge, UK). The ellip-
sometricmeasurementswere carried outwith a conventional null
ellipsometer using a helium-neon laser operating at 632.8 nm. In
this “null ellipsometer” configuration (22), theanalyzerangle,mul-
tiplied by 2, yielded the value of the ellipsometric angle . Varia-
tions in the ellipsometric angle are related to the phase difference
between the parallel and perpendicular polarizations of the
reflected light. The procedure is described elsewhere (23).
Atomic ForceMicroscopy—A computer-controlled and user-
programmable Langmuir trough (Nima Technology) equipped
with two movable barriers was used to measure the surface
pressure and prepare AFM samples. Imaging samples were
obtained using the Langmuir-Blodgett technique. The process
requires a slow vertically lifting of the slides from the subphase
to air, termed Blodgett deposition (24, 25), and is usually asso-
ciated with AFM to characterize molecular organization of the
monolayer. After the surface pressure stabilized, the Langmuir
film was transferred to freshly cleaved mica plates at constant
surface pressure by vertically raising (1 mm/min) the mica
through the lipid/liquid interface. In some cases, 200 g/ml
trypsin was injected into the subphase 20 min or 2 h before the
Langmuir-Blodgett transfer. AFM imaging of Langmuir-
Blodgett filmswas performed in contactmodeusing a Pico-plus
atomic force microscope (Agilent Technologies, Phoenix, AZ)
under ambient conditions with a scanning area of 10 10 m2.
Topographic images were acquired in constant force mode using
silicon nitride tips on integral cantilevers with a nominal spring
constant of 0.06newtons/m.Representative imageswereobtained
from at least two samples prepared on different days and from at
least five macroscopically separated areas on each sample.
Identification of Peptides by Nano-LC/MS/MS
Samples containing DYS R11–15 alone or in the presence of
SUVs in a 1:1000 (mol/mol) ratio were prepared. Trypsin was
added to a final concentration of 0.1 g/liter. After 20min, diges-
tion was stopped by adding 0.2% trifluoroacetic acid (TFA)
(Pierce), and the samples were analyzed by tandem mass spec-
trometry (MS/MS). All mass spectra were measured using a
hybrid quadrupole TOF mass spectrometer QStar XL (MDS
Sciex, Toronto, Canada). The instrument was calibrated with a
multipoint calibration that used fragment ions resulting from
collision-induced decomposition of a peptide from -casein,
-CN(193–209) (NeoMPS S.A., Strasbourg, France). After
dilution in 0.1% TFA, the peptide fraction (10 l) was trapped
onto a C18 PepMap 100 (300-m inner diameter, 5 mm;
Dionex) microprecolumn cartridge before the peptides were
separated on a C18 PepMap column (75 m, inner diameter
150 mm; Dionex). Solvent A contained 2% acetonitrile, 0.08%
formic acid, and 0.01% TFA in LC grade water, and solvent B
contained 95% acetonitrile, 0.08% formic acid, and 0.01% TFA
in LC grade water. The separation began with 5% solvent B for
5min, and the concentration of solvent Bwas linearly increased
from 5 to 50% over 60 min at a flow rate of 200 nl/min. The
separated peptides were analyzed by ESI quadrupole TOF in
positive ion mode. A voltage of 3 kV was applied to the nano-
electrospray ion source (Proxeon Biosystems A/S, Odense,
Denmark). MS and MS/MS data were acquired in continuum
mode. Data-direct analysis was used to performMS/MS analy-
sis on 1 to 3 charged precursor ions. Spectra were collected
in the selectedmass range of 400–1500m/z forMS spectra and
60–2000 m/z for MS/MS spectra. The mass spectrometer was
operated in data-dependent mode using Analyst QS 1.1 soft-
ware (Applied Biosystems, Framingham, MA) and automati-
cally switched between MS and MS/MS acquisition when the
intensity of the ions was above 10 counts per second. All data
(MS andMS/MS) were submitted toMASCOT (version 2.2) to
identify peptides. The search was performed against a home-
made data base composed of 200 sequences of proteins from
the common Repository of Adventitious Proteins (cRAP pro-
ject; see theGlobal ProteomeMachineWeb site). A semitryptic
enzymatic cleavage with five possible missed cleavages was
used, and the peptide mass tolerance was set to 0.2 Da for MS
and 0.2 Da for MS/MS data. Two variable modifications were
selected to allow for the oxidation of methionine residues and
deamidation of asparagine and glutamine residues. For each
peptide identified, a maximum p value of 0.001, which corre-
sponds to an averageMASCOT score of at least 39, was consid-
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ered to be the prerequisite for peptide validation with a high
degree of confidence. Under these conditions, the false peptide
discovery rate was found to be 1.35% for the three samples. The
identified peptides were quantified in a label-free manner (26)
using the peak height of the extracted ion chromatograms in
the raw MS chromatograms (0.2 atomic mass units) using
Analyst QS 1.1. Intensity variation between peptides from dif-
ferent samples (free or liposome-complexed) was considered
significant when the intensity changed by a factor of at least 1.5.
Molecular Modeling
Individual residues were assigned to the “a–g” positions
within the heptads proposed by Winder (13) in predicted
coiled-coil repeats. The fold recognition program mGen-
THREADER (27, 28) was run to detect the best templates for
comparative modeling. The alignment proposed by mGen-
THREADER is consistent with the pattern proposed byWinder
et al. (13) and Kusunoki et al. (29) with respect to the heptad
motifs conserved in the spectrin repeats. Secondary structure
predictions were performed by PSIPRED (27), which incorpo-
rates four feed-forward neural networks that analyze the output
obtained from PSI-BLAST (available from the NCBI, National
Institutes of Health, Web site). Homology models of DYS
R11–15 were built using the software MODELLER 9.7 (30).
MODELLER is a program based on satisfaction of spatial
restraints generated on the target sequence using alignment
with the three-dimensional structure of the template. The loop
modeling protocol of MODELLER 9.7 (31) was used to refine
the loops of the selectedmodel. Starting with a random confor-
mation, 40 structures were built for each loop. The generated
structures were assessed using MODELLER output as well as
additional evaluations. The program PROCHECK was used to
assess the stereochemical quality of the structures (32) and was
supplemented by ProSA-WEB (33), the Web-based version of
ProSA (34), by VERIFY3D (35), and by examination on a
graphic display. The secondary structure of the models was
analyzed and represented with PyMOL (DeLano Scientific).
Hydrophobic and electrostatic potentials on themolecular sur-
faces were calculated using rTools (Kristian Rother) and the
Adaptive Poisson-Boltzmann Solver (36) software package,
respectively, implemented in PyMOL.
RESULTS
Protein Purification and Amphiphilic Properties
DYS R11–15 presents a unique band on SDS-PAGE and
Coomassie Blue staining at the expected molecular mass of 59
kDa (Fig. 1B). The protein identification was further confirmed
by tandem mass spectrometry. The monomeric state with a
Stokes radius of 3.4 nm was confirmed by size exclusion chro-
matography (Fig. 1C). On representative negatively stained
electron micrographs, DYS R11–15 appears as an elongated or
slightly curved rod 25–30 nm in length (Fig. 1D). Purified DYS
R1–3 and R20–24 rod domains were used as controls in this
study and were generated as described previously (9). At the
air/liquid interface, adsorption of DYS R11–15 was followed by
surface pressure measurements while varying the subphase
protein concentration over the range 0.1–1M.At each protein
concentration, the surface pressure increased to a stable value,
which indicated the end of the adsorption kinetics. This stable
surface pressure increased with the protein concentration (Fig.
2A) up to a maximal value of 20.5 mN/m. At this surface pres-
sure, the interface was saturated by protein regardless of the
subphase concentration. The onset of this plateauwas observed
at a protein concentration of 0.1M, and this concentrationwas
therefore chosen for further experiments. To follow putative
changes in the conformation of the protein at the air/liquid
interface, PM-IRRAS spectra were acquired 20 h after protein
injection at a bulk concentration of 0.1 M and a surface pres-
sure of 20.5 mN/m. The spectra (Fig. 2B) contained one band
located between 1700 and 1600 cm1 (centered at 1655 cm1)
and another between 1600 and 1500 cm1 (centered at 1541
cm1). These bands attributed to the amide I and amide II
signals, respectively (37), are characteristic of an -helical
structure (38, 39). Therefore, the protein maintained its -hel-
ical structure at the interface. SDS-PAGE analysis indicated
that no proteolysis had occurred (not shown).
FIGURE 1. A, schematic illustration of the dystrophin protein. H1–H4, hinges
1–4;DGC, dystrophin-glycoprotein complex;ABD, actinbindingdomain; LBD,
lipid binding domain as defined in Ref. 10. B, SDS-PAGE analysis of purified
DYS R11–15 subdomain revealed by Coomassie Blue staining. DYS R11–15
is indicated by an arrow at 59 kDa. C, size exclusion chromatography of
DYS R11–15. D, transmission electron micrographs of negatively stained
DYS R11–15. V.V., void volume; mu.A., milliunit of absorbance.
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In conclusion, the protein is adsorbed at the air/liquid inter-
face while remaining in a stable and folded state after overnight
adsorption, which demonstrates a strong amphiphilic charac-
ter. This allowed for further experiments at the lipid/liquid
interface.
DYS R11–15 and Liposome Interaction
When the anionic SUV (30 nm) concentrationwas increased,
the fluorescence emission of tryptophan increased and reached
a plateau. In contrast, DYS R11–15 tryptophan fluorescence
progressively decreased in the presence of anionic LUVs of 100,
200, and 400 nm in diameter (Fig. 3A) and also decreased in the
samemanner in the presence of zwitterionic SUVs and LUVs of
various diameters (Fig. 3B).
DYS R11–15 andMonolayer Interaction
Interaction of DYS R11–15 with DOPC/DOPS and DOPC/
DOPE Monolayers—The binding between DYS R11–15 and
anionic SUVs is well established; however, it appeared that
bindingwas weakwith anionic LUVs or with zwitterionic SUVs
and LUVs. The contrast in binding properties between SUVs
and LUVs could be accounted for by differences in curvature,
whereas the contrast in binding with anionic versus zwitteri-
onic SUVs is accounted for by differences in charges. Combin-
ing both low curvature and zwitterionic lipids might induce
even weaker binding. Because it is known that the surface pres-
sure of a monolayer can induce different binding properties for
amphiphilic proteins by favoring electrostatic and hydrophobic
forces, we examined the adsorption of DYS R11–15 to phos-
pholipid anionic and zwitterionic monolayers at various initial
surface pressures (i). Both the DOPC/DOPE and DOPC/
DOPSmixtures contained unsaturated hydrocarbon chains, so
the pressure-area isotherms at the air/liquid interface are typi-
cal of a single liquid-expanded phase.
For all lipid compositions and initial surface pressures below
a critical value (c) discussed below, the pressure-area iso-
therms exhibited variations in both the surface pressure, (
max i) (Fig. 4A) and the ellipsometric angle ( final
lipid) (Fig. 4B) due to the adsorption ofDYSR11–15 to the lipid
monolayer, which indicated that DYS R11–15 bound to both
lipid mixtures. Such curves are classically drawn to analyze
lipid-protein interaction and to highlight electrostatic and
hydrophobic interactions (16–18, 40, 41).
These variations ( and ) were greater at lower initial
pressures (40). As i was increased, a critical surface pres-
sure was achieved (c), after which no further modification
of the ellipsometric angle and overpressure were observed.
These results indicated that no more protein could penetrate
the monolayer. Thus, more DYS R11–15 can be inserted into
the monolayer if the film is less condensed. However, i did
exhibit somedifferences in its behavior in the twodifferent lipid









































FIGURE 2. Absorption of protein at the air/liquid interface. A, the final
surface pressure for different subphase concentrations reached at the end of
kinetic adsorption. Each point corresponds to themean value of three kinetic
experiments. B, PM-IRRAS spectra acquired after protein adsorption at the
air/liquid interface ofDYSR11–15 (overnight after injection). Theprotein con-
centration in the subphase was 0.1 M.
FIGURE 3. Tryptophan fluorescence intensity of DYS R11–15 (0.5M) fol-
lowing 2 h of incubation in the presence of different concentrations of
lipid vesicles with DOPC/DOPS (A) andwith DOPC/DOPE (B). Lipid vesicle
diameters were as follows: 30 nm (E), 100 nm (), 200 nm (), and 400 nm
().
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more in DOPC/DOPE than in DOPC/DOPS. Above i 22.5
mN/m, the opposite behaviorwas observed. The critical surface
pressures were 32 and 29 mN/m for DOPC/DOPS and DOPC/
DOPE, respectively. These differences show that, at lipid sur-
face pressures below 22.5mN/m, the binding ofDYSR11–15 to
lipid monolayers depends on the accessibility of hydrophobic
zones, which dominate the DOPC/DOPE film. At surface pres-
sures above 22.5 mN/m, binding is driven mostly by electro-
static forces, which dominate the DOPC/DOPS film. There-
fore, DYS R11–15 inserts into less condensed films of
zwitterionic lipids and into condensed films of anionic lipids.
In the presence of lipid monolayers and at a surface pressure
of 20 mN/m, the variation of the overpressure versus DYS
R11–15 concentration was measured with both lipid mixtures.
We noticed that, in both cases, identical saturation concentra-
tions (0.1 M) were determined with anionic (DOPC/DOPS)
and zwitterionic (DOPC/DOPE) lipids (supplemental Fig. S1).
These values are the same as those observed for saturation of
the air/liquid interface by DYS R11–15, as shown in Fig. 2A. It
appears that the saturation does not require higher concentra-
tions when changing the lipid mixtures.
DYS R11–15 Organization Depends on Lipid Packing—To
study the organization and to understand the evolution of the
layer structure at the interface, AFM was used to image DYS
R11–15 inserted into phospholipid layers at the mesoscopic
scale. Results are displayed at initial surface pressures of 16, 20,
and (c 2)mN/m (i.e. 27 and 30mN/m forDOPC/DOPE and
DOPC/DOPS, respectively). These values were chosen because
they are representative of significant changes in the organiza-
tion of DYS R11–15. AFM images of the pure protein show a
proteinmonolayer corresponding to the dark background, with
some brighter spots formed by protein aggregation (Fig. 5G).
Comparison of the AFM images of a pure lipid film (Fig. 5G,
inset) and mixed phospholipid/protein films (Fig. 5, A–F)
allows the bright protrusions (1.8–2.5 nm) to be attributed to
the presence of proteins or protein-lipid complexes embedded
in a darker matrix corresponding to the lipid monolayer.
Images of DYS R11–15DOPC/DOPS at i of 16 mN/m (Fig.
5A) show a heterogeneous distribution of protein or lipid/pro-
tein clusters with filament aggregation, whereas a network is
observed ati of 20 and (c 2)mN/m (Figs. 5, B andC).With
DOPC/DOPE at i of 16 mN/m, DYS R11–15 is locally orga-
nized into interconnected clusters (Fig. 5D). At the initial sur-
face pressures of 20 and (c 2)mN/m, complete networks are
observed (Fig. 6, E and F). The height (H) and the width (W) of
the ridges that form the networks observed at 20 mN/m are
significantly larger for DOPC/DOPE (H  1.95 nm, W  78
nm) than for DOPC/DOPS (H 1.16 nm,W 58 nm). At (c
 2) mN/m, the network height is quite similar in both lipid
mixtures (1.8 nm), whereas the network width in the anionic
monolayer (58 nm) is larger than that in the zwitterionic
monolayer (39 nm). In agreement with the preceding data,
which show that a low initial surface pressure favors protein
insertion into DOPC/DOPE over DOPC/DOPS, the protein
appears to be present in greater amounts in the AFM images of
DOPC/DOPE than those of DOPC/DOPS.Moreover, the zwit-
terionic lipids induce organization of the protein molecules
that leads to the beginning of a network, whereas in anionic
lipid films, the proteins stay in individual clusters. By increasing
the surfacepressure, anetworkappears regardless the lipidnature.
Nevertheless, a fine characterization of networks highlights little
differences. Such behavior suggests that lipid/protein interactions
inducemolecular orientation changes andmodulate protein/pro-
tein interactions depending on both the lipid type (anionic or not)
and the lipid packing (initial surface pressure).
Because a similar protein network was observed at an initial
surface pressure of 20 mN/m, we wondered whether the con-
formation of the protein was the same in the two cases. To
investigate this possibility, the trypsinwas injected into the sub-
phase, and an Langmuir-Blodgett transfer was performed.
After 20minof proteolysis, a non-connectednetwork remained
in the DYS R11–15DOPC/DOPS (Fig. 6A) sample. In contrast,
the network in the DYS R11–15DOPC/DOPS sample was
nearly completely digested, and only a few protein clusters
remained (Fig. 6C). After 2 h of trypsin digestion, both net-
works were entirely digested (Fig. 6, B and D). These results
show that the network is primarily composed of DYS R11–15
and that trypsin accessibility to the protein is higher in the


























FIGURE 4. Increaseof the surfacepressure (A) andof the ellipsometric
angle  (B) at the end of the kinetic absorption of DYS R11–15 in phos-
pholipid filmsversus the initial surfacepressure (i) of themonolayersof
DOPC/DOPS (F) and DOPC/DOPE (). The subphase concentration of
R11–15 was 0.1 M. The measured critical surface pressures were 32 and 29
mN/m for the anionic and zwitterionic monolayers, respectively (T  19 °C;
subphase, TNE buffer).
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onic monolayer. This difference in accessibilities strongly sug-
gests that the conformation ofDYSR11–15 is dependent on the
nature of the lipid monolayer and that different regions of the
protein may be involved in binding to the two distinct lipids.
Therefore, it is of great interest to map the interacting regions.
However, obtaining reliable detailed information at themolecular
level from proteins processed under a monolayer in a Langmuir
trough is quite difficult. Therefore, we chose to investigate the
effects of proteolysis on DYS R11–15 using the vesicle model.
DYS R11–15 Proteolysis Patterns
Trypsin proteolysis of the protein and protein/vesicle mix-
tureswas followed by SDS-PAGE (supplemental Fig. S2).When
alone or in contact with DOPC/DOPS LUVs, the 59-kDa signal
of full-length DYS R11–15 disappears after 20min of digestion.
In contrast, the signal disappears after only 5 min when the
protein is in contact with DOPC/DOPS SUVs. A specific pro-
teolysis product appears at 23 kDa when trypsin acts on DYS
FIGURE 5. AFM topographic images of transferredmonolayers. A–F correspond to the transferred protein/lipid films for protein adsorption onto the lipid
monolayer at initial surface pressures of 16mN/m (A andD), 20mN/m (B and E), (c 2)mN/m (C and F) usingDOPC/DOPS (A–C) andDOPC/DOPE (D–F) as the
lipidmixtures.G corresponds to DYS R11–15 at the air/liquid interface, and the inset represents the lipidmonolayer DOPC/DOPS at 20mN/m. In all images, the
scan size is 5  5 m, and the height scale is 5 nm. The histogram (H) presents the statistical analysis of the AFM images in B, C, E, and F (for details, see
supplemental material).
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R11–15 that is bound to DOPC/DOPS SUVs. No significant
changes in the proteolysis patterns were observed in SDS-
PAGE when DOPC/DOPE SUVs or LUVs were mixed with the
protein. The most significant differences between free DYS
R11–15 and the lipid-protein complexes were observed when
the protein was in contact with anionic SUVs. We focused
label-free quantitative proteomics on trypsinized DYS R11–15
in the absence or presence of SUVs.We used biostatistical pro-
filing (42) in which changes in the intensities of the peptide ions
are recorded. MS/MS spectra allowed us to compare the ratios
of the integrated peak areas/intensities of the peptide ions
across samples (supplemental Fig. S4). The presence of the pep-
tides that correspond to trypsin cleavage from residue 171 to
residue 235 dramatically decreased when the protein was pre-
incubated in the presence of DOPC/DOPS SUVs. The trypsin
accessibility to the protein in this zone is reduced,whichmay be
because DYS R11–15 interacts with lipid SUVs through this
region or because the presence of the liposomes changes the
conformation of the protein. Therefore, we named this region
the zone protected from trypsin digestion in the presence of
DOPC/DOPS SUVs, and this zone corresponds to residues
1632–1696 of full-length human dystrophin. When compared
with trypsin action on the protein without any lipids, the inten-
sity of the proteolytic peptides that ranged from residue 250 to
residue 392 increased significantly when DYS R11–15 was pre-
incubated in the presence of both DOPC/DOPS and DOPC/
DOPESUVs. These results reflect higher trypsin accessibility in
the presence of liposomes, and this region was called the zone
unprotected from trypsin digestion in the presence of SUVs and
corresponds to residues 1711–1753 of full-length human dys-
trophin. The peptide intensities from residues 6–181 were
slightly higher when DYS R11–15 was in the presence of the
zwitterionic SUVs (supplemental Fig. S3A) and slightly lower in
the presence of the anionic SUVs (supplemental Fig. S3B). The
explanation for these data is that, when the DOPC/DOPS pro-
tected zone interacts with the anionic SUVs, the area formed by
amino acids 6–181 are brought very close to themembrane and
will be less suitable for proteolysis. This explanation also
accounts for the increase in fluorescence intensity that was
observed with anionic SUVs due to the proximity of two tryp-
tophan residues, Trp128 and Trp155, with the hydrophobic lipid
tails. The intensity variations between the peptides of different
samples (free or with SUVs) in the other protein zones did not
meet our criteria for significance.
Modeling andMapping the Interactions Resulting fromMS/MS
Data
As expected, mGenTHREADER revealed that the best tem-
plates for DYS R11–15 were spectrin repeat proteins, particu-
larly repeats 14–16 of human spectrin (Protein Data Bank code
3edv) (43) and repeats 15–16 of the chicken brain spectrin (Pro-
tein Data Bank code 1u5p) (44). DYS R11–13 shares 10.6%
sequence identity with 3edv, and DYS R14–15 shares 19.6%
sequence identity with 1u5p. As previously described (29),
despite a relatively low percentage of sequence identity, the
structures of individual spectrin-like repeats are nearly identi-
cal and provide good models for comparative modeling. Sup-
plemental Fig. S4 presents the sequence alignments of DYS
R11–15 with Protein Data Bank entries 3edv and 1u5p. We
usedMODELLER to build themodel of DYSR11–15, andmore
than 100 homologymodels were generated in this manner. The
models with GA341 scores higher than 0.6 with the lowest tar-
get function and DOPE scores were evaluated with ProSA-
WEB and VERIFY3D. For the representative results shown in
Fig. 7, profiles indicate a high qualitymodel with a ProSA global
score of 8.84 and a positive mean force potential from
VERIFY3D. After minimization, the Ramachandran map
shows 93.6% of the residues in themost favored regions, 6.4% in
the allowed zones, and no residues in the forbidden zones (see
supplemental material). On a ribbon plot of the protein (Fig. 7A
(a)), each repeat is structured as a triple -helical conventional
coiled-coil (helices A–C). The DYS R11–15 model shows that
the repeats are connected by the last helix (HC) of one repeat in
continuity with the first helix (HA) of the next repeat. Accord-
ing to the selected model, the “a” and “d” residues (13) in the
heptads lie on the inward facing surfaces of the helices and form
the hydrophobic interaction core among the three helices. Fig.
7A (b and c) presents the hydrophobic and electrostatic surface
properties, respectively. As expected for a soluble protein, the
molecular surface of DYS R11–15 is mainly hydrophilic. The
electrostatic potential at the molecular surface shows a distri-
bution of negative and positive charge on the molecule. An
intense negative charge is observed mainly on the repeats R12
and R13 of DYS R11–15. Visualization of the zones protected
and unprotected from trypsin digestion defined earlier from
MS data were performed on the three-dimensional structure
obtained from homology modeling. The DOPC/DOPS SUVs
protected zone from trypsin digestion is formed by the distal
part of HB, the entire HC of repeat 12, and the proximal part of
HA of repeat 13, as shown in red (Fig. 7B). The zone unpro-
tected from trypsin digestion, formed by HB and HC of repeat
FIGURE 6.AFMtopographic images of transferredmonolayers after tryp-
sin proteolysis. A–D, organization of DYS R11–15 in DOPC/DOPS (A and B)
and DOPC/DOPE (C and D) monolayers at 20 mN/m after 20 min (A and C) or
2 h (B and D) of trypsin digestion. In all images, the scan size is 5 5m, and
the height scale is 5 nm.
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13 and HA and HB of repeat 14, is shown in blue. Of the seven
tryptophan residues in DYS R11–15, Trp202 and Trp212 on HC
of R12 are in the DOPC/DOPS protected zone (shown in yel-
low), and the environment of Trp236 is probably exposed to
changes in the protected zone.
DISCUSSION
In this study, we focused on the behavior of the central do-
main repeats (repeats 11–15) of dystrophin. Using two experi-
mental membrane models, vesicles and monolayers, we dem-
onstrated that the binding ofDYSR11–15 to lipids is dependent
on membrane curvature and lipid packing. We used recombi-
nant DYS R11–15 protein that had been previously shown to
exhibit 71% -helical content in solution and is considered to
be properly folded (10). Our first observation was that DYS
R11–15 displays an amphiphilic character and maintains its
secondary helical structure at the interface. Similar conclusions
have been reported for the DYS R2 single repeat and the DYS
R1–3 multirepeat protein (8, 45).
We further investigated the interaction of DYS R11–15 with
lipids. Steady-state fluorescence data demonstrated that the
binding of DYS R11–15 was stronger to anionic than to zwitte-
rionic SUVs or to either type of LUVs. However, when using
lipidmonolayers, it was determined that themode and strength
of the DYS R11–15 interaction with lipids depend more on the
lipid nature and on the initial surface pressure of the mono-
layer. DYS R11–15 interacts more with the zwitterionic lipids
than with the anionic monolayer when the initial surface pres-
sure is less than 22.5 mN/m, because the headgroup of the
DOPE phospholipid is smaller than that of DOPS. In addition,
the hydrophobic tail is more accessible to the protein when the
electrostatic contribution is very low or negligible. Conversely,
when i is higher than 22.5 mN/m, DYS R11–15 has more
affinity to the anionicmonolayer, which is probably due to elec-
trostatic effects. Therefore, the critical surface pressure (c 
32 mN/m) was slightly higher than that of DOPC/DOPE (c
29 mN/m). The interactions between DYS R11–15 and lipids
are dependent on several factors, such as hydrophobic interac-
tions, steric hindrance, and electrostatic attractions (46).
AFM image analyses show that the initial surface pressure of
the lipids affects the organization of DYS R11–15 regardless of
lipid composition. The formation of this network is a charac-
teristic behavior of DYS R11–15, whereas DYS R1–3 and DYS
R20–24 do not form networks under the same conditions (8).
Although the lipids remain in a liquid-expanded state, the orga-
nization of DYS R11–15 is completely different ati 16 or 20
mN/m and with anionic or zwitterionic lipid mixtures. At an
initial surface pressure of 16 mN/m, the less compact lipids
promote partial insertion of DYS R11–15 into the lipid film,
which is associated with a hydrophobic interaction, and the
protein spreads over the lipid film. DYS R11–15 starts to orga-
nize into interconnected clusters with DOPC/DOPE ati 16
mN/m and generate a complete and well defined network at 20
mN/m. The same network was observed with DOPC/DOPS.
Therefore, formation of the protein network through specific
protein-protein interactions was promoted by the lipid mono-
layer and is due to the interfacial orientation of the proteins,
which is observed at a lower pressure with DOPC/DOPE than
withDOPC/DOPS. The headgroups of DOPC/DOPS are larger
and more mobile than those of DOPC/DOPE, making DOPC/
DOPS amore dynamicmonolayer, and the hydrophobic tails of
DOPC/DOPS are less accessible than those of the zwitterionic
mixture. When the initial surface pressure (i  20 mN/m)
increases, the film fluidity decreases and favors interfacial sta-
bilization, orientation, and finally protein-protein interactions.
In this case, the nature of the lipids does not play themajor role.
This result is in accordance with the same behavior observed in
FIGURE 7.Molecular modeling of DYS R11–15. A, PyMOL representation of DYS R11–15 global fold (a). N and C termini are indicated as well as the repeat
numbers of the central rod domain (R11–R15). Zooming in on repeat 11 of DYS R11–15 shows the triple coiled-coil helix formed by helices A, B, and C. The
hydrophobicpotential at themolecular surface (b) is coloredby increasinghydrophobicity fromgreen to red. Theelectrostaticpotential at themolecular surface
(c) is colored by increasing electrostatic potentials from red to blue. B, PyMOL representation of DYS R11–15 after peptide quantification using the MS/MS
label-free technique. In red, the DOPC/DOPS protected zone (HB and HC of R12 and HA of R13) from trypsin digestion is shown, and in blue, the unprotected
zone from trypsin digestion in the presence of lipids is shown (DOPC/DOPS or DOPC/DOPE). The tryptophan residues are shown in yellow.
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tryptophan fluorescence data of anionic and zwitterionic LUVs.
DYS R11–15 is a monomer in solution and forms a protein
monolayer with protein clusters at the air/liquid interface. We
showed that the presence of a lipid monolayer induces protein-
protein interactions, which do not form a random network but
reflect a specific orientation of the protein. The results indicate
that the dominant effects on protein organization are due to
lipid packing rather than the charge and size of lipid heads.
Nevertheless, the statistical characterization of the network at
20 mN/m shows differences on the protein network suggesting
that a different and specific anchoring of the protein occurs
with both lipid mixtures.
To better characterize the network and the orientation of the
proteins under the monolayer, we used trypsin proteolysis in
the subphase of a Langmuir trough. To our knowledge, this was
the first time that trypsin accessibility assays were used under
these conditions. The proteolysis patterns of DYS R11–15 under
DOPC/DOPEandDOPC/DOPSmonolayers aredifferent after 20
min of trypsin action. Because the initial pressures were identical
for both lipidmixtures, the results obtained by this approach con-
firm the conclusion that themolecular anchoring of DYS R11–15
beneath themonolayerdependson thenatureof the lipid,whereas
its organization depends on lipid packing.
No experimental x-ray or NMR structures are available for
any of the dystrophin rod domain repeats. To date, only homol-
ogy-based models have been proposed for single or several
repeats of dystrophin (47, 48). We built a homology model of
the three-dimensional structure of DYS R11–15 to gain insight
into new structural information about the dystrophin rod
domain and its binding to lipids. Interestingly, the five-repeat
construct exhibits a regularly curved organization. Although
unexpected, this in silico observation is compatible with trans-
mission electron microscopy negative staining of the mono-
meric DYS R11–15 protein, which exhibited abundant curved
formswith amean length of 30 nm. Previous transmission elec-
tron microscopy studies on whole dystrophin also observed a
long and relatively flexible rod-shaped molecule (49). Investi-
gations of the biological significance of the flexibility of DYS
R11–15 are in progress.
The three-dimensional structural model was used to inter-
pret fluorescence data and label-free mass spectroscopy data
with the aim of mapping the parts of the protein that interact
with SUVs. The present study provides a detailed comparative
analysis of the accessibility of lysine and arginine residues free
and in SUVDYS R11–15 complexes. The nano-LC/MS/MS
allowed us to determine the protein interaction zone, which
should be closely related to the changes in the fluorescence
data. Interestingly, we were able to discriminate DOPC/DOPS
and DOPC/DOPE specificity at the protein lipid interface on
SUVs.We identified an area protected from trypsin action, one
part of repeat R12 (HB and HC) and repeat R13 (HA), which is
probably in contact with the lipid layer. Nevertheless, upon
lipid binding, structural rearrangements within helix-helix
interactions by moving heptads and rearrangements of hydro-
phobic residues in contact with lipids are likely to occur. This
remark is in agreement with our previous circular dichroism
analyses, which demonstrated that the protein remains struc-
tured in-helixwhen it interactswithDOPC/DOPS SUVs (10).
Three tryptophan residues are in the DOPC/DOPS pro-
tected zone, and no tryptophan residues are present in R11 and
R14. Upon lipid binding to DOPC/DOPS SUVs, the fluores-
cence signal of DYS R11–15 changes because of changes in the
environment of the tryptophan residues (Trp202, Trp212, and
Trp236) located in R12 and R13. One particular target is amphi-
philic helix C in repeat R12, which has two tryptophan residues
(Trp202 and Trp212). Penetration of these residues into the
hydrophobic core of the liposome could explain the degree of
variation in the fluorescence intensity when the protein binds
to anionic SUVs. Moreover, we identified a region (HB-HC of
R13 and HA-HB of R14) common to zwitterionic and anionic
SUV binding where trypsin accessibility is higher than that of
the protein in solution. Surprisingly, R13 is involved in pro-
tected and unprotected zones, so the binding to SUVs is prob-
ably due to R13, regardless of the lipid composition. In the
three-dimensional model, the DOPC/DOPS protected areas
exhibit a negative electropotential that, if the triple-coiled coil
remains folded, would not be fully compatible with a strong
interaction with negatively charged SUVs. Thus, in DOPC/
DOPS SUVs, R13 binding would induce new folding interac-
tions that would lead to favorable electrostatic and hydropho-
bic interactions and increase the stability of the DYS R11–15
DOPC/DOPS SUV complex. In addition, because the fluores-
cence signals were identical for DOPC/DOPE SUVs and LUVs, it
is tempting to postulate that the binding or destabilizing interac-
tion with R13 may also appear with DOPC/DOPE LUVs. These
results corroborate the above conclusions that the protein ismore
influenced by packing than by the lipid nature in SUVs, where the
balancebetweenhydrophobic andhydrophilic zones is verydiffer-
ent due to the geometric lipid shapes (50). Moreover, the highly
curved bilayers exhibit defects in lipid packing, and the
amphipathic helices can insert as hydrophobic wedges (51). The
ability of DYS R11–15 to bind lipids could be a result of a helix
insertion being facilitated by a transient low density region.
Taken together, the present data concerning the behavior of
DYS R11–15 in the presence of vesicles (SUVs/LUVs) and
under monolayers lead to interesting conclusions. It is striking
that the sarcolemma ruptures very frequently (52) in dystro-
phin-deficient muscles. In normal muscles, packing of lipids
and the curvature ofmembrane blebsmay vary according to the
muscular status during contraction (high surface pressure) or
extension (low surface pressure). Little is known about full-
length dystrophin self-organization in living cells, except that
its presence as subsarcolemmal orthogonal arrays has been
revealed by immunofluorescence (53). There is clear evidence
that dystrophin is involved in the resistance of sarcolemmal
membranes to stress induced by the contraction-relaxation
cycles of active muscles. Our study demonstrates that the DYS
R11–15 subdomain of the dystrophin rod plays a central role in
membrane resistance through interactionswith lipid bilayers at
different curvatures. The proteins insert into the lipid layer at
low lipid packing through hydrophobic forces, and under
higher lipid packing, they are tightly attached to the lipids
through electrostatic forces. We showed that the helical
structure is maintained, and the protein organization is
modified by the lateral pressure of the associated lipids. In cel-
lular conditions, events in which some parts of the rod domain
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bind more strongly when lipid packing is high could stabilize
blebs or membrane reservoirs; our present findings reflect a
physiologically adaptive process. Therefore, the dystrophin
DYS R11–15 could provide the phospholipid membrane with
the solid support essential to maintaining membrane cohesion
(54, 55). In support of this role for DYS R11–15 binding to
membrane lipids, it is worthmentioning that truncated dystro-
phin that lacks this region is less efficient at rescuing the normal
phenotype of the dystrophin-deficient mdx mouse (6, 56).
Finally, DYS R11–15 is known as the actin-binding domain
ABD2. Data from the present work show that DYS R12 and R13
bind lipids. Because the actin-binding domain of DYS R11–15
is not precisely mapped, one exciting question concerns the
possibility that both sarcolemma and actin filaments simulta-
neously bind to dystrophin through the DYS R11–15 region.
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Materials and Methods: 
 
Statistical analysis of the AFM images 
The images collected were 512 x 512 pixels. AFM images with 256 gray levels correspond 
to 5 µm x 5 µm images with a maximum of 5 nm of height. The mean network height was 
calculated by fitting the histogram of the gray levels to a sum of two extreme density functions (1). 




























Where A, m and σ are the amplitude, mean and standard deviation, respectively, of each density 
function. The mean width of the network and the mean radius of the mesh were calculated using 
granulometry techniques. Granulometry estimates the intensity distribution over the surface area of 
an object (usually a circle) as a function of size. Granulometry likens image objects to stones 
whose sizes can be determined by sifting them through screens of increasing size and collecting the 
remnants after each pass. Image objects are sifted by using a structuring element of increasing size 
over the image and counting the intensity of the remaining surface area (summation of the pixel 
values in the image) after each opening.  
The network width is the mean width of the ridges that form the network, including the nodes 
which are larger than the wall. The “network radius” is the radius of the cell or mesh. 
 
Supplemental material reference: 
 
1. Petrou, M., and Sevilla, P. G. (2006) Image Processing: Dealing With Texture John Wiley 
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Figure S1: Variation of the surface pressure (mN/m) of lipid monolayer at 20mN/m, after injection 
of DYS R11-15  at different concentration (μM). 
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Figure S2: SDS-PAGE analysis of DYS R11-15 following 0, 1, 2, 5 and 20 min of trypsin 
digestion at 20°C. Gels were stained with silver nitrate. (A) DYS R11-15 alone. White arrow 
indicates the trypsin strain. (B) DYS R11-15 was preincubated for two hours in the presence of 
DOPC:DOPS or DOPC:DOPE lipid vesicles of different diameters: 30, 100 and 400 nm. The 
protein/lipid molar ratio was 1/1000. A specific proteolytic product at 23 kDa, encircled in black, is 
observed when DYS R11-15 was preincubated in the presence of 30 nm DOPC:DOPS (SUVs) 
vesicles.  
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Figure S3: Mass spectrometry data of MS/MS free labeling after 20 min of trypsin digestion of 
DYS R11-15 in TNE buffer (white), after incubation with DOPC:DOPE (blue) or with 
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Figure S4: Sequence alignment of human repeats 14-16 of Beta2-Spectrin (3edv), and repeats 15 
and 16 of chicken brain Alpha Spectrin (1u5p) with repeats 11-15 of human dystrophin (DYS R11-
15). Alignment is represented using ESPript. The numbers above the sequences correspond to DYS 
R11-15. Identical residues are indicated with white letters on a red background, whereas similar 
residues are indicated with red letters. The helices for templates 3edv and 1u5p, as well as those 
predicted by PSIPRED for DYS R11-15, are represented as squiggles. Assignment of the heptad 
repeat is from Winder Gibson Kendrick-Jones (WGK) alignment. 
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Figure S5: (A and B) Prosa-WEB overall quality score (Z-score) and local energy profile. (A) The 
Z-score characteristic of an NMR-determined structure in the PDB is displayed in the dark-blue 
region, and X-ray–determined structures are in blue. (B) The energy profile shows the local model 
quality (energies as a function of the sequence). (C) Verify3D energy profile (3D profiles). (D) 
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 En complément des expériences ayant abouti aux résultats présentés dans l’article 
ci-dessus, nous avons réalisé des analyses de comportement de DYS R 11-15 aux 
interfaces. Les résultats des expériences de résonance plasmonique de surface et d’AFM 
présentées ci-dessous confortent nos conclusions.  
Dans un premier temps, nous avons exploité les résultats de l’ellipsométrie de 
manière originale pour  la détermination du coefficient de diffusion de DYS R11-15. 
 
II.3.A. Adsorption de DYS R11-15 à l’interface liquide/air : Calcul du 
coefficient de diffusion 
 
 Dans l’étude de l’adsorption de protéines, l’ellipsométrie permet de déterminer la 
quantité de matière Γ présente à l’interface. Jönsson et al. ont montré qu’il existe une 
relation linéaire entre Δ et la concentration de surface Γ de protéines adsorbées à 
l’interface solide-air (189). Cette linéarité a également été observée à l’interface eau-air 
(190). La valeur du coefficient de proportionnalité varie cependant d’un auteur à l’autre. 
Cette différence pourrait en partie être attribuée à différents réglages des systèmes de 
mesure (angle d’incidence ou longueur d’onde du faisceau lumineux réfléchi) ainsi qu’à 
différentes conditions expérimentales, notamment au niveau de la nature du substrat 
(solide ou liquide). 
Nous avons choisi d’estimer Γ à partir de mesures de Δ en utilisant la relation suivante : 
 
).(2,0)/( 2 oΔ×=Γ mmg   (eq. 1) 
 
Celle-ci est extraite des données ellipsométriques publiées par de Feijter pour l’étude de 
l’adsorption de κ-caséine à l’interface eau-air (Fig II.3.1.) (190). 
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Fig II.3.1. Adsorption de la κ-caséine à l’interface eau-air. Relation entre l’angle 
ellipsométrique Δ mesuré et la concentration de surface Γ. Adapté de la référence (190). 
 
 Plusieurs contraintes sont imposées pour le choix de cette relation en particulier. 
Lors des mesures réalisées par de Feijter, deux autres méthodes en plus de l’ellipsométrie 
ont été utilisées pour estimer Γ. Les résultats de ces mesures sont concordants, avec un 
faible écart (moins de 5%). Ainsi, l’équation (eq.1) est applicable pour l’exploitation de 
l’ellipsométrie et notamment dans le cas de l’adsorption de κ-caséine. D’autres études ont 
suggéré que cette équation devait également être applicable à notre dispositif et pour 
l’adsorption d’autres protéines (191, 192). D’une part, notre configuration expérimentale 
(décrite dans Experimental Procedures (193)) est aussi proche que possible de celle de de 
Feijter. L’étude est réalisée à l’interface eau-air, la source lumineuse est un laser de 
même longueur d’onde et les angles d’incidence sont quasi identiques dans les deux cas. 
D’autre part, il semble raisonnable que l’équation (eq.1), déterminée pour l’adsorption de 
κ-caséine, reste utilisable pour d’autres protéines solubles (191, 192, 194) telles que celles 
que nous désirons étudier comme DYS R11-15. 
Les incertitudes expérimentales sont de ± 0.2 mN/m pour la pression de surface et ± 0.2° 
pour l’angle ellipsométrique. 
 
Il est possible de déterminer le coefficient de diffusion des protéines d’après les 
données ellipsométriques :  
Lors de la première étape de l’adsorption, le transport des molécules protéiques de 
la sous-phase à l’interface est supposé être un processus à diffusion contrôlée. Ainsi, la 
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Δ=Γ   (eq. 2) 
où Γ est la concentration de surface, Cb est la concentration de protéine en solution, D est 
le coefficient de diffusion et Δt le temps. 
 
A l’Institut de Physique de Rennes, la détermination de coefficient de diffusion de 
cette manière a été réalisée en utilisant différentes protéines globulaires, telles que la 
caséine cappa de chèvre (191) et l’ovotransferrine (194).  
DYS R11-15 est une protéine plutôt filamentaire que globulaire et présente des 
propriétés amphipatiques. Les différentes manipulations réalisées sur cette protéine ont 
cependant montré qu’elle est stable en solution.  
 
Dans la cuve de Langmuir, DYS R11-15 est injectée dans la sous-phase (Tampon 
TNE à pH 7,5) à une concentration finale de 1.10-8 M = 590 mg.m-3 (Masse Moléculaire 
=59 KDa). La cinétique d’adsorption de DYS R11-15 à l’interface TNE-air est suivie en 
mesurant simultanément la variation de l’angle ellipsométrique Δ et de la pression de 
surface π au cours du temps. Ainsi, nous déterminons la concentration de surface en 
utilisant l’équation (eq. 1) (Fig II.3.2.).  
 
Notons que l’angle ellipsométrique de référence à été mesuré sur le tampon TNE. 
Comme l’angle de réfraction du tampon n’est pas différent de celui de l’eau, l’angle 
ellipsométrique est égal à zéro.  
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θ = 15,7 mN.m/mg
























































































































































Fig II.3.2. Adsorption de DYS R11-15 (1.10-8 M) à l’interface TNE-air (pH 7,5). (A) 
variation de la concentration de surface Γ (mg/m2) et de la pression de surface π (mN/m) au 
cours du temps (h). (B) variation de la pression de surface π en fonction de la concentration 
de surface Γ. 
 
 D’après la figure II.3.2, la concentration surfacique en fin de cinétique est de 0,84 
mg.m-2. On peut remarquer que l’angle ellipsométrique Δ passe de 0 à 4,2° après 
l’injection de la protéine dans la cuve. Cet angle étant sensible à la quantité de matière à 
la surface, il semble que les protéines migrent vers l’interface.  
 
La représentation de valeurs de π en fonction de Γ (Fig II.3.2-A) permet de 
déterminer le taux de couverture Γ0  et le temps Δt à partir duquel la pression de surface 
devient différente de zéro (π >0,2 mN/m). Ainsi, la pression de surface commence à 
augmenter après Δt = 1,53 h = 5508 s, et Γ0 = 0,49 mg.m-2.  
 
Le coefficient de diffusion de DYS R 11-15 calculé à partir de l’eq. 2 est l9,8×10-
11 m2.s-1.  
 
La concentration de surface critique Γ0 à partir de laquelle la pression de surface 
commence à augmenter peut être mise en évidence en représentant la valeur de  π  en 
fonction de Γ (Fig II.3.2-B). Une fois la concentration critique dépassée (Γ > Γ0), la 
pression de surface varie linéairement avec Γ. La pente de cette corrélation linéaire est θ = 
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15,7 mN.m/mg. Elle correspond à l’augmentation de la pression de surface relative à 
l’augmentation de la concentration surfacique (196). 
 
Protéine  MW (kDa) D ×10-10 (m2/s) Γ0 (mg.m-2) θ (mN.m/mg) 
Pin-a  13 8 0,9 5 
Caséine-κ 
Ovotransferrine (pH6,5) 














DYS R11-15  59 0,98 0,49 15,7 
 
Tableau II.3.1. Comparaison des valeurs du coefficient de diffusion D entre plusieurs 
protéines globulaires de poids moléculaires différents. La puroindoline A (pin a) est 
une protéine du blé étudiée par Bottier C et al. (197). La caséine κ est une protéine du lait 
de chèvre (191). L’ovotransferrine est une protéine du blanc d’œuf, très sensible aux 
variations de pH (194). 
 
 Le Tableau II.3.1.  résume le comportement de plusieurs protéines. En comparant le 
coefficient de diffusion de ces trois protéines globulaires (pin a, caséine κ et 
ovotransferrine), nous remarquons que D diminue si le poids moléculaire augmente. Mais 
cette variation n’est pas linéaire et d’autres facteurs interviennent, notamment la nature de 
la protéine, sa forme, son degré d’hydratation et les conditions physico-chimiques de son 
environnement tel que le pH.  
 Même si la caséine κ présente un poids moléculaire (19,3 kDa) légèrement plus 
élevé que celui de pin a (13 kDa), son coefficient de diffusion est largement inférieur à 
celui de pin-a. Cela est un cas particulier, causé par la nature de la caséine κ, capable de 
s’agréger, diminuant ainsi leur diffusion en solution(191). 
Dans le même contexte, les conditions du milieu influencent la dynamique et 
ainsi, la diffusion de certaines protéines. Or, l’ovotransferrine est très sensible à la 
variation du pH et présente une conformation plus compactée au pH 6,5 qu’à pH 8. Ceci 
est aussi détecté par la mesure de son coefficient de diffusion où D est plus grand à pH 
6,5 qu’à pH 8 (194).  
 Concernant notre protéine filamenteuse DYS R11-15, son poids moléculaire (59 
kDa) se situe entre ceux des deux protéines globulaires pin a (13 kDa) et l’ovotransferrine 
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(77,7 kDa). De plus, nous remarquons que la valeur de D calculée se situe bien entre les 
deux valeurs (D×10-10 (m2/s) : 0,053< 0,98< 8). Ainsi, en mettant le cas particulier de la 
caséine κ à part, nous pouvons déduire que notre mesure de D est cohérente. 
 
 Une autre méthode de détermination du D de DYS R11-15 a été utilisée à titre 
comparatif. Comme indiqué dans l’article (193), le rayon de Stokes de DYS R11-15 
déterminé par chromatographie d’exclusion de taille est de 3,4 nm. Ainsi, en utilisant la 
relation de Stokes-Einstein (eq. 3), il est possible de calculer un coefficient de diffusion 




ηπ=    (eq. 3) 
Avec kB est la constante de Boltzmann (1,38.10-23 N.m.K-1), T la température (en 
°Kelvin), η la viscosité de la solution (N.m-2) et D le coefficient de diffusion (m2.s-1). 
 
Ainsi, à une température de 20ºC, et avec une viscosité du tampon égale à celle de 
l’eau 1.10-3 N.m-2.s, nous déterminons un coefficient de diffusion de DYS R11-15 égal à 
6,3.10-11 m2.s-1. 
 
 Les deux valeurs du coefficient de diffusion de DYS R11-15, obtenues par 
chromatographie d’exclusion de taille (D = 0,63.10-10 m2.s-1) et par les mesures 
d’ellipsométrie et de tensiométrie (D = 0,98.10-10 m2.s-1), sont de même ordre de 
grandeur. Nous concluons d’abord que la protéine se trouve sous forme monomérique en 
solution. Ensuite, l’adsorption à l’interface eau-air d’une protéine non globulaire mais 
soluble, telle que DYS R11-15, permet d’estimer un coefficient de diffusion en suivant la 
cinétique par ellipsométrie et tensiométrie.  
 
II.3.B. Analyse d’interaction de DYS R11-15 / SUVs par résonnance 
plasmonique de surface (SPR) – Biacore 
 
 L’étude de DYS R11-15 en interaction avec les SUVs a été réalisée en utilisant la 
spectroscopie de Fluorescence du tryptophane et la spectrométrie de masse (193). En 
complément des travaux exposés dans l’article 3, une approche pour l’étude de cette 
interaction a été réalisée par résonnance plasmonique de surface. 
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 Des biocapteurs optiques peuvent convertir l'accumulation de masse à une 
surface en un signal optique pour surveiller un large éventail d'interactions. La 
technologie Biacore repose sur la résonance plasmonique de surface qui est employée afin 
de détecter optiquement des variations de masse sur une surface d’or (Fig II.3.3.). Ce 
principe est utilisé dans une puce « sensor chip » sur laquelle un ligand est immobilisé 
(généralement d’une manière covalente). Le second partenaire est injecté par un système 




Fig II.3.3. Principe de l’analyse d’interaction des biomolécules par résonnance 
plasmonique de surface. Le système de micro fluidique est posé sur le senseur composé 
d’une feuille d’or et de verre. Les ligands (en rouge) sont fixés d’une manière covalente sur 
la surface du sensor chip. Les analytes (en jaune) sont entrainés par un système micro 
fluidique sur la surface du bio-sensor. Une interaction analyte-ligand fait augmenter 
l’intensité du signal de résonance. 
 
 L’association et la dissociation des molécules en solution avec les récepteurs 
immobilisés modifient l'indice de réfraction du milieu proche de la surface. Ces 
changements sont suivis en temps réel pour mesurer la quantité de molécules liées, leur 
affinité pour le récepteur et la cinétique de l'association et de dissociation de l'interaction. 
Les niveaux d'interaction sont exprimés en unités arbitraires appelées unités de résonance 
(RU) (Fig II.3.4.). 
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Fig II.3.4. Sensograme montrant 
la variation du signal de 
résonance en fonction du temps, 
lors d’une association ou 
dissociation entre le ligand et 
l’analyte. Une phase de 
régénération est possible dans le 
but de libérer tous les analytes qui 




 Pour l’analyse des interactions de DYS R11-15 avec les SUVs (anioniques et 
zwitterioniques), la première étape a consisté en la fixation des liposomes sur la sensor 
chip. De la streptavidine a été préalablement immobilisée, puis des SUVs contenant 0,1% 
de lipides biotinylés sont fixés sur la surface grâce à l’interaction forte streptavidine-
biotine. Ensuite, l’injection de DYS R11-15 dans le système microfluidique permet de 
caractériser le comportement de la protéine vis-à-vis des SUVs en fonction du temps. 
 
 Dans notre étude, les analyses de SPR ont été effectuées à 25°C en utilisant un 
appareil Biacore 3000 équipé des sensor chip type CM5 (carboxy-méthyle dextrane) (GE 
Healthcare). Les analyses sont réalisées en collaboration avec le Dr. D. Dupont au 
laboratoire STLO de l’INRA de Rennes. Suite à des réactions de type “amine coupling”, 
la streptavidine est fixée sur la surface.  
Avant l'immobilisation, la puce CM5 a été préconditionnée dans l'eau à un débit 
de100 ml/min suivie par deux injections successives de 20 µl de NaOH 50mM. Ensuite, 
la surface a été activée par l'injection d'un mélange 1:1 de 1-éthyl-3-(3-
diméthylaminopropyl) carbodiimide (EDC) et la N-hydroxy succinimide (NHS) pendant 
15 min à 5 ml/min (Fig II.3.5.). Les tampons utilisés pour l'immobilisation covalente du 
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Fig II.3.5. Fixation de la streptavidine sur la sensor chip type CM5.  
 
 La streptavidine (Sigma, Saint-Quentin-Fallavier, France) est diluée dans 10 mM 
d'acétate de sodium pH 5,0 pour une concentration finale de 300 mg/ml. Ensuite, 60 ml 
du ligand dilué sont injectés sur la surface pendant 12 min. Les injections sont répétées 
jusqu'à saturation. Enfin, les esters de succinimide restants n'ayant pas réagi sont 
désactivés avec l'éthanolamine pendant 7 min. La surface est ensuite lavée avec 5 ml de 
NaOH 50 mM. Une surface de dextrane non modifiée est utilisée comme surface de 
référence. 
 
 Les réactifs utilisés, 1-éthyl-3-(3-diméthylaminopropyl) carbodiimide (EDC), la 
N-hydroxysuccinimide (NHS) et 1 M éthanolamine HCl pH 8,5 sont fournis par Biacore 
GE healthcare. 
 
 Une fois que la streptavidine est fixée, nous injectons des SUVs biotynilés 
(DOPC :DOPS ou DOPC :DOPE SUVs contenant 0,1 % de biotinoyl dihexadecanoyl-sn-
glycero-3-phosphoéthanolamine (invitrogen)). Une augmentation du signal de résonance 
jusqu’à saturation témoigne de la fixation des liposomes sur la surface par l’interaction 
streptavidine-biotine.  
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Fig II.3.6. Interaction de DYS R11-15 avec les SUVs immobilisées. (A) Variation de 
l’intensité de résonnance (en unité arbitraire) après injection de DYS R11-15 (5 μM) sur le 
sensor chip chargé en DOPC :DOPS SUVs (a) et en DOPC :DOPE SUVs (b). (B) Variation 
de liaison de DYS R11-15 avec DOPC :DOPS SUVs à différentes concentration de 
protéine (0 ; 0,3 ; 0,5 ; 1 ; 1,8 ; 3 ; 4 et 5 μM). 
 
 Lorsque des SUVs anioniques (DOPC :DOPS) sont fixées sur la sensor chip, DYS 
R11-15 (5 μM) est injectée dans le système microfluidique (flux de 5 μL/min). Le signal  
augmente significativement (de 0 à 300 RU) montrant qu’une interaction protéine-lipide 
se forme (Fig II.3.6.A-a). Plus DYS R11-15 est injectée à une concentration élevée, plus 
l’intensité de la réponse est grande (Fig II.3.6.B). Par contre, le passage de DYS R11-15 (5 
μM) sur des SUVs zwitterioniques (DOPC :DOPE) n’engendre aucune modification 
significative de signal (Fig II.3.6.A-b). Dans les mêmes conditions expérimentales, DYS 
R20-24 ne génère aucun signal ; cette protéine a été jusqu’à présent considérée comme 
non interagissant avec les SUVs (138). Ceci souligne la spécificité de liaison que nous 
observons avec DYS R11-15   
   
Dans le cas des SUVs DOPC :DOPE, aucune réponse significative n’est obtenue 
par Biacore, alors qu’une diminution de fluorescence du tryptophane a été observée 
lorsque les partenaires sont mis en contact en solution. L’interaction DYS R11-15-
DOPC :DOPE SUVs apparaît donc faible et non détectable par Biacore. Cette méthode 
nécessite l’existence d’un flux continu (minimum 5 μL/min) dans le système 
microfluidique. Ce flux peut être suffisant pour rompre des interactions de faible 
intensité, ce qui est vraisemblablement le cas pour nos études en présence de 
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DOPC :DOPE SUVs. Par contre, les cinétiques de dissociation de DYS R 11-15 en 
présence de SUVs DOPC :DOPS sont lentes et il n’est pas observé de retour du signal au 
niveau de base. La fixation de la protéine sur ces vésicules anioniques est donc forte et 
non totalement rompue par le flux de tampon sur le dispositif.  
Nous avions observé par fluorimétrie que les résidus tryptophane de la protéine 
sont exposés à un environnement beaucoup plus hydrophobe en présence des SUVs 
anioniques que zwitterioniques, et conclu que l’interaction de DYS R11-15 avec les 
SUVs est considérablement plus forte avec les lipides anioniques qu’avec les lipides 
zwitterioniques (Figure 3 dans l’article (193)). Les analyses par Biacore confirment donc 
cette conclusion.  
 
 Les interactions entre DYS R11-15 et les SUVs DOPC :DOPS détectées par 
spectrofluorescence et par Biacore apparaissent donc de forte intensité. Suite à la mise en 
évidence de ces interactions, nous avons envisagé de déterminer les constantes 
d’association et de dissociation entre la protéine et les liposomes. Des SUVs anioniques 
sont fixées en surface puis la protéine DYS R11-15 est injectée à différentes 
concentrations (de 0 à 5 μM) (Fig II.3.6.B). L’intégration des données de cinétiques et 
d’amplitude de signal de liaison permet de calculer les constantes d’affinité via le logiciel 
BIAevaluation. Malgré plusieurs tentatives et modification des conditions expérimentales, 
variations du flux (de 5 à 70 μL/min), des intervalles de concentrations de protéines 
injectées et des quantités de liposomes immobilisées, les tests de validations statistiques 
des déterminations de constantes n’ont pas permis d’obtenir des valeurs chiffrées avec un 
indice de confiance satisfaisant.  
 
 Notre analyse par résonance plasmonique de surface a donc permis une 
caractérisation qualitative de l’interaction DYS R11-15 liposomes. L’aspect quantitatif 
n’a pu être mené à terme. Les conclusions tirées de ces expériences de Biacore sont 
toutefois en complet accord avec celles tirées des autres approches expérimentales, à 
savoir que la protéine interagit beaucoup plus fortement avec des SUVs anioniques 
qu’avec des liposomes zwitterioniques. 
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II.3.C. Images AFM de DYS R11-15 et monocouche lipidique 
 
 Nous présentons des images AFM complémentaires à celles qui ont été 
sélectionnées pour l’article (193). La première série concerne l’organisation de DYS R11-
15 dans les monocouches, en fonction de la nature et du packing lipidique (pression de 
surface initiale-πi) (Fig II.3.7.  et Fig II.3.8). Ensuite, les images montrant l’organisation de 
DYS R11-15 dans les monocouches lipidiques, après protéolyse par la trypsine (Fig II.3.9.  
et Fig II.3.10).  Pour la publication, nous avons choisi de montrer uniquement des images 
de 5×5μm2. Dans le but de montrer différentes zones d’analyse, nous ajoutons ci-dessous 
des images supplémentaires avec différentes tailles de zone de balayage : 10×10 μm2, 5×5 
μm2et 2 ×2 μm2. 
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Fig II.3.7. Images AFM montrant l’organisation de DYS R11-15 dans une monocouche 
de DOPC :DOPS, à différentes pressions initiales de surface (16, 20 et 30 mN/m).  
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Fig II.3.8. Images AFM montrant l’organisation de DYS R11-15 dans une monocouche 
de DOPC :DOPE, à différentes pressions initiales de surface (16, 20 et 27 mN/m).  
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Fig II.3.9. Images AFM montrant la dégradation du réseau de DYS R11-15 dans une 
monocouche de DOPC : DOPS à 20 mN/m, après 20 minutes et 2 heures de 
protéolyse par la trypsine.  
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Fig II.3.10. Images AFM montrant la dégradation du réseau de DYS R11-15 dans une 
monocouche de DOPC : DOPE à 20 mN/m, après 20 minutes et 2 heures de 
protéolyse par la trypsine.  
 
 En utilisant le transfert de type Langmuir-Blodgett (LB) et l’AFM, nous avons 
réussi à montrer l’influence de la nature mais surtout de la pression de surface initiale (πi) 
de la monocouche, donc indirectement du lipid packing, sur l’interaction et l’organisation 
de DYS R11-15. C’est grâce cet étude qu’on déduit que la présence de lipide semble 
induire une interaction protéine-protéine, laquelle induit la formation du réseau observé à 
des πi supérieures ou égales à 20 mN/m, indépendamment de la nature lipidique.  
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 D’autre part, nous avons étudié d’une manière originale, la conformation de DYS 
R11-15 adoptée lorsqu’elle forme le réseau avec les lipides anioniques et zwitterioniques. 
Selon nos sources de connaissance, c’est la première fois que les tests d’accessibilité à la 
trypsine sont réalisés de cette manière, en sous-phase de cuve de Langmuir. Ainsi, nous 
montrons en suivant la cinétique de dégradation du réseau que DYS R11-15 présente une 




II.3.D. Image AFM de DYS R11-15 et bicouche lipidique 
 
 Nous avons préalablement observé par AFM l’organisation de DYS R11-15 en 
présence de monocouche lipidique. Ce modèle de monocouche est adapté à l’analyse du 
comportement interactif d’une protéine périphérique telle que DYS R11-15 qui n’interagit 
qu’avec le feuillet interne de la membrane. Nous avons souhaité vérifier  l’organisation de 
DYS R11-15 in vitro en présence cette fois d’une bicouche lipidique. 
  
Nous avons formé une bicouche de DOPC :DOPS par éclatement de vésicules sur 
mica (en présence d’ions Mg2+ pour favoriser l’éclatement des SUVs). Une incubation de 
DYS R11-15 pendant 30 minutes a ensuite été réalisée en milieu TNE. Plusieurs rinçages 
sont réalisés dans le but d’éliminer l’excès de DYS R11-15 resté potentiellement en 
solution. L’échantillon est ensuite observé sur un microscope AFM MultiMode 8 
(BRUKER) en utilisant le mode Peak-Force Tapping. Le résultat est présenté figure Fig 
II.3.11. 
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Fig II.3.11. Image AFM montrant la formation d’un réseau de DYS R11-15 en présence 
d’une bicouche lipidique de DOPC :DOPS. 
 
 DYS R11-15 apparait organisée en réseau protéique (ou lipoprotéique) en 
présence d’une bicouche de DOPC :DOPS. Le comportement observé est identique sur 
bicouche et monocouche ; ceci conforte nos précédentes conclusions sur l’aptitude de 
DYS R11-15 à former un réseau. Même si le système bicouche a priori se rapproche plus 
de la situation physiologique, l’approche en monocouches conserve l’avantage majeur de 
permettre un contrôle des pressions initiales et donc de permettre une analyse fine des 
interactions. 
 
 Une discussion de ces résultats, suivie d’une discussion générale de nos travaux 
sur la dystrophine et de notre conclusion seront présentées dans le chapitre 5 de cette 
partie.
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 Ce quatrième chapitre est la suite des travaux présentés dans le chapitre précédent. 
Nous avons montré précédemment que l’interaction et l’organisation de DYS R11-15 
avec la membrane dépend d’une part de la nature des phospholipides, et d’autre part de la 
courbure et du “packing” lipidique dans la membrane. Ces nouvelles propriétés attribuées 
à cette protéine s’ajoutent au fait que ce fragment constitué de cinq répétitions du 
domaine central de la dystrophine se lie, in vitro, aux filaments d’actine du cytosquelette 
et constitue ainsi l’Actin BindingDomain 2 (25). 
 
 Or, la question de la simultanéité de liaison de DYS R11-15 à la membrane d’une 
part, et aux filaments d’actine d’autre part se pose. Nous avons émis l’hypothèse que cette 
protéine puisse former un pont de connexion non encore décrit entre le cytosquelette et la 
membrane. 
Et si tel est le cas, étant donné nos précédents résultats, il est pertinent de 
s’interroger sur l’impact potentiel du “packing” lipidique sur ces interactions. 
 
 Dans un premier temps, nous présentons une introduction générale sur le 
cytosquelette et plus précisément sur l’actine et ses différentes formes.  Ensuite, et dans le 
but d’étudier si DYS R11-15 est capable de lier la membrane et les filaments d’actine, 
nous utilisons un rhéomètre de surface “home made” afin de comparer la rigidité de la 
monocouche lipidique à l’interface et de suivre la variation de ses propriétés rhéologiques 
en présence de DYS R11-15 et d’actine-F. Les résultats seront présentés sous forme d’un 
article scientifique, et le dispositif sera décrit dans la partie Materiels & Methods. 
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II.4. Cytosquelette et actine 
 
 Les cellules ne sont pas figées au sein d’un organisme, elles sont capables de 
changer certaines de leurs propriétés telles que leur forme, leur position ou leur fonction. 
Ces modifications et ces ajustements sont assurés par de réseau de polymères biologiques 
dynamiques, nommé cytosquelette. 
Le cytosquelette est un système dynamique, formé par un ensemble protéique 
rigide organisé à l’intérieur de la cellule, s’assemblant et se désassemblant constamment. 
Cet assemblage en fibres est construit par polymérisation de sous-unités protéiques 
identiques. Ces sous-unités s’attirent mutuellement et s’assemblent spontanément en 
longues chaînes. De la même manière, ces fibres se dissocient et leurs sous-unités se 
libèrent les unes après les autres d’une des extrémités de la chaîne : c’est la 
dépolymérisation.  
Ces différentes fibres se distinguent par leurs tailles, leurs propriétés mécaniques 
et leurs fonctions (198). Trois types de fibres différents se distinguent, en fonction de 
leurs sous-unités constitutives (Fig II.4.1.) :  
 
? Les microfilaments ou filaments d’actine : ce sont des filaments flexibles et 
polarisés, formés d’actine polymérisée, d’un diamètre de 7 nm. Pour notre 
étude, ce sont les filaments d’actine qui ont été ciblés. C’est pour cette raison 
que cette partie sera plus détaillée par la suite.  
 
? Les microtubules : ce sont des tubes creux, très rigides, de 25 nm de diamètre, 
formé de 13 protofilaments de tubuline. Chaque protofilament est un 
assemblage de dimères de tubuline, tubuline α et tubuline β, relié par des 
liaisons non covalentes. Les microtubules prennent naissance au centre de 
nucléation situé au centre de la cellule, et irradient vers la périphérie. La demi-
vie moyenne d’un microtubule est de 20 secondes à 10 minutes dans une 
cellule animale, selon qu’elle est en division ou non. Les microtubules proches 
du centre de nucléation sont désignés (-) et ceux qui sont éloignés (+). Ce sont 
les microtubules qui forment le fuseau mitotique lors de la mitose. 
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? Les filaments intermédiaires : ce sont les composants les plus stables du 
cytosquelette des cellules animales, et sont constitues de protéines fibreuses 
résistantes, entrelacées selon un système d’imbrication particulier (voir Fig 
II.4.1.). Leur diamètre situé entre celui des microfilaments et celui des 
microtubules varie de 8 à 10 nm, d’où leur dénomination filaments 
intermédiaires. Contrairement aux microfilaments et aux microtubules qui sont 
en constant état dynamique de polymérisation et de dépolymérisation, les 
filaments intermédiaires une fois constitués sont stables et ne se dissocient pas. 
Leur composition protéique dépend du type de cellule et on distingue cinq 
différentes espèces biochimiques de filaments intermédiaires : les kératines 
épithéliales, les neurofilaments dans la plupart des neurones, les filaments de 
desmine des cellules musculaires, les filaments gliaux des cellules gliales et 
les filaments de vimentine des cellules d’origine mésenchymateuses. 
 
 
Fig II.4.1. Illustration schématique des molécules constitutives du cytosquelette. 
Microfilaments : constitués d’actine en deux brins torsadés. Ils sont regroupés sous la 
membrane plasmique et jouent un rôle dans la fonction contractile. Microtubules : formé par 
les sous-unités de tubuline, et impliqués dans l’organisation du métabolisme, le transport 
intracellulaire et la stabilisation de la structure cellulaire. Filaments intermédiaires : ce sont 
des composés de tétramères imbriqués et décalés de protéines. Cette disposition confère 
une force mécanique importante à la cellule. Adapté de la référence (199). 
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 Les propriétés mécaniques de la cellule dépendent surtout du cytosquelette et du 
réseau de filaments. Nous nous intéressons plus particulièrement aux filaments d’actine. 




 Historiquement, Straub découvre l’actine en 1940 et l’identifie comme le 
composant principal des fibres musculaires (200). C’est une protéine globulaire de 375 
résidus d’acides aminés (appelé également actine-G sous sa forme monomérique) 
d’environ 43 kDa de poids moléculaire, et de 5,5 nm de diamètre. Au pH physiologique, 
l’actine est chargée quatre à six fois négativement. Le point isoélectrique du monomère 
(pH = 5,5) reflète la légère prépondérance de résidus acides dans la séquence.  
La tendance de l’actine à s’assembler en microfilaments empêche la formation des 
cristaux de monomères. La structure de l’actine G a donc longtemps été impossible à 
résoudre par cristallographie. C’est à travers l’étude de co-cristaux d’actine complexée à 
des protéines inhibant la polymérisation (la DNAse I) que la première structure d’actine-
G est obtenue (201). En 2006, Rould et al. ont réussi à cristalliser l’actine-G seule, qui est 
légèrement modifiée par deux mutations ponctuelles, n’affectant pas le folding du 
monomère (202).  
L’actine se replie en quatre sous-domaines, et la jonction forme une crevasse dans 
laquelle réside un complexe métal (Ca2+ ou Mg2+)-nucléotides (Adénosine Tri- ou Di-
Phosphate) (Fig II.4.2.). Ce complexe stabilise le monomère, et son absence entraine la 
dénaturation de l’actine-G (203).  Il est admis que dans la cellule, la majorité de l’actine-
G est liée à une molécule  d‘ATP et à un ion magnésium (198).  
Bien que les structures de l’actine-ATP et de l’actine-ADP soient presque 
identiques , la nature du nucléotide influe fortement sur les propriétés biochimiques et 
mécaniques du microfilament, ainsi que sur les mécanismes de polymérisation (204).  
 
PARTIE II : LA DYSTROPHINE, SES PARTENAIRES, SA FONCTION BIOLOGIQUE 




Fig II.4.2. Structure de l’actine-G (PDB 1J6Z). Les quatre sous-domaines sont 
représentés en différentes couleurs, et l’ADP est lié au centre où les quatre sous-domaines 
se rencontrent. Quatre ions Ca2+  sont liés au monomère et sont représentés comme des 
sphères en orange. Dans cette structure, le tétraméthylrhodamine-5-maléimide (TMR) a été 
fixé de manière covalente sur le résidu cystéine 374, dans le but de bloquer la 





 Les monomères d’actine s’associent en filaments (actine F) lorsque les conditions 
favorables sont présentes, notamment la présence des ions divalents, d’ATP et en 
concentration d’actine-G supérieure à la concentration critique de polymérisation (206). 
Les monomères s’associent par des liaisons non-covalentes, et forment une structure 
unidimensionnelle, sous forme d’une double hélice d’un diamètre de 7 nm environ. Le 
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Fig II.4.3. Structure du microfilament d’actine. (a) le monomère d’actine-G. (b) 
microfilament d’actine-F observé par MET. (c) simulation montrant l’association du 
monomère pour former un filament avec une polarité bien spécifique. Adapté de la 
référence (207).  
 
L’ajout d’un monomère augmente la longueur du filament de 2,75 nm. On compte 
ainsi 370 sous-unités par micromètre. Chaque filament est polarisé car toutes les 
molécules d'actine globulaire sont orientées dans la même direction, vers une extrémité 
appelée pointue (ou extrémité -), l'autre extrémité étant nommée barbée (ou extrémité +) 
(198). Le taux d’association k+ aux sous-unités de l’extrémité barbée est supérieur à  celui 
mesuré à l’extrémité pointue (208).  
 
 
II.4.2. Mécanisme de polymérisation 
 
 La polymérisation de l’actine-G en microfilament (actine-F) est un mécanisme 
important et très étudié. In vitro, ce mécanisme peut être induit biochimiquement (ions, 
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Polymérisation en solution 
 
 La polymérisation de l’actine-G en actine-F se réalise par la formation des liaisons 
faibles, et le filament obtenu est donc en équilibre par son extrémité avec le monomère.  
La polymérisation comporte trois phases (209) :  
 
? L’activation des monomères est induite par la présence des ions chargés 
positivement tel que Ca2+, Mg2+ ou K+. Ces ions se lient à l’actine et écartent 
progressivement les charges négatives de la protéine, induisant ainsi un 
changement conformationnel.  
 
?  La nucléation commence tout d’abord par la formation d’un dimère d’actine (à 
partir de deux sous-unités) énergétiquement défavorable, puis d’un trimère 
hélicoïdal de façon totalement spontanée. Ces associations sont 
thermodynamiquement instables, ce qui rend le mécanisme de nucléation très lent. 
Une fois ce trimère formé, et quand la concentration d’actine est supérieure à la 
concentration critique, l’étape suivante peut commencer.  
A noter que dans certaines situations cellulaires, la présence de protéines 
spécifiques telles que les protéines de la famille des formines ou le complexe 
Arp2/3 favorisent la nucléation (210). Les protéines de la famille des formines ont 
en commun un sous-domaine, appelé FH2, qui joue un rôle fondamental dans 
l’activité de nucléation de l’actine. Un modèle cinétique appliqué à des données 
expérimentales a permis d’expliquer ce rôle nucléateur : le sous-domaine FH2 
stabilise les dimères d’actine, étape la plus instable de la polymérisation (211). 
Arp2/3 est un complexe de sept protéines qui se trouve sur les extrémités mobiles 
des cellules. C’est un nucléateur qui se fixe sur le côté d’un filament existant pour 
en nucléer un nouveau avec un angle d’approximativement 70º (212). 
 
? L’élongation : une fois le noyau constitué, plusieurs points de contact apparaissent 
et facilitent l’ajout des monomères. L’affinité des monomères d’actine pour le 
filament dépend de l’état du nucléotide de la sous-unité à insérer, ainsi que de 
l’extrémité sur laquelle il va s’insérer (barbée ou pointue). Généralement, 
l’élongation du filament se fait par l’extrémité barbée ayant une forte affinité pour 
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le monomère actine-ATP (k+ de l’ordre de 11 μM-1.s-1) (213). Ainsi, une 
concentration d’actine-G-ATP de 10 μM allonge l’extrémité barbée de 110 sous-
unités (0,3 μm) par seconde. En même temps, l’extrémité pointue perd des 
monomères d’actine-ADP (k- de l’ordre de 0,1 s-1) (Fig II.4.4.). 
 
 Lorsque la concentration en actine-G est égale à la concentration critique (K 
ou +−= kkCc / ), l’équilibre est atteint. La taille du microfilament est alors constante et 
l’élongation est nulle.  
 
 
Fig II.4.4. Dynamique du filament d’actine. Un filament d’actine présente deux extrémités 
qui sont structurellement différentes : l’extrémité barbée (« barbed end » sur l’image en 
microscopie électronique) et l’extrémité pointue (« pointed end »). La polymérisation et la 
dépolymérisation des monomères se font à des taux qui varient selon l’extrémité et l’état du 
nucléotide concerné. Les K représentent l’affinité des monomères (ATP (T) et ADP (D)) : il 
s’agit de constantes de dissociation (K = k-/k+). A l’intérieur du filament, les nucléotides liés 
aux monomères subissent d’abord une hydrolyse, puis libèrent leur phosphate inorganique. 
Les monomères d’actine-ATP sont représentés en jaune, ceux d’actine-ADP-Pi en orange 
clair, ceux d’actine-ADP en orange foncé. Adapté de la référence (213). 
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 La dynamique des microfilaments ne se limite pas aux extrémités. Une fois que les 
monomères sont ajoutés aux filaments, l’ATP change d’état au cours de son séjour dans 
le filament (213). Il subit tout d’abord une hydrolyse et passe de l’état ATP à ADP-Pi et 
le phosphate inorganique reste lié au monomère. C’est une réaction rapide de demi-vie de 
2 secondes. Ensuite, le phosphate se dissocie lentement avec un temps de demi-vie de 6 
minutes (Fig II.4.4.). Ainsi, les nouveaux nucléotides se trouvent dans le microfilament 
sous forme actine-ATP et les plus anciens sous forme actine-ADP.  
 
 Le passage du nucléotide dans ces différents états  se produit d’une façon aléatoire 
dans le filament (214). Cependant, Carlier et al. ont suggéré que l’hydrolyse et la 
dissociation du phosphate se réalise en allant de l’extrémité pointue vers l’extrémité 
barbée (215). Ce mécanisme est un aspect fondamental de la dynamique des filaments 
d’actine, comme il affecte les propriétés physico-chimiques, la mécanique et la cinétique 
de la polymérisation du filament.  
 
 Lorsque la dépolymérisation se produit à l’extrémité pointue du polymère, les 
monomères qui viennent de quitter le filament sont essentiellement de l’actine-ADP. Ces 
derniers seront recyclés en actine-ATP, et seront de nouveau utilisés pour la 
polymérisation. Ce phénomène de “turnover” rentre dans la réorganisation du 
cytosquelette d’actine, en recyclant les anciennes structures pour reconstruire de 
nouvelles là où elles sont nécessaires.   
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Fig II.4.5. Evolution schématique du filament d’actine au cours du temps.  Les 
filaments s’allongent d’abord à un rythme rapide sur l’extrémité F-ATP (en rouge). À l’état 
stationnaire, le filament est majoritairement constitué de sous-unités F-ADP (en bleu) à 
l’exception de l’extrémité barbée où se trouvent des sous-unités F-ADP-Pi. Adapté de la 
référence (209). 
 
 Notons qu’une forte concentration d’actine-G favorise la polymérisation et l’ajout 
de l’actine-ATP aux extrémités est ainsi plus rapide que l’hydrolyse de l’ATP au sein du 
microfilament. Inversement, quand la concentration en monomère diminue, l’ajout de 
l’actine-ATP devient plus lent que l’hydrolyse de l’ATP, et l’extrémité actine-ADP dans 
le filament devient instable. Cela montre l’influence non linéaire de la concentration 
d’actine sur la vitesse d’allongement du filament (Fig II.4.5.). 
 
 Enfin, la nature des cations utilisés dans la solution peut jouer sur la dynamique de 
la polymérisation (209). Un Mg-ATP-actin par exemple, présente une tendance plus 
élevée d’induction de nucléation, une élongation et une hydrolyse plus rapide qu’un Ca-
ATP-actine (216, 217). Ainsi, les filaments Mg-actin-F sont plus dynamiques que Ca-
actine-F car ils ont une large différence entre les constantes de dissociation des sous-
unités de l’ADP et de l’ADP-Pi (ou ATP). En d’autres termes, l’hydrolyse de l’ATP dans 
Mg-actine-F cause un plus grand changement structural sur le filament, qu’avec Ca-
actine-F (217). Ainsi, la différence énergétique entre les deux extrémités du filament est 
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très grande pour Mg-actine-F, alors qu’une concentration critique similaire est observée 
sur les deux extrémités du filament Ca-actine-F. 
 
Polymérisation induite par une membrane  
 
 La polymérisation de l’actine peut être induite par une autre voie que la présence 
des ions positifs. En 1988, Laliberté et Gicquaud ont montré qu’en mélangeant de 
l’actine-G avec une solution de liposomes chargés positivement, une polymérisation de 
l’actine est observé à la surface des liposomes (218). Cette polymérisation est localisée 
sur la surface lipidique vu que la force ionique est très faible et le reste de l’actine en 
solution reste ainsi sous forme monomérique. Ainsi, cette étude suggère que les 
phospholipides chargés positivement sont capable d’activer les monomères d’actine et 
d’initier une polymérisation purement bidimensionnelle. A la surface des liposomes, les 
microfilaments s’organisent systématiquement en paracristaux qui sont des structures 
ordonnées de compaction maximale (Fig II.4.6-A.).  
 
 Une autre étude par Renault et al. montre aussi qu’une monocouche lipidique 
positive induit la polymérisation de l’actine (219). En utilisant la cuve de Langmuir, et en  
en mettant en présence des phospholipides positifs et de l’actine G en sous-phase, des 
microfilaments individuels sont formés à la surface de la membrane sans formation des 
paracristaux (Fig II.4.6-B.). De plus, des mesures de rhéologie de surface confirment que la 
rigidité de la monocouche augmente significativement lorsqu’il y a une polymérisation 
des filaments induite par la membrane, avec une valeur de constante de cisaillement μ de 
l’ordre de 30 et 50 mN/m en absence ou en présence des cations divalents, 
respectivement. Cependant, une légère agitation de la solution fait disparaitre les 
microfilaments, indiquant une certaine instabilité (Fig II.4.6-C.). 
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Fig II.4.6. Polymérisation induite par une membrane. (A) Image MET de paracristaux de 
filaments d’actine en surface de liposomes cationiques (barre 0,1 μm). Adapté de la 
référence (218). (B-C) Image MET des microfilaments en surface de monocouche lipidique 
cationique avant (B) et après (C) agitation de la solution (barre 0,1 μm). Adapté de la 
référence (219). 
 
 Il est donc possible d’induire in vitro la polymérisation de l’actine, soit 
biochimiquement en ajoutant de sels et d’ATP, soit localement à la surface des 
membranes cationiques.   
 
II.4.3. l’actine in vivo 
 
 In vivo, les microfilaments d’actine du cytosquelette sont capables de s’organiser 
en structures variées et participer ainsi aux différents processus cellulaires. 
 Lorsque les filaments d’actine s’associent pour créer une déformation très locale 
de la membrane ayant la forme d’un "doigt", il y a formation d’un filopode. Cette 
structure allongée permet à la cellule de sonder le milieu extérieur. A l’origine de cette 
déformation, on trouve un câble de filaments d’actine, appelé bundle. Les filaments sont 
maintenus côte à côte par des protéines de liaison ou par de simples interactions non 
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spécifiques (220). La rigidité d’un tel assemblage est bien supérieure à celle d’un filament 
simple, et la polymérisation de nouveaux monomères au niveau de la membrane (par des 
protéines de la famille des formines par exemple) permet d’allonger le câble en 
repoussant l’obstacle. (Fig II.4.7-a) (213, 220).  
 
 Lors du processus de migration cellulaire, un dense réseau de filaments d’actine 
polymérisant à la surface de la membrane se développe avec apparition de larges 
protrusions membranaires appelées lamellipodes (Fig II.4.7-b) (221). Ces filaments 
enchevêtrés permettent la production des forces nécessaires au déplacement de la 
membrane. 
 
 Les filipodes et les lamellipodes déforment la membrane cellulaire. C’est en 
déformant sa membrane dans une direction privilégiée que la cellule peut initier sa 
migration. Or, la déformation de cette membrane nécessite de produire des forces 
importantes dans une zone localisée de la cellule. La production de forces par le biais des 
filaments d’actine est aussi un aspect fondamental de la motilité de certaines bactéries, 
comme Listeria monocytogenes et Shigella flexneri (222). 
 
 
Fig II.4.7. Structure des microfilaments dans le cytosquelette. (a) Un filopode formé de 
plusieurs filaments. Tomographie en cryo-électromicroscopie. Actine en rouge et 
membrane en bleu. Adapté de la référence (220). (b) Un lamellipode observé par 
microscopie électronique. La barre représente 0,5 μm.  Adapté de la référence (221). (c) 
Des fibres de stress (en rouge) observés par microscopie confocale. La bordure de la 
cellule est représentée en vert. Adapté de la référence (223). 
 
 Enfin, lorsque les microfilaments sont liés par des moteurs moléculaires, les 
myosines, ils présentent des structures appelées fibres de stress. Ces myosines se 
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déplacent sur les filaments d’actine et les font glisser les uns par rapport aux autres. Cette 
opération contracte la fibre et produit une tension donnant leur nom à ces structures (Fig 
II.4.7-c) (223). 
 L’actine est essentielle pour une très large gamme de fonctions cellulaires. Elle 
intervient dans la division cellulaire, la migration, la formation des jonctions, le 
remodelage de la chromatine, la régulation transcriptionnelle, le trafic vésiculaire et la 
régulation de la forme cellulaire.  
 
Comment est-il possible qu’une molécule peut accomplir une telle diversité de 
“tâches” ? 
 
Une réponse à cette question est que l’actine n’est pas une entité unique. Elle 
présente en effet différents isoformes. Six gènes d’actine existent chez les mammifères, 
chacun codant pour une isoforme de protéine (224). Les séquences des six isoformes sont 
identiques à 95% et la partie variable concerne quelques acides aminés à l’extrémité N-
terminale (sur un total de 375 résidus). On distingue 4 isoformes; αskeletal-actin, αcardiac-
actin, αsmooth-actin, et γsmooth-actin; qui sont exprimés dans les muscles squelettiques, 
cardiaques et lisses. Les deux autres isoformes ; β cyto-actin et γcyto-actin ; sont présentent 
dans tous les types cellulaires (Fig II.4.8).  
 
Fig II.4.8. Différence de séquence des isoformes d’actine. (A) Alignement de la partie 
N-terminale des 6 isoformes d’actine humaine. (B) Localisation des acides aminés modifiés 
entre les isoformes sur la structure 3D d’un filament d’actine, (ici avec trois monomères) 
Adapté de la référence (224). 
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Actine et contraction musculaire 
 
Dans les muscles, l’actine présente un rôle crucial dans les cycles de contraction-
relaxation musculaire et contribue au maintien de la structure cellulaire lors de ces 
mouvements (59). En effet, les sarcomères sont reliés au sarcolemme par l’intermédiaire 
de filaments de γcyto-actine, eux-mêmes en association avec diverses protéines dont 
l’alpha actinine, les complexes intégrines et les complexes dystroglycanes ; pour ce 
dernier, la l’actine est liée à l’ABD1, et vraisemblablement l’ABD2, de la dystrophine. 
(Fig II.4.9.)  
 Les fibres musculaires sont des multitudes de myofibrilles qui sont des reptations 
de sarcomères. Un sarcomère, formé principalement d’actine α (Thin filaments) et de 
myosine, est  défini de chaque coté par une strie ou ligne Z. Les filaments d’actine sont 
ancrés dans les stries Z de façon à former deux  « peignes », l’un en face de l’autre. Entre 
ces deux peignes se trouvent les filaments épais de myosine, constituant ainsi la strie ou 
ligne M (Fig II.4.9.).  
A l’état inactif, la trompomyosine recouvre le domaine d’interaction avec l’actine 
de la myosine. Lorsque la cellule musculaire est stimulée par le motoneurone, il y a 
activation de canaux calciques voltage-dépendants. La fixation du calcium sur la 
troponine libère le domaine d’interaction de la myosine. Ainsi, la myosine est fixée à 
l’actine. Lorsque la myosine et l’actine sont en interaction, la molécule d’ADP sur la tête 
de la myosine est libérée, ce qui provoque un changement de conformation et bascule la 
tête de la myosine. Ce basculement tracte l’actine vers la bande M (le centre du 
sarcomère) provoquant ainsi un raccourcissement du sarcomère.  
Après ce mouvement, une molécule d’ATP se lie à la tête de la myosine et 
provoque son détachement de l’actine, et le retour à une position repliée de basse énergie. 
Ensuite, l’énergie libérée par l’hydrolyse de l’ATP (en ADP+Pi) permet le passage de la 
myosine à un état de haute énergie, capable d’interagir avec l’actine. Si la troponine ne 
fixe plus le calcium, elle interagit avec la myosine empêchant ainsi l’interaction de la 
myosine avec l’actine. Sinon, le cycle peut recommencer. 
C’est ainsi que des milliers de têtes de myosines parviennent, en réalisant ce cycle, 
à contracter la taille du sarcomère de 3,4 μm (forme étirée) à 2,4 μm (forme contractée).  
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Fig II.4.9. Représentation schématique du cytosquelette d’une fibre musculaire. le 
sarcomère est formé des microfilaments fins d’ αskeletal-actine fixés à la strie Z (Z disc), et de 
filaments plus épais de myosine. La contraction du sarcomère est le résultat du glissement 
des filaments d’actine sur les filaments de myosine. Les filaments de γcyto-actin assurent la 
cohésion du cytosquelette particulier de la cellule musculaire : les sarcomères sont reliés à 
la matrice extracellulaire par l’intermédiaire du complexe dystroglycane et le complexe 
d’intégrine. Au sein du complexe dystroglycane, l’actine est associée via le domaine ABD1, 
et vraisemblablement ABD2 de la dystrophine. Adapté de la référence (225). 
  
 Une déficience d’une isoforme d’actine peut conduire à des pathologies plus ou 
moins graves selon la nature de l’isoforme manquante (224). Le remplacement chez la 
souris d’une isoforme manquante par une autre isoforme d’actine montre que les 
phénotypes obtenus sont variables en fonction de la nature de l’isoforme manquante, ainsi 
que de la nature de ou des  isoformes exprimées, comme illustré par les exemples ci-
dessous,   
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 En 2002, Crawford et al. (226) ont bloqué le gène de l’actine squelettique (αskeletal-
actine -/-) chez des souris. Ces animaux apparaissent normaux à la naissance, capables de 
respirer et de marcher normalement. Dans les 4 jours qui suivent la naissance, les souris 
déficientes en actine squelettique présentent un poids inférieur à celui des individus de la 
souche sauvage et développent une scoliose. Enfin, vers le neuvième jour, une perte de 
glycogène est observée chez les souris αskeletal-actine -/-, avec une faiblesse musculaire de 
type myopathie, suivie par la mort (Fig II.4.10.). Quelques années plus tard, Nowak et al. 
ont montré que l’expression de l’αcardiac-actine chez les souris αskeletal-actine -/- est capable 
de restaurer un phénotype normal (227), ce qui n’est pas le cas si on exprime γcyto-actin 
(228). .  
  
 D’autres expériences montrent que les souris déficientes en βcyto-actine présentent 
une létalité embryonnaire (229, 230), alors que les souris déficientes en γcyto-actine sont 
capables de survivre mais avec une surdité progressive (231, 232). De plus, l’absence de 
γcyto-actine dans le muscle n’a pas des conséquences directe sur le développement 
musculaire (233), malgré la présence d’évidences in vitro que la γcyto-actine est 
indispensable pour l’assemblage des sarcomères (234). Ainsi, les souris déficientes en 
γcyto-actine développent des myopathies progressives (233).  
A noter que dans tous les types cellulaires provenant des souris γcyto-actine
-/-,  la 
concentration totale en actine reste constante. Ceci est le résultat de phénomènes 
physiologiques de compensation par surexpression d’autres isoformes d’actine (231, 
232). 
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Fig II.4.10. Comparaison phénotypique et histologique de souris normales et 
déficientes en αskeletal-actine -/-. (I) Les souris déficientes en actine α squelettique 
apparaissent normales à la naissance (jour 1), mais ne parviennent pas à se développer, 
avec une apparition de scoliose (jour 5) suivie par la mort à J9. A partir du jour 3, les souris 
sont présentés en couple, à gauche la souris normale, et à droite la souris αskeletal-actine -/-. 
(II) À l’âge de 4 jours, les souris αskeletal-actin -/- montrent des signes de famine. Les sections 
au niveau du thorax montrent un taux normal du tissu adipeux gris (Brown Fat, indiqué par 
une flèche) chez les souris sauvages (A), alors qu’une réduction de ce tissu est observée 
chez les souris αskeletal-actine -/- (B). Les souris déficientes en actine α squelettique 
présentent une réduction du tissu adipeux (D) (flèche) par rapport aux souris saines (C). De 
même, une déplétion du glycogène musculaire et hépatocytaire est  observée chez les 
souris αskeletal-actine -/- (F) ce qui n’est pas le cas chez les souris sauvages (E). Le 
glycogène (en magenta, indiqué par une flèche) est abondant en (E) et absent en (F). C et 
D : coloration hématoxyline/éosine. E et F : coloration acide périodique / Schiff pour 
marquer le glycogène. Adapté de la référence (226). 
 
PARTIE II : LA DYSTROPHINE, SES PARTENAIRES, SA FONCTION BIOLOGIQUE 
Chapitre 4- DYS R11-15 : Un pont de connexion membrane-cytosquelette? 
 
 132
les protéines liant l’actine (Actine Binding Proteins-ABP) 
 
 L’actine du cytosquelette présente différentes fonctions tel que le maintien de la 
morphologie et la polarité cellulaire, la participation dans les phénomènes d’endocytose, 
le trafique intracellulaire, la contraction, la mobilité et la division cellulaire. Au sein de la 
cellule, l’assemblage et l’organisation des filaments d’actine est réglé par plusieurs 
protéines capable de se lier à l’actine et nommé Actin Binding Proteins (ABP) (235, 236). 
Ceci est illustré dans la Fig II.4.11. 
  
 Certaines protéines sont capables de  lier le monomère d’actine. Or, comme on l’a 
déjà indiqué auparavant, la nucléation de l’actine est une étape instable. L’interaction de 
certaines protéines avec le monomère d’actine G peut stabiliser cette étape. C’est le cas 
du complexe Arp2/3 et la formine qui se lie à l’actine G, stabilisant ainsi la nucléation 
(213). Durant le mécanisme de polymérisation/dépolymérisation, certaines protéines 
interviennent dans la livraison du monomère et la dépolymérisation telle que la twinfiline, 
et la profiline. 
 
D’autre part, l’organisation des filaments d’actine en réseaux ou en structures bien 
organisés est cruciale pour assurer les fonctions cellulaires. Cela est assuré par des ABP 
capables de se lier aux filaments d’actine.  
 L’interaction de l’α-actinine ou la fascine avec les l’actine-F par exemple, permet 
l’alignement des filaments d’une façon parallèle ou antiparallèle. L’interaction d’autres 
types d’ABP comme la spectrine ou la filamine avec les filaments d’actine permet 
l’arrangement de l’actine-F en matrices orthogonales. C’est le phénomène de Crosslink. 
Une organisation des filaments d’actine en forme « de branche » est assuré par 
l’interaction de l’actine-F avec des complexes protéiques tels qu’Arp2/3. 
D’autres interactions ABP-actine-F permettent de lier les filaments d’actine avec 
d’autres filaments du cytosquelette. Citons par exemple la spectrine, liant l’actine F aux 
filaments intermédiaires, et la plectine liant l’actine F aux microtubules.  
En dernier point, nous citons la dystrophine, la spectrine et l’annexine qui sont des 
ABPs capable de relier les filaments d’actine à la membrane. 
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Fig II.4.11. Illustration des majeures conséquences de l’interaction de différentes 





 En conclusion, les différentes adaptations du cytosquelette pour générer des 
fonctions diverses sont liées à la nature des isoformes d’actine. Il est à noter que 
physiologiquement, des compensations entre isoformes sont observées. C’est l’alliage de 
ces isoformes et le ratio de chaque type d’actine qui va conférer les caractéristiques et les 
propriétés physico-chimique et fonctionnelle du cytosquelette.  
 
Ainsi, selon la terminologie proposée par Perrin & Ervasti,  l’actine semble être 
l’ " acier cellulaire" (224). Par analogie, l’acier est un alliage composé de nombreux 
métaux différents, et le ratio de chaque composant détermine les caractéristiques de 
l’acier, tel que le poids, la résistance…. 
  En modifiant les ratios des isoformes d’actine, un filament peut ajuster ses 
propriétés afin de répondre aux besoins spécifiques des différentes cellules. 
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 Inherited absence or modifications of 
dystrophin are responsible of more or less 
severe forms of muscular dystrophy. 
Dystrophin is reported in muscle cells to create 
a link between skeletal actin and sarcolemma 
through its N and C terminus respectively. In 
addition, in the long rod shaped central domain 
of dystrophin, repeats 11 to 15 have been 
described as a second filamentous actin (F-
actin) binding domain, of which physiological 
role is still unclear. More recently, we showed 
that this part of the rod domain of dystrophin 
also exhibits binding properties to lipid layers 
which highly depend on lipid nature and 
packing. One exciting hypothesis in dynamics 
of muscle cell thus concerns the possibility that 
both sarcolemma and actin filaments 
simultaneously could bind to dystrophin 
through DYS R11–15 region, contributing to 
sarcolemma resistance to mechanical stress. We 
measured the shear elastic constant (µ) of lipid 
monolayers in Langmuir films, in the presence 
of DYS R11-15 and/or F-actin in the sub phase. 
At 20°C, DOPC-DOPS, DOPC-DOPE 
monolayers, exhibit µ values of ≈ 0mN/m, 
independently of lipid nature and initial surface 
pressure. DYS R11-15, when injected into the 
subphase, modifies a little bit the shear 
constant, while it binds to the monolayer. We 
show that when actin is injected into the 
subphase following binding of DYSR11-15 to 
lipids, the lipid layer shear elastic constant is 
significantly increased in a manner that 
depends on the initial concentration of 
DYSR11-15, the nature of phospholipids and 
the values of initial lateral surface pressures on 
lipid layers. The lipid monolayer is essentially 
elastic but when both DYS R11-15 and F-actin 
are added, a visco-elastic system is 
progressively obtained with an increase of the 
surface viscosity (ηs). Globular actin has no 
effect, but transition from G to F-actin in the 
subphase progressively increases µ and ηs when 
DYSR11-15 is present. Control experiments 
with other parts of the central domain of 
dystrophin devoid of actin binding properties 
demonstrate the specificity of the effects 
observed with DYS R11-15. Our data provide 
strong evidence that the rod domain of 
dystrophin could by itself scaffold sarcolemma 
through interactions with both actin and lipids. 
This mechanical link could contribute in vivo to 
the shock absorber function of dystrophin in 
muscle cells. 
   
INTRODUCTION 
 
Dystrophin and sarcolemma- When the 
subsarcolemmal fibrous protein dystrophin is 
absent from muscle, the sarcolemma is more 
frequently disrupted. Patients with Duchenne 
Muscular Dystrophy DMD, a genetic disease 
characterised by a lack of dystrophin, show 
increased serum levels of soluble muscle enzymes 
and growth factors, indicating that proteins leak 
from damaged muscle. Many studies have shown 
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that dystrophin-deficient muscle sustains more 
contraction-induced damage and exhibit greater 
susceptibility to damage from eccentric 
contractions than normal muscle (1, 2). Dystrophin 
is expressed in skeletal muscle at the sarcolemma 
and is enriched at the myotendinous junction 
(MTJ; the junction of muscle fibres and tendons) 
where high mechanical stretches occur (3). 
Moreover, the absence of dystrophin in patients 
with DMD is associated with defects in 
sarcolemmal integrity (4). Physical attachment of 
the basal lamina to the sarcolemma trough 
Dystroglycan complex (DGC), which includes 
dystrophin, is important for cohesion of the muscle 
tissue and to provide resistance to mechanical 
stress (5).  
  All together these observations are 
consistent with the idea that dystrophin helps 
maintain membrane integrity during periods of 
mechanical stress. 
 Based on these observations, ongoing 
therapeutic programmes for DMD aim to restore 
normal myofiber elasticity in dystrophic muscles 
through gene-mediated expression of full length or 
truncated dystrophins (6). Even if first promising 
clinical data (7-9) are highly encouraging, more 
exhaustive knowledge about dystrophin biology 
and partnership is needed.  In fact, new therapies 
aim to get high levels of expression, and efficiency 
in restoring a normal phenotype, of the so-called 
micro or mini dystrophins. These truncated 
dystrophins lack part of the central domain. In 
parallel to optimisation of gene introduction and 
expression methods, the appropriate design of the 
therapeutic truncated rod domain has to be based 
on knowledge of the physico-chemical properties 
of the resulting proteins.  
 It is established that dystrophin contributes 
to support and distribute the stress developed 
within the membrane during muscle contraction 
and elongation, and therefore prevents membrane 
leakage. However, the molecular bases for these 
mechanisms remain to be fully established (10). 
Continuity of internal cytoskeleton and 
extracellular matrix is ensured by binding of 
dystrophin at its N terminus through a calponin 
like actin binding domain (ABD1) and at its C 
terminus, to beta DG, which by himself spans the 
membrane and anchors the DGC in continuity with 
proteins from extracellular matrix. When muscle 
cell are stressed stress and membrane stretch, bend 
or bleb, the scaffold resulting from binding 
extracellular matrix to cystoskeleton, through 
dystrophin binding/bridging, is thought to prevent 
membrane ruptures (11).  
 Dystrophin is a fibrous protein composed 
of four domains, the largest one being the central 
rod domain. The rod domain of dystrophin is to 
date no longer considered to be a passive linker 
between ABD1 and the C-terminus; rather, it is 
thought to have a key role in regulating the 
membrane cytoskeleton and the extracellular 
matrix scaffold (11). This central rod domain is 
constituted of 24 spectrin-like repeats of 
approximately 100 residues. It has been shown 
that numerous partners such as n-nitric oxide 
synthase (12), F-actin (13, 14) and lipids (15-18) 
interact with specialised parts of the dystrophin 
central domain, each of them constituted by a 
cluster of few spectrin-like repeats.  
 
Dystrophin Actin binding properties 
The N terminus binds to F-actin : ABD1 
 Early work from the Ervasti group 
demonstrated that in the mdx mouse, a rodent 
model of muscular dystrophy that lacks 
dystrophin, the entire subsarcolemmal γ-actin 
network is poorly connected (19, 20) suggesting a 
role for dystrophin in maintaining the sub-
sarcolemmal F-actin network in close register with 
the membrane to provide mechanical stability. 
Homology with calponin and with proteins from 
the spectrin family allowed identifing the N-
terminal domain of dystrophin as an actin-binding. 
Experimental work determined the structure and 
binding characteristics to actin of the so called 
actin binding domain 1 of dystrophin (ABD1) (21, 
22) or its homologus domain in utrophine (23). 
Analysis of several single mutations or exon 
deletions in the N terminus part of dystrophin 
show that absence or misfolding of ABD1 rise to 
either Duchenne or Becker dystrophy (22, 24) 
highlighting the key role of actin-dystrophin 
partnership in vivo.  
 
Part of the central domain binds to F-actin : 
ABD2   
 The Ervasti group demonstrated that 
ABD1 is not the only actin binding domain of 
dystrophin. Early co-sedimentation experiments 
showed that a proteolytic product of dystrophin 
made of aminoacids 1416-1880, from repeats 11 to 
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15 (DYS R11-15) exhibit actin binding properties 
(13, 25). Further works lead to the conclusion that 
dystrophin, but not its homologue utrophin, 
contains a second actin-binding domain (ABD2) 
(14, 25, 26). Biological role of this second actin 
binding site could serve to reinforce the 
association of actin with membrane. This is 
corroborated by phenotype restoring efficiency in 
mdx mouse . ABD 2 of human dystrophin is 
encoded by exons 32 to 42. Patients with in frame 
mutation in the dmd gene resulting to the 
expression of a dystrophin lacking all, or parts of, 
ABD2 exhibit various phenotypes. For instance, 
deletions of exons 24 to 41, or 30 to 42 lead to 
severe DMD phenotypes (27, 28) while patients 
with deletions of exons 32 to 42 or of a single 
exon 34 have the less severe phenotype of a BMD 
and even deletions of exons 32 to 44 or 35 to 44 
(29, 30) are asymptomatic. In the same manner, in 
frame duplications of exons leading putatively to 
the presence of two ABD2 domains, cause either 
DMD (exons 19-44 (28)) or BMD (17-44 (31)).  
All this support the hypothesis that the 
actin-binding site located in the central rod domain 
plays a crucial role in the shock absorber function 
of dystrophin in muscle cells. Nevertheless lots of 
works have to be done before a complete 
understanding of the link between phenotype and 
genotype in muscular dystrophies. 
 
Biological significance of the two actin binding 
sites in dystrophin- It is now established that 
dystrophin binds laterally along an actin filament 
through the concerted effect of two distinct low 
affinity binding sites. The presence of two 
independent but synergistic actin-binding sites on 
dystrophin may hold important clues to its 
mechanical function in vivo (13, 26). As discussed 
previously, the dystrophin monomer is able to bind 
along the length of one single actin filaments (25). 
The presence of two low-affinity actin-binding 
sites in dystrophin likely allows for a more elastic 
response of the actin–dystrophin–sarcolemma 
linkage to muscle stretches, compared for instance 
with binding of utrophin via one contiguous actin-
binding domain (26). This could generate a high 
affinity and quite stable interaction which, in 
conjunction with the DGC associated proteins, 
takes part to the cytoskeletal cortex of muscle cells 
(11).  
 
The Rod domain also binds to lipids- Since the 
early work of Dewolf (32), the lipid binding 
properties of the spectrin like repeats of the rod 
domain have been analyzed by our group; 
Amongst the 24 repeats that constitute the central 
domain, only repeats 20 to 24 have been shown 
not to bind lipids. Interestingly, all other parts of 
the central domain do bind anionic lipids in vitro. 
Their binding characteristics have been largely 
investigated (15-18, 33). Within the lipid binding 
repeats of the rod domain from 1 to 19, the sub 
domain constituted by the repeats 11 to 15 (DYS 
R11-15) exhibits particular lipid binding 
properties. We showed that DYS R11-15 
constitutes the only part of dystrophin interacting 
with anionic as well as zwitterionic lipids and 
which adapts its interaction and organization 
depending on lipid-packing and lipid-nature (17). 
From these studies we suggested that the 
physiological role of the central domain of 
dystrophin on sarcolemma scaffolding could partly 
occur through modulation of lipid-protein 
interactions. Moreover we identified repeats R12 
and R13 being more strongly involved in lipid 
binding within the whole DYS R11-15 protein. 
Therefore, in addition to its actin binding 
properties described above, the affinity for lipids 
of dystrophin DYS R11-15 could provide the 
phospholipid membrane with an additional support 
essential to maintaining membrane cohesion. In 
support of this role for DYS R11–15 binding to 
membrane lipids, it is worth mentioning that 
truncated dystrophin that lacks this region has less 
efficiency to rescue the normal phenotype of the 
dystrophin-deficient mdx mouse (30). 
In addition to the above considerations, an 
exhaustive molecular modelling analysis of the 
whole rod domain recently show that the 24 
repeats of the rod domain have a large diversity of 
electrostatic and hydrophobic surfaces. 
Particularly, DYS R 11-15 is delimitated by two 
newly identified flexible junctions and therefore 
appears by himself as an individual subdomain of 
dystrophin (34). The biological function of this 
subdomain has now to be fully established.   
 
DYS R 11-15 binds F-actin and lipids : Aim of 
the present study- As the actin-binding domain of 
DYS R11-15 is not to date precisely mapped, one 
exciting question concerns the possibility that both 
sarcolemma and actin filaments could either 
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compete or simultaneously bind to dystrophin 
through the DYS R11-15 region. While it is clear 
that DYS R11-15 (=ABD2) is crucial for normal 
function of dystrophin, the biological significance 
of its ability to bind in vitro actin as well as 
sarcolemmal lipids has not yet been investigated. 
Interaction of repeats 11 to 15 of the rod domain 
with both partners, namely actin and sarcolemma, 
could contribute to the mechanical role of 
dystrophin by creating a link between cytoskeleton 
and sarcolemma.  
 
In the present study, we aimed to verify 
the hypothesis that DYS R11-15 could bind 
simultaneously actin filaments and sarcolemma 
and by the way largely contribute to membrane 
resistance to stress. For that purpose, we analysed 
the surface shear rheology of model Langmuir 
monolayer. 
 Lipid bilayers are usually considered as a 
simple Newtonian fluids, however they possess a 
bending and a compression elasticity. In fluid 
phase, the acyl chains show in-plane nematic order 
but lack short-range translational and orientational 
order, then they do not resist shear. Recently, 
Espinosa et al. (35) have tested several lipid 
monolayers to mimic different biological 
membranes. They show that a fluid lipid layer is a 
Newtonian fluid characterized by a low shear 
viscosity (η~10-5 N.s/m). We used a rheometer 
based on a rotating magnetic disk in a Langmuir 
trough and we measured the shear elastic constant 
of lipid layers in the presence of DYS R11-15 and 
F-actin. The shear elastic constant increases as the 
viscosity of the system, indicating the presence of 
strong interactions between these partners.  
 
We show for the first time that the central 
domain of dystrophin, which was previously 
known to bind individually to F-actin or to 
membrane lipids, is able to create a bridge 
between both molecular partners. DYS R11-15 
thus creates a mechanical link which likely 
contributes in vivo to the shock absorber function 
of dystrophin in muscle cells 
 
MATERIALS AND METHODS 
 
Materials - DOPC, DOPS, and DOPE 
phospholipids were purchased from Avanti polar 
lipids.  
Methods 
Protein purification : Human dystrophin 
multirepeat domains DYS R11-15 and DysR1-3  
were expressed in E.coli and purified as described 
previously (16, 17). Actin G from rabbit muscle 
were prepared as in (36).  
 
Actin polymerisation and sedimentation assays : G 
actin stored in G buffer (2mM Tris pH 8.0, 0.2mM 
ATP, 0.5mM DTT, 0.2mM CaCl2,1mM NaN3) 
was diluted in polymerisation buffer (= F-buffer; 
final composition : Hepes 20 mM, pH 7.5, NaCl 
150 mM, ATP 2 mM, KCl 50 mM, MgCl2 2 mM, 
Dithiotreitol 1 mM) and allowed to polymerise at 
room temperature for 1h. For sedimentation 
assays, 100µl samples in ultracentrifuge tubes 
were prepared in F-buffer. The final concentration 
of actin and DYS R 11-15 were 10µM and 2-5 µM 
respectively. Following 30 min of incubation, 
actin, DYS R11-15 or both proteins were 
centrifuged for 30 min at 100.000g at 20°C. 
Supernatants and pellets were analysed by SDS-
PAGE. Gels were stained by Coomassie Blue.  
 
Electron microscopy : Samples containing 10 µM 
polymerised actin with or without 5 µM DYS R 
11-15 were loaded on microscope grids. Negative 
staining was performed with 2% uranyle acetate 
for 2 min and samples were observed on a GEOL 
100CX electron microscope.   
 
Measurements of shear elastic constant: 
 We analyzed the surface shear rheology of model 
Langmuir monolayer. Several apparatus designs 
for the measurement of interfacial shear viscosity 
and viscoelasticity exist and can be classified in 
two systems, the indirect shear rheometers where 
the displacement of tracer particles placed at the 
interface is recorded and analyzed by image 
analysis, and the direct shear rheometers where the 
torque or displacement of a probe located within 
the interface is directly measured. The probe 
consists in a ring or plate slightly posed at the 
interface on which mechanical forces are applied. 
To avoid a mechanical link maintaining the probe, 
others set ups were developed as a needle or small 
magnet setting in oscillation by a magnetic field 
(37, 38). Our rheometer belongs to the last family. 
Then a shear force is applied on the monolayer 
although a small magnet which oscillates by 
magnetic field application.  
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 While interfacial rheology has been 
mainly applied in the studies of behaviour of 
protein (essentially food proteins but also blood 
proteins) (39, 40), new studies deal with the 
behaviour of lipid films experimentally or by 
molecular dynamic simulation (41). Finally, the 
rheological behaviour of lipid bilayer is still 
unfamiliar.  
 The set up used is described in (42) and 
presented in Figure 1. Briefly, a circular Teflon 
trough (48 mm diameter) is filled by the subphase 
lipid free or covered by a lipid monolayer where 
its surface pressure is controlled. A float 
containing a small magnet is maintained at the 
center of the trough by a magnetic field induced by 
a solenoid. This magnetic field and the earth field 
give a total field of B0= 6.4± 0.5 10-5 T. This field 
acts as a torsion wire by giving an equilibrium 
position ant orientation to the float. 
The trough is placed at the middle of two large 
peripheral Helmholtz coils in which a current 
moves creating a B perpendicular (B┴) to B0. This 
torque applied to the magnet tends to induce a 
rotation of the float around its vertical axis. The 
absolute value of B┴ is 10-4*B0 and the frequency 
range used is from 0.01 Hz to 100 Hz. The value 
of the magnetic moment of the magnet is m = 8 ± 
1.5 10-4 A.m². To follow the rotation of the magnet 
a small piece of unpolished glass is glue on the top 
of the magnet and reflects a laser beam to a four 
dials photodiode.  
 The model to depict the behaviour of the 
monolayer is viscoelastic and we apply the model 
of the Kelvin-Voight solid. The viscosity of the 
film is the resistance to flow under stress whereas 
elasticity is the instantaneous deformation and 
recovery from the stress.  
 
 The value of the shear deformation εxy 
produced by the B (addition of B┴ and B0) is ~10-7. 
Nevertheless the deformation induced on the 
monolayer is not homogeneous and is larger close 
to the float and null close to the wall of the trough.  
It is used to be that the interfacial flow is assumed 
to be completely decoupled from the bulk phase 
flow. The rheometer using float is treated as a two-
dimensional couette device. 
 
 
Figure 1: Schematic representation of the setup built for 
the measurement of the surface rheology. A torque is 
applied on the float by the two Helmoltz coils. In 
response to the torque, the float rotates on its vertical 
axis and the amplitude of rotation depends on the 
rheological properties of the monolayer.  
 





 J is the inertia momentum of the float  
 
 
• Expression of magneticM  : 
α(t) = αeiwt angle of the magnetic field B with the 
origin 
θ0(t) = θ0eiwt angle obtained on the lipid interface 
(with θ0 complex number) 
)( 0 αθ −−= BmM magnetic  
 
• Expression of subphaseM : 
In contrast with the paper of Erni et al. (43) where 
he works in rotating mode (the velocity is 
constant), in our case we discuss only about the 
behavior respect to the frequency. The momentum 
varies as δ
η θva3−  With δ the distance 
characterizing the variation of θv  in the z 
direction. For this distance three choices are 
possible: the depth of the trough H ~10-2m, the 
 vi
float radius a ~5.10-3m and the depth of dynamic 
penetration correspond to:  
mh 310~
)(ρω
η=  (for ω =1 Hz) 
 
 Because the length shorter should be 
considered, a priori it is h . However, the data 
treatment on the pure water give solution 
independent of ω, then we can write : 
dt
dvaKM subphase
θνη θ 02 −=−=  
0ν represents the viscous forces of the subphase  
• Expression of monolayerM : 
The rheological relation between the strain and the 
deformation in complex notation is  
εσ θ )'''( iGGr +=  
 
The deformation for a shear movement in 
cylindrical geometry is : 
r
rr ∂
∂== θεε θ2  
 
To determine the profile of θ(r), we suppose that 
the deformation in the volume subphase does not 
impact the monolayer. Then the monolayerM   is 
independent of r: 
monolayerMr
rGGr =∂





ar θθ =  
 
the trough is larger enough for that θ become null 
for high value of r  
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 For each experiment, frequency spectra of 
the oscillator response were measured in the range 
of 0.01 -100Hz on pure water, on TNE or F-actin 
buffer and lipid monolayers. Any change in the 
resonance frequency was observed. Indeed, lipid 
mixture (DOPC:DOPS (1/1) or DOPC:DOPE 
(1/1)) in chloroform/methanol 2:1 (v/v) was gently 
deposited at the air/liquid interface at the desired 
surface pressure (20,27, 30 or 32 mN/m). The 
lipids are in the liquid expanded state and the 
rheological characteristic of the interfacial film did 
not change. The resonance frequency depends of 
the value of the shear elastic constant µ. By fitting 
the frequency spectra, µ was calculated, for water, 
buffer or lipid film at this surface pressure, µ was 
equal to 0mN/m. 
 Then, the protein was injected, into the 
subphase just beneath the lipid monolayer at a 
final concentration of 0.025, 0.05 or 0.1µM. In 
order to follow the effect of the protein absorption 
of the rheological film properties, the oscillator 
response at a fixed frequency (5Hz) was recorded 
versus the time and µ was calculated. Before the 
F-actin fiber in the subphase, a new frequency 
spectrum was measured to check the resonance 
frequency variation and the µ value. The F-actin 
solution was injected in the sub-phase (0.125 µM) 
and the evolution was recorded function of the 
time. At the end of the experiment, a new 




Following purification of DYS R 11-15, 
cosedimentation assays with F-actin were 
performed. As shown in Figure 2-A, DYS R 11-15 
alone does not sediment. In the presence of actin 
filaments, a significant amount of DYS R 11-15 is 
found in the pellet. In the same conditions, DYS 
R1-3 or DYS R20-24 do not sediment. We 
conclude that our DYS R 11-15 construct as 
 vii
expected behaves as an actin binding protein. 
Electron micrographs of actin in buffer F show the 
filaments that were used for cosedimentation 
assays and further microrheology experiments 
Figure 2-B. Diameter of actin filaments is 6-8 nm; 
this is consistent with previously reported values 
(44). In Figure 2-C is shown an actin filament 
coated with a negatively stained elongated object 
whose size is equivalent to the other DYS R11-15 
monomers present in the medium. No bundling or 
cross-linking of DYS R11-15 decorated actin 
filaments were observed.    
 
 
Figure 2: DYS R11-15 and actin. (A) F-actin 
cosedimentation assay. 5µM of DYS R11-15 was 
ultracentrifugated alone or following 1 hour of incubation 
in the presence of 10µM F-actin in F buffer. 
Supernatants (S) and pellets (P) were analyzed by 
EGPA-SDS. The protein alone is in the supernantant, 
while significant amounts of DYS R11-15 co sediment 
with the actin filaments. (B) negatively stained F-Actin 
filaments observed by electron microscopy. Bar 100nm. 
(C) Negatively stained DYS R 11-15 monomers in the 
presence of F-actin. t The actin filament is coated with  a 
monomer of DYS R11-15. 
 
We concluded from the above 
cosedimentation experiments, that G actin 
polymerise in F-actin and that DYS R 11-15 is 
able to bind actin filaments in the experimental 
conditions that were used for 2D rheological 
analyses. We then used the Langmuir through and 
measured the shear elastic constant of lipid 
monolayers as described in the Experimental 
procedure of this paper.  
 
First experiments were done in F-buffer 
with a layer initial surface pressure value of 
20mN/m, with DOPC:DOPS or DOPC:DOPE 
lipid mixtures at molar ratio 1:1. As shown in 
Figure 3-A.a. and Figure 3-B.a. the shear elastic 
constant of both lipid monolayers are similar to 
that of water at the air/water interface with values 
close to zero (μ= 0 mN/m and ηs <10-5 N.s/m). 
Following injection of the protein DYS R11-15 
into the subphase at a final concentration of 
0.1µM, a low variations of shear constant is 
observed (μ = 0.3 and 0.1 mN/m with anionic and 
zwitterionic monolayer, respectively) (Figure 2-
A.b and 2-B.b.) and ηs is arround 10-5 N.s/m with 
both lipid mixtures (data not shown). Then actin 
filaments at a final concentration of 0.125µM are 
injected. Under both lipid monolayers, the actin 
filaments alone have no effect on the shear elastic 
constant. However, an increase of the shear elastic 
constant is observed if DYS R11-15 is present 
before actin injection. Value of the shear elastic 
constant of 2.9 and 5.5  mN/m (Figure 3-A.c. and 
3-B.c.) and increases of the surface viscosity ηs to 
reach 1.3×10-4 and 2.4×10-4 N.s/m were observed 
with anionic and zwitterionic monolayer, 
respectively. Actin alone was ineffective on lipid 
layer rheology and likely does not interacts with 
the membrane (Figure 3-A.d. and 3-B.d). In 
parallel with DYS R11-15, we injected DYS R1-3 
into the sub-phase. DYS R1-3 is another part of 
the central domain of dystrophin which was 
demonstrated to bind lipid layers in Langmuir 
through (18), but for which no actin binding 
activity is reported. Interestingly, a null shear 
elastic constant and no change of the surface 
viscosity (ηs <10-5 N.s/m, data not shown) were 
obtained after injection of the actin filaments 
following DYS R1-3 equilibration in the system 
(Figure 3 inset)...  
 
 Taken together, these results show that 
DYS R11-15 is able to create a bridge between 
actin filaments and the membrane; such link 







Figure 3: DYS R11-15 link the lipid monolayer to actin 
filaments. Shear elastic constant of the lipid monolayer 
[DOPC:DOPS (A) and DOPC:DOPE (B)] at 20mN/m (a), 
after injection of DYS R11-15 (0.1 μM) (b) and Actin 
filaments (0.125 μM)(c). In (d) is presented the negative 
control of lipid monolayer followed by injection of actin 
filament without DYS R11-15. No increase of shear 
elastic constant is observed. In the inset is presented 
the negative control by using DYS R1-3 that binds 
DOPC:DOPE lipids only. Shear elastic constant of 
DOPC:DOPS 20mN/m (a), followed by the injection of 
DYS R1-3 (0.1 μM) (b) and actin Filaments (0.125 μM).    
 
When actin is injected first, followed by 
DYS R 11-15, no effect on µ and ηs are observed. 
While it is likely that amounts of DYS R11-15 
bind to the actin filaments, no subsequent 
association with lipids is done. This might be due 
to a very low diffusion of DYS R11-15 towards 
the lipid layer once bound to actin, or that the 
conformation of DYS R11-15 is modified in a way 







Figure 4: Transition from G to F Actin G is required for 
creation of a bridge between membrane and actin 
through DYS R11-15. Shear elastic variation μ (mN/m) 
of DOPC:DOPS monolayer (at πi=20mN/m) with 0.1µM 
of DYS R11-15 in a G buffer subphase, following the 
injection of 0.125µM monomeric actin G, and finally the 
injection of  5 mM ATP and Mg2+ .  
 
In order to verify if changes of µ are due 
to an association of the monolayer with the F-actin 
network, we then built a PC/PS layer over G 
buffer, which does not induce actin 
polymerisation. Figure 4  shows the time course of 
shear elastic constant of the lipid monolayer in this 
experiment. The µ values are stabilised close to 
zero; then 0.1µM DYS R11-15 is injected. No 
significant change of rheology is detected neither 
following injection of 0.125µM of G actin in the 
subphase. We then gently injected a mix of 
concentrated ATP and Mg++. As no stirring is 
allowed in the subphase, quite high concentrations 
were chosen giving expected final concentrations 
of 5mM for ATP and Mg++. Diffusion of activators 
of actin polymerisation in the subphase 
progressively is followed by an increase of shear 
elastic constant and the surface viscosity, to values 
of ~10 mN/m and 1.7×10-4 N.m.s-1 respectively. 
We conclude that filamentous actin rather than 
globular actin, affects rheological properties of the 
monolayer when, and only when, DYS R11-15 is 





PC:PS PC:PS / DYS R11-15 PC:PS / DYS R11-15 / 
Actin F





Figure 5: Influence of DYS R11-15 concentration: 
Shear elastic constant of DOPC: DOPS (A) or 
DOPC:DOPE (B) lipid monolayer at 20 mN/m, following 
injection of DYS R11-15 at different concentrations (2.5 ; 
5 and 10.10-8M corresponding to (a), (b) and (c) 
respectively), and Actin filaments at a final concentration 
of  0.125 μM. 
 
 We then renewed experiments in the same 
conditions than those used in Figure 3, except that 
various initial concentrations of DYS R 11-15 
were injected into the subphase (0.025, 0.05 and 
0.1 µM) prior to F-actin injection at a final 
concentration of 0.125µM. As shown on Figure 5, 
shear elastic constants of DOPC: DOPS (Figure 5-
A) or DOPC:DOPE (Figure 5-B) lipid monolayers 
do increase significantly, only in the presence of 
F-actin, in a manner that depends on the amount of 
DYS R11-15, from zero to 2.9 mN/m for DOPC: 
DOPS and 5.5 mN/m for DOPC:DOPE. These 
results indicate that the effect of DYS R11-15 on 
changes of shear elastic constant depends on the 
protein concentration in the subphase. By 
increasing DYS R11-15 concentration, the surface 
viscosity became also significant and higher than 
10-5 N.s/m. It reach ηs = 1.3×10-4 and 2.4×10-4 
N.s/m with anionic and zwitterionic monolayer 
respectively for a DYS R11-15 concentration of 
0.1 µM . 
 
 
Figure 6: Effect of lipid packing on the interaction of 
DYS R11-15 with membrane and actin filaments. Shear 
elastic variation μ (mN/m) of the lipid monolayer surface, 
after injection of actin filaments (0.125 μM) under the 
monolayer/DYS R11-15 film at different initial surface 
pressures (20, 27, 30 and 32 mN/m). 
 
We than investigated the influence of the 
initial pressure of the lipid layer on the interaction 
and the rheological properties. Various initial 
surface pressures of lipid layers in the Langmuir 
through were established to 20, 27, 30 and 32 
mN/m, then measurements of shear elastic 
constants of lipid layers, alone or in the presence 
of DYS R11-15 or DYS R11-15 and F-actin, were 
performed. Theses values for initial pressures were 
chosen because they represent critical values for 
the binding of 0.1 µM DYS R11-15, as determined 
in a recent study (17). No significant values of µ 
and ηs were measured with lipid mixtures alone 
and very low values are obtained with the lipid 
monolayer /DYS R11-15, at all initial surface 
pressures tested (not shown). Figure 6 summarizes 
the evolution of µ in function of initial pressure, 
after adding actin filaments under the 
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monolayer/DYS R11-15 film. Addition of F-actin 
into the subphase increase µ with both lipid 
mixtures, for an initial pressure of 20 mN/m. A 
higher values are obtained at 27 mN/m. At 
30mN/m, the shear elastic constant becomes null 
with the anionic monolayer, while the highest 
value is observed with the zwitterionic monolayer. 
At 32 mN/m, µ is null for both lipids. A similar 
behaviour is observed when measuring the surface 
viscosity. ηs increase from 1.3×10-4 N.s/m at 20 
mN/m to 1.5×10-4 N.s/m at 27 mN/m and became 
less than 10-5 N.s/m at 30 and 32 mN/m with 
DOPC:DOPS. With the zwitterionic lipid mixture, 
ηs increase from 2.4×10-4 N.s/m at 20 mN/m to 
1.2×10-3 N.s/m at 30 mN/m and became less than 
10-5 N.s/m at 32 mN/m (Data not shown). 
 The critical shear elastic constant and the 
critical surface viscosity, for which μ remains 
close to zero and ηs less than 10-5 N.s/m after actin 
injection, is obtained at 30 mN/m with the anionic 
monolayer and at 32 mN/m with the zwitterionic 
monolayer. In a previous study (17) we showed 
that at these critical values, some changes of the 
orientation or organisation of the protein at the 
layer surfaces are observed (see discussion). 
Nevertheless, 32mN/m represents the pressure at 
which DYS R11-15 is excluded from both kinds of 
layer. We show that exclusion of DYS R11-15 
from the layer prevents the bridging effect on layer 
rheology. This result therefore strongly reinforces 
our above conclusion that the three components, 
namely membrane, DYS R11-15 and F-Actin, are 
able in vitro to get organised in a way creating a 
mechanical bridge between the actin filaments and 




DYS R11-15 creates a bridge 
 In this study, we measured the rheological 
shear elastic constant of monolayers composed of 
lipids mimicking sarcolemmal membrane. The 
choice of lipid mixtures was driven by their 
reported abundance in the inner sarcolemma 
leaflet (45). We show that resistance of lipid layers 
to mechanical stress is increased when the R11 to 
R15 spectrin-like repeats of the central domain of 
dystrophin create a bridge between the membrane 
and filamentous actin. This modulated interacting 
process could represent a way for the muscle cell 
to adapt to mechanical stresses. We analysed lipid 
rheology in a range of initial lateral pressure that is 
a representative state of lipid packing in 
physiological conditions (46). 
 
Significance of our µ and ηs measurements  
The lipid monolayer is always in a fluid 
state, when using PC/PS or PC/PE, independently 
from the surface pressure. The surface rheological 
behaviour of the lipid monolayer is similar to the 
surface properties measured on the air/water 
interface (μ ~ 0 mN/m and ηs less than 10-5 N.s/m). 
When DYS R11-15 adsorbs and interacts with the 
membrane at an initial surface pressure of 20 
mN/m for example, a low modification of the 
surface properties are detected on the monolayer 
(μ=G’= ~ 0.3 and 0.1 mN/m for anionic and 
zwitterionic lipids respectively, and ηs is around 
10-5 N.s/m at ω=5 Hz with both lipid mixture). By 
adding the actin filaments, higher values of shear 
elastic constant and surface viscosity are obtained 
(Table 1). 
 
1.20.05< 5. 10-20.650.1< 0.05G’’ (mN/m)
2.4×10-41×10-5<10-51.3×10-42×10-5<10-5ηs (N.s/m)
5.50.102.90.30μ =G’ (mN/m)
+ActinF+DYS R11-15monolayer+ActinF+DYS R11-15MonolayerAt ω =5hz
DOPC :DOPE 20 mN/mDOPC :DOPC 20 mN/m
 
 
Table 1: Example of the variation of the rheological 
properties of lipid monolayer at an initial surface 
pressure of 20 mN/m; when adding DYS R11-15 
protein, followed by actin filaments under the monolayer. 
 
On the other hand, Roberts et al. (47) 
followed the rheological behavior of the interfacial 
lipid film during the penetration of two protein 
models. The phospholipid monolayer alone 
present a behavior where G’<G’’. The penetration 
of the protein into the membrane change its 
properties and G’ became higher than G’’. The 
authors explained this behavior as the following: 
while the protein penetrates the lipidic film, the 
interaction between proteins leads to the formation 
of cross-links between adjacent proteins within the 
surface film. Therefore, it seems that the 
interaction of the protein with the monolayer 
induces a transition from liquid-like (G’<G’’) to 
gel-like (G’>G’’) rheological behavior by partially 
unfolding and strong lateral interactions. 
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 In our case, the PC/PS or PC/PE 
monolayer has the same properties as described in 
(47), where G’<G’’ (see Table 1). The interaction 
of DYS R11-15 with the membrane changes the 
monolayer rheological properties (G’>G’’).  
The presence of actin filaments in the 
subphase increase both parameters G’ and G’’, but 
whatever the lipid mixtures is, the values of G’ 
increase at a faster rate than the value of G’’ 
(G’>>G’’). Then a transition between the liquid-
like monolayer to a gel-like behavior occurs. This 
phenomena reveals a formation of cross-links 
between actin filaments and the membrane via 
DYS R11-15.  
This behavior (G’>>G’’) is also observed 
when a protein monolayer of DYS R11-15 is 
formed at the air/water interface (G’ = 22.6 mN/m 
and G’’ =3.2 mN/m, data not shown), due to high 
lateral interaction between the protein molecule.  
These results show that linking the 
membrane to actin filaments via DYS R11-15 
reinforce the membrane resistance to mechanical 
stress. We therefore strongly suggest that our 
measurements under shear stress are relevant to 
explain what could happen in a muscle cells. 
 
Difference in response depending to lipids and 
initial surface pressure 
The organization of DYS R11-15 under 
the monolayer depends on the initial surface 
pressure and the lipid nature. We previously 
showed that the binding modes of DYS R11-15 to 
zwitterionic and anionic vesicles are different. 
AFM data showed that more protein is able to bind 
on PCPE than on PC:PS layers (17). The present 
rheology data are in good agreement with these 
observations: higher µ values are observed with 
PCPE than for PCPS films when initial surface 
pressures are 20 and 27 mN/m. Therefore, more 
protein bound to lipids likely leads to a higher 
amount of actin bound and a higher value of µ. 
Interestingly, when initial pressures reached the 
critical exclusion values for DYSR11-15, μ 
remains close to zero after actin injection at 30 
mN/m with the anionic monolayer and at 32 
mN/m with the zwitterionic monolayer. 
Additionally, slight differences in the 3D structure 
of DYSR11-15 occur depending on the lipid they 
are bound to (17). Our data suggest that 
conformation of DYS R11-15 bound to 
zwitterionic lipids might be more favourable for 
association with the actin network. 
The variation of membrane rheology 
reflects the variation of the intensity of the bridge 
depending on initial surface pressure conditions 
and lipid nature. As mentioned above, when the 
initial pressure of the lipid layer reached a value 
that prevents DYS R11-15 protein binding, 
whatever the nature of the lipids, no lipid layer 
rheology is induced when actin is present. These 
observations reinforce our conclusion that the 
effect that we observe on µ of lipid layers are due 




 In this study, we used actin from rabbit 
muscle. The sarcolemmal alpha isoform of actin is 
the most abundant in the experimental samples. 
The alpha actins are found in muscle tissues and 
are a major constituent of the contractile 
apparatus. The alpha isoform from rabbit is 98.1% 
identical to human alpha actin and 98.1% identical 
to human gamma actin. The difference between 
the two isoforms is largely at the N terminus (48). 
According to immunostaining and genetic data 
(20), the gamma isoform of actin is which is the 
isoform present at the cortex of muscle cells and is 
the putative partner for the actin binding domains 
1 and 2 of dystrophin in vivo. It has to be taken in 
account however that transgenic mice studies 
showed that gamma cytoskeletal actin and alpha 
sarcolemmal actin partly substitute to each other 
without functional consequences (49). Moreover, 
in vitro studies showed that that dystrophin is 
capable of interacting with filamentous actin in 
nonmuscle tissues through its amino terminal 
domain and interestingly that intact dystrophin in 
the dystrophin-glycoprotein complex bound with 
equal avidity to muscle and brain F-actin (50). We 
can therefore conclude to the biological relevance 
of our results even if the alpha isoform of actin is 
present in our samples. Rybakova et al. (25) 
showed that depolymerisation rate of actin can be 
modified in vitro by ABD2 (DYS R11-15). In the 
present study we assume that actin network in the 
sub phase of the Langmuir through is not 
significantly affected by DYS R11-15 binding; 




What part of DYS R 11-15 could be involved in 
the bridge?  
 The part of DYS R11-15 ABD2 which is 
strictly involved in binding to actin is not yet 
known. The first discovery of the actin binding 
domain 2 was done by co sedimentation 
experiments using DYS1416, a proteolytic product 
of dystrophin which was constituted by amino 
acids 1416 to 1880 of the wild type protein. It 
contains the sequence of repeats R11 to repeat R14 
and approximatively half of repeat 15 (13). We 
used in this study a construct which leads to the 
synthesis and purification of a protein made of 
R11 to the whole R15 repeat. As demonstrated by 
Amann et al. (14), the interaction between ABD2 
and F-actin is mostly driven through electrostatic 
forces. On the other hand, we demonstrated that 
the interaction of ABD2 with lipids is driven either 
trough electrostatic or hydrophobic forces in 
function of lipid packing. No experimental data 
about three dimensional structure of the central 
domain of dystrophin are yet available. However 
the surfaces of the 3D structural models of DYS R 
11-15 obtained by homology modelling show that 
both faces of the elongated protein exhibit 
negative and positive clusters (17, 34). Clustered 
basic residues are tightly distributed on the rod 
shaped protein, in repeats 11, the R11-R12 
junction, repeats 13 and 15. Preliminary data 
would suggest that these areas represent most of 
the F-actin binding surface of DYS R11-15 
(Delalande O. unpublished data). We also showed 
that repeats 12 to 14, but not R11 and 15, are 
involved in binding to lipid vesicles (17). 
Appropriate localisation of these electrostatic 
clusters therefore would allow simultaneous 
binding to electronegative actin and to anionic as 
well as zwitterionic lipids. Work is in progress for 
a more precise knowledge of these binding 
domains. 
 Interestingly, we observed that when the 
mixture of actin and DYS R 11-15 is injected in 
the Langmuir through, no subsequent increase of µ 
is obtained. The increase is observed only when 
ABD2 is injected first and then actin. This would 
mean that i) some structural changes occur when 
ABD2 is bound to actin and these changes modify 
the affinity for lipids; this could be linked to a 
physiological situation. ii) diffusion coefficients of 
ABD2 when bound to actin is likely very low; 
therefore our system does not allow analysis of 
such a delayed phenomenon. Additional 
experiments have to be done to fully answer the 
question! 
 
Implications for pathophysiology and importance 
of our results for therapeutics  
Our data bring new evidence that the rod 
domain of dystrophin is not a passive linker. In 
addition to the reported lipid binding properties of 
repeats 1 to 19, the repeats 11 to 15 in the middle 
part of the rod domain of dystrophin could play a 
strategic physiological role. It is obvious that 
several mechanisms of regulation do exist in a 
muscular cell, concerning dynamics and behaviour 
of the three molecular partners evidenced in our 
study. Amongst them, one can consider i) the actin 
polymerisation levels or the affinity of actin with 
ABD1 and ABD2 depending on the ionic or 
electrostatic environment; ii) the putative 
recruitment pathways of lipids in the area of the 
membrane which interacts with DYS R11-15; iii) 
any involvement of membrane bending or 
stretching, or partnership of other yet unknown 
binding proteins or signalling complexes. All these 
events may be subject to local or temporal 
regulation during cell life or cell stress. So many 
levels of regulation were not taken in account in 
the present study. Nevertheless, our finding of a 
new dystrophin dependent scaffolding way in 
muscle cells provides significant knowledge. It 
provides strong help for understanding of how the 
mechanical behaviour of the F-actin cytoskeleton 
can be modulated during cell muscle elongation or 
contraction. This new concept should be taken in 
account for interpreting experimental as well as 
clinical data.  
Lack of whole or part of ABD2 in patients 
is characterised by DMD or DMD. Recently, 
Henderson et al. (51) analysed in vitro some short 
dystrophins resulting from the deletion of some 
exons. Their results suggest that the functionality 
of dystrophin therapeutics based on mini- or 
micro-constructs may be worsened by the presence 
of some parts of the non-native central domain that 
result in protein misfolding, instability and 
aggregation. Even promising, genetic clinical 
protocols are very demanding and difficult to 
support by patients. Developing optimised and 
efficient therapies more and more requires an 
exhaustive knowledge of the “protein phenotype” 
of dystrophin. The behaviour of the wild type 
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protein as well as that of proteins which would 
result from the expression of a modified/truncated 
gene for rescuing normal phenotype in DMD 
patients has to be fully investigated. Significant 
insights in this field are brought by our present 
data about reinforcement through dystrophin of the 
basal lamina–sarcolemma attachment that allows 
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Une discussion de ces résultats, suivie d’une discussion générale de nos travaux sur la 










 La myopathie de Duchenne (DMD) est une maladie très invalidante pour laquelle 
il n’existe pas de traitement curatif. Les travaux de recherche en cours visent à clarifier 
les fonctions précises de la dystrophine, protéine dont l’absence est responsable de la 
myopathie de Duchenne, comprendre la physiopathologie de cette maladie et mettre au 
point de nouvelles thérapies. 
 
 Parmi les voies envisagées, la thérapie génique est la plus prometteuse. Elle 
requiert cependant encore beaucoup d’études et de mises au point. Dans ce contexte, ce 
sont les données fondamentales sur la protéine et ses propriétés qui sont aujourd’hui la 
cible de nos travaux. Notre objectif principal est la caractérisation et la compréhension 
des propriétés physico-chimiques des répétitions du domaine central de la dystrophine. 
Nous souhaitons que les connaissances issues de nos travaux contribuent au 
développement du ciblage des répétitions/domaines des micro/minidystrophines 
thérapeutiques les plus courtes et les plus efficaces. Un meilleur design de ces 
mini/microdystrophines permettra en effet l’optimisation des stratégies visant à restaurer 
l’expression d’une dystrophine fonctionnelle chez les patients DMD.    
.  
 Jusqu’à la fin des années 1990, le domaine central de la dystrophine a été 
considéré comme un “linker” passif dans la molécule. Certaines études ont ensuite 
contredit cette hypothèse et ont montré notamment la capacité des répétitions 11 à 15 de 
se lier in vitro aux filaments d’actine (25), et de la répétition 2 d’interagir avec les lipides 
membranaires (134).   
 
 Par la suite, notre laboratoire s’est intéressé à cartographier l’interaction des 
différentes répétitions du domaine central de la dystrophine avec la membrane, en 
utilisant les SUVs comme modèle membranaire. Il a été montré la capacité des répétitions 
1 à 19 d’interagir avec les SUVs anioniques, ce qui n’est pas le cas des répétitions 20 à 
24. D’autre part, parmi les différentes parties du domaine central, seules les répétitions 
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11 à 15 ont été identifiées comme interagissant avec les SUVs anioniques et 
zwitterioniques (138, 139) 
 
Pendant ces trois années de thèse, nous nous sommes consacrés à la 
caractérisation de ces interactions avec la membrane, en utilisant différentes 
approches, de la biochimie à la biophysique et la bioinformatique. 
 
Dans un premier temps, nous nous somme intéressés à deux régions situées aux 
extrémités du domaine central : la première contenant les répétitions 1 à 3 (DYS R1-3) et 
la seconde formée par les répétitions 20 à 24 (DYS R20-24). Le choix de ces deux 
régions est basé sur le fait qu’elles constituent des entités délimitées par des charnières ou 
"hinges" du domaine central. Ensuite, il apparaît que DYS R1-3 est proche de la partie N-
terminale qui est capable de lier les filaments d’actine (ABD1), alors que DYS R20-24 est 
proche de la partie riche en cystéine et la partie C-terminale, une région qui se lie au 
complexe dystroglycane (DGC). Ces deux régions pourraient donc jouer un rôle 
important dans la constitution du point de liaison entre le cytosquelette et la matrice 
extracellulaire.  
Nous montrons que les propriétés interfaciales sont différentes, et que DYS R1-3 
présente une activité interfaciale plus importante que DYS R20-24. Leurs structures 
hélicoïdales sont maintenues à l’interface air/eau. 
 Lorsqu’en contact avec les monocouches lipidiques, DYS R1-3 interagit en 
s’insérant fortement dans le film anionique stabilisant potentiellement ainsi la membrane, 
alors que DYS R20-24 interagit faiblement sur les monocouches ; ce sont dans ce cas 
uniquement quelques résidus de la protéine qui se lient par des forces électrostatiques à la 
membrane et le reste de la molécule flotte dans la sous phase. Cette étude met en 
évidence les différentes modes d’ancrage lipidique de ces deux régions de la dystrophine.  
 
Il a été rapporté que la présence du sous domaine  DYS R1-3 dans les formes de 
dystrophine tronquées est nécessaire pour la restauration du phénotype normal chez des 
souris mdx(176, 238). Ainsi, il semble que la présence de DYS R1-3 est essentielle pour 
un fonctionnement normal de la dystrophine. Il a été montré par ailleurs que la spectrine 
est impliquée dans la modulation de la stabilité mécanique de la membrane des 
érythrocytes du fait de ses propriétés de liaison aux phospholipides (239). Dans le même 
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type de contexte cellulaire, l’observation des ruptures du sarcolemme dans les muscles 
déficients en dystrophine fournit des éléments en faveur de la participation de la 
dystrophine dans la résistance de la membrane musculaire au cours de la contraction 
(240). Compte-tenu de son homologie avec la spectrine et de nos résultats expérimentaux, 
nous proposons que l’interaction de la dystrophine avec les phospholipides via DYS R1-3 
soit impliquée dans le maintien de la stabilité du sarcolemme. 
 
 D’autre part, DYS R20-24 n’interagit que faiblement avec les monocouches via 
seulement quelques résidus et n’interagit pas avec des SUVs. La signification 
physiologique précise de ces observation est à confirmer mais il peut être proposé que 
cette faible interaction, qui semble courbure dépendante, puisse contribuer à l’interaction 
du domaine WW voisin avec la protéine transmembranaire β-dystroglycane, en 
maintenant la dystrophine à proximité immédiate de la membrane. De plus, il a été 
montré que la répétition 24 et une partie du domaine WW sont capables de se lier aux 
microtubules (150). Ainsi, si seulement quelques résidus de DYS R 20-24 sont impliqués 
dans l’interaction avec des phospholipides anioniques, il est possible que les autres 
résidus interagissent avec d’autres partenaires du cytosquelette comme les microtubules. 
Il n’existe pas à ce jour de données dans la littérature sur ce sujet.  
 
 
 Dans un second temps, nous nous somme intéressés aux répétitions 11 à 15 du 
domaine central de la dystrophine. Pourquoi ce choix ? Cette région est la seule du 
domaine central capable de lier les filaments d’actine (25) et la seule aussi à interagir 
avec des SUVs anioniques et zwitterioniques (139). Il nous a paru important de 
déterminer plus précisément les particularités de cette région et de mieux caractériser son 
comportement vis-à-vis de la membrane et de l’actine.   
 
Jusqu’à aujourd’hui, aucune structure tridimensionnelle du domaine central de la 
dystrophine n’a été déterminée expérimentalement. D’une part, aucune répétition ou 
groupe de répétitions ne cristallise correctement pour permettre des études par 
cristallographie. D’autre part, les signaux de RMN des protéines en coiled-coil se 
chevauchent considérablement, rendant ainsi l’analyse résolutive des spectres 
improductive. Des données structurales sont cependant nécessaires pour une 
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compréhension plus complète des interactions protéine-lipide. Nous avons donc utilisé 
une approche de modélisation par homologie de séquence. Nous avons obtenu pour la 
première fois une structure tridimensionnelle du fragment DYS R 11-15 (Fig II.5.1-A). 
Chaque répétition est formée de trois hélices (HA, HB et HC) structurées en triple coiled 
coil. Les deux répétitions voisines sont liées par une hélice commune, (HC de la première 
répétition et la HA de la suivante). DYS R11-15 présente une forme filamentaire, 
légèrement courbée, de longueur ~ 25nm. Cela est en accord avec nos observations de 
microscopie électronique, où DYS R11-15 apparaît  en forme bâtonnet linéaire ou courbé, 
de 25-30 nm de longueur.  (Figure 1 dans l’article Sarkis et al. 2011 (193)) De récentes 
études par SAX réalisées dans l’équipe confirment la nature filamenteuse et 
monomérique de la protéine DYS R11-15 en solution (Fig II.5.1-B). 
 
 
Fig II.5.1. Structure tridimensionnelle de DYS R11-15. (A) Représentation de DYS R11-
15 obtenue par modélisation d’homologie de séquence. N et C représentent la partie N et 
C-terminale de la protéine. Le zoom montre les 3 hélices HA, HB et HC de chaque 
répétition structurée en coiled coil. (B) Représentation de l’enveloppe de surface de DYS 
R11-15 obtenue par SAXS. E. Le Rumeur and M. Cjekz (résultat non publié).     
 
Lorsqu’elle est injectée dans la sous phase, DYS R11-15 est capable de s’adsorber 
rapidement à l’interface air/eau. Nous avons montré par PMIRRAS que sa structure en 
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hélice est maintenue même après plusieurs heures d’adsorption. Cela montre le fort 
caractère amphipathique et la stabilité de DYS R11-15 à l’interface air/eau 
DYS R11-15 est le seul fragment de la dystrophine capable d’interagir avec les 
SUVs anioniques et zwitterioniques. Nous avons montré, en utilisant des liposomes de 
différentes tailles, que l’interaction est dépendante de la nature lipidique et plus fortement 
de la courbure membranaire. Dans tous les cas, DYS R11-15 interagit avec les lipides, 
mais de manière non homogène. En présence des SUVs anioniques, l’intensité de la 
fluorescence des tryptophanes de DYS R11-15 augmente significativement, indiquant que 
les résidus tryptophane de la protéine sont dans un environnement hydrophobe, 
probablement insérés dans la partie hydrophobe de la bicouche membranaire. 
Inversement, une diminution de l’intensité de fluorescence de tryptophane est observée 
avec les LUVs anioniques et zwitterioniques ainsi que les SUVs zwitterioniques, 
indiquant que la présence de lipides conduit à une modification de la conformation de 
DYS R11-15, de façon que les résidus de tryptophane soient exposés globalement à un 
milieu plus hydrophile. Cette dépendance d’interaction à la courbure membranaire 
observée in vitro peut être rapprochée du fait que lors des mouvements musculaires se 
forment des "blebs" ou des zones de plus ou moins forte courbure sur le sarcolemme. Les 
interactions membranaires de DYS R11-15 au sein du domaine central de la dystrophine 
pourraient ainsi être adaptées à l’état cellulaire ce qui permettrait de moduler l’intensité 
de leur rôle de soutien physique du sarcolemme.  
 En utilisant la spectrométrie de masse après trypsinolyse, nous avons cartographié 
les zones d’interaction de DYS R11-15 avec les SUVs. Ces interactions ont été montrées 
comme qualitativement différentes selon que les SUVs ont un caractère anionique ou 
zwitterionique. Nous mettons en évidence que l’hélice HB et HC de la répétition 12 et 
l’hélice HA de la répétition 13 résistent à la digestion protéique en présence des SUVs 
anioniques. Ceci est probablement la conséquence d’une proximité forte de cette région 
avec la membrane qui inhibe l’accessibilité à la trypsine. De plus, cette région contient 3 
résidus tryptophane (sur un total de 7 dans DYS R11-15). L’insertion de ces résidus dans 
la bicouche de la SUV expliquerait l’augmentation de l’intensité de fluorescence du 
tryptophane observée spécifiquement sur les vésicules anioniques. Une deuxième région, 
constituée par HB, HC de la répétition R13 et HA, HB de la répétition R14 voit sa 
structure modifiée de la même manière en présence de liposomes anioniques et 
zwitterioniques. Une interface de liaison générale aux SUVs est donc identifiée.  
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 En cuve de Langmuir, avec le modèle de monocouches, nous avons montré qu’à 
de faibles pressions de surface imposées, DYS R11-15 interagit préférentiellement avec 
le mélange lipidique zwitterionique plutôt qu’avec le mélange anionique, ceci par 
l’intermédiaire d’interactions hydrophobes. A des pressions de surface élevées, DYS 
R11-15 interagit préférentiellement avec les lipides anioniques par des interactions 
électrostatiques. Ainsi, il apparaît que le lipid packing influe énormément sur la nature de 
l’interaction entre DYS R11-15 et la membrane. En plus de son influence sur 
l’interaction, la variation de la pression de surface module l’organisation de la protéine au 
sein de la membrane. A 20 mN/m, un réseau protéique est observé, celui-ci a cependant 
des caractéristiques différentes avec les monocouches anioniques ou zwitterioniques. 
Cela souligne la prédominance de l’influence du lipid packing sur la nature lipidique, en 
ce qui concerne l’organisation de DYS R11-15. DYS R11-15 est monomérique en 
solution, et la formation du réseau protéique au contact de la monocouche indique que la 
présence de lipides induit une interaction protéine-protéine. Malgré la formation du 
réseau, DYS R11-15 ne présente pas la même configuration en présence des lipides 
anioniques et zwitterioniques. DYS R 11-15 étant un fragment non natif de la 
dystrophine, il est vraisemblable que l’observation de réseau que nous avons réalisée ne 
reflète pas directement une réalité physiologique. Cependant, cette approche in vitro nous 
permet d’apporter des éléments de compréhension des propriétés d’interactions 
particulières de DYS R11-15 avec les membranes, et de leur potentiel rôle dans les 
cellules musculaires. Au niveau physiologique, le packing lipidique du sarcolemme ainsi 
que les courbures membranaires des « blebs » varient en fonction de la contraction 
(pression de surface élevée) ou relaxation (faible pression de surface) musculaire. 
  
Dans cette étude, nous avons testé l’effet de ces variations physiques de la 
membrane sur l’interaction DYS R11-15/membrane. La variation de courbure 
membranaire a été mimée en utilisant des vésicules de différentes tailles et le packing 
lipidique a été mimé en utilisant la cuve de Langmuir et les monocouches de différentes 
pressions de surface. La synthèse de nos résultats permet de conclure à la capacité de 
DYS R11-15 à s’adapter aux modifications membranaires telles que variation de la 
courbure et packing lipidique. Cette partie du domaine central de la dystrophine joue 
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 La deuxième question d’importance traitée lors de cette thèse est née du constat 
suivant : Seules les cinq répétitions R11 à R15 du domaine central de la dystrophine lient 
les filaments d’actine (ABD2) et les lipides. Cette région est de plus délimitée par deux 
"pseudo-hinges" et constitue une entité individuelle dans la dystrophine. DYS R11-15 est-
elle capable de lier simultanément la membrane d’une part et les filaments d’actine 
d’autre part ? Et si tel le cas, comment ces interactions varient-elles lorsqu’une 
modification des propriétés physiques de la membrane sarcolemmale a lieu, causée par 
les cycles de contractions-relaxations musculaire ?  
 
Plusieurs aspects de cette problématique sont discutés dans l’article du chapitre 4 
de cette partie. Nous reprenons ci-dessous un certain nombre de points. 
  
 En utilisant une technologie de rhéométrie “home made”  à l’Institut de physique 
de Rennes, nous mesurons la variation des propriétés rhéologiques de surface, notamment 
la constante de cisaillement élastique, d’une monocouche lipidique mimant le 
sarcolemme, seule ou en présence de DYS R11-15 et/ou de l’actine F. 
 
 La présence de DYS R11-15 et des filaments d’actine sous la monocouche 
lipidique augmente significativement la constante de cisaillement élastique (μ). Les 
propriétés rhéologiques de la monocouche ne varient pas si des filaments d’actine sont 
présents dans la sous-phase mais si DYS R11-15 ne s’y trouve pas. De même, un contrôle 
de la spécificité du phénomène observé avec DYS R 11-15 a été réalisé. La présence de 
DYS R1-3, qui n’est pas une protéine de liaison à l’actine, n’engendre pas de 
modifications significatives de μ lorsqu’elle est en sous-phase avec des filaments 
d’actine.  
Nous avons donc conclu que DYS R11-15 constitue in vitro un pont de connexion 
entre une bicouche lipidique mimant le sarcolemme et des filaments d’actine mimant le 
cytosquelette.  
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La recherche de la signification biologique précise de cette découverte est un axe 
fondamental pour la poursuite de nos travaux.  
 
 Pour tester la résistance de cette interaction face à une contrainte mimant un stress 
sarcolemmal généré par la contraction-relaxation musculaire, nous avons modulé la 
pression de surface de la membrane lipidique. Nous montrons que l’interaction entre les 
trois partenaires (DYS R11-15/membrane/actine F) se met en place même à des pressions 
de surface initiales relativement élevées, dépendamment de la nature lipidique. En 
présence d’une membrane anionique, l’interaction reste présente jusqu’à une pression de 
27 mN/m. A 30 mN/m, l’interaction entre les trois partenaires est perdue. Par contre, cette 
interaction résiste à 30 mN/m en présence d’une membrane zwitterionique et ne disparaît 
qu’à une pression de 32 mN/m. Comme mentionné auparavant, DYS R11-15 interagit 
différemment en fonction de la nature et du packing lipidique. μ est nulle à 30 mN/m en 
milieu anionique, indiquant l’absence d’une interaction entre les trois partenaires. Il est 
fort probable alors, qu’à des pressions de surfaces élevées, l’interaction forte de DYS 
R11-15 avec la monocouche anionique donne à la protéine une conformation qui n’est 
pas favorable pour son interaction avec les filaments d’actine. Par contre, et à la même 
pression de surface (30 mN/m), l’interaction faible de DYS R11-15 avec la membrane 
zwitterionique entraîne une conformation favorable pour son interaction avec les 
filaments d’actine, et ainsi une valeur de μ non nulle. 
 __________________________________________________________ 
 
 En conclusion de cette partie, au-delà du fait que nos résultats confirment que le 
domaine central de la dystrophine n’est pas un linker passif, nous avons déterminé in 
vitro plusieurs caractéristiques  du sous-domaine constitué des répétitions 11 à 15 du 
domaine central de la dystrophine. Nos résultats montrent que cette partie de la 
dystrophine représenterait un point stratégique dans la fonction physiologique de cette 
protéine.  
  
Dans une récente étude de mutations chez des patients, López-Hernández et al. ont 
montré que la présence des répétitions 11 à 15 est nécessaire pour un fonctionnement 
normal de la dystrophine et montrent ainsi que la perturbation du site de liaison de 
l’actine situé au centre du domaine central est impliquée dans un mauvais fonctionnement 
de la dystrophine et donc dans l’apparition de la maladie (146). Les résultats de nos 
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travaux permettent de suggérer que la perturbation d’un équilibre de la liaison 
membrane/DYS R11-15/ actine soit responsable du dysfonctionnement de la dystrophine. 
Ces interactions entre la DYS R11-15 et la membrane d’une part et les filaments d’actine 
d’autre part présentent vraisemblablement in vivo un caractère dynamique permettant des 
adaptations aux stress ; elles peuvent également conférer à la dystrophine une certaine 
malléabilité et moduler sa fonction d’amortisseur de choc en fonction de la situation 




Fig II.5.2. Représentation schématique du rôle de la dystrophine dans les 
modifications membranaire au cours de la contraction-relaxation musculaire.  
 
Nos résultats confirment qu’une partie du domaine central interagit avec les lipides 
les plus abondants sur la face interne du sarcolemme et que ces liaisons sont pour 
l’essentiel dépendantes de la courbure et du packing lipidique. Nous montrons de 
plus que la partie R11 à R 15 ou Actin Binding Domain 2 est capable de lier 
simultanément la membrane et les filaments d’actine. Ces interactions spécifiques 
contribueraient à la résistance du sarcolemme aux stress mécaniques liés aux 
cycles de contraction-relaxation des fibres musculaires.  
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En perspectives de poursuite de ce travail, plusieurs axes de développement sont 
envisageables. Un axe biochimie-biophysique viserait à la caractérisation plus précise des 
interactions des répétitions du domaine central, et à terme de mini ou micro dystrophines 
avec les lipides. Un deuxième axe orienterait les investigations dans le domaine de la 
biologie cellulaire ; il est en effet fondamental de pouvoir replacer nos observations in 
vitro dans un contexte cellulaire, voire de tissu ou d’organisme.  
 
La réalisation de cartographies détaillées des protéines constituées de fragments 
du domaine central en interaction avec les lipides est importante. Ces protéines sont de 
nature amphipatique et la détermination des domaines d’interface et des 
transconformations subies par les répétitions lors de leur association aux lipides 
constituerait une avancée significative. Les outils pour la réalisation de ce travail sont 
notamment la spectrométrie de masse et la modélisation moléculaire..Des études de 
modélisation et de dynamique moléculaire sont en phase de développement au 
laboratoire, dans le but de mieux caractériser l’interaction DYS R11-15 avec les filaments 
d’actine. L’objectif à terme est de modéliser l’ensemble du domaine central en présence 
d’une bicouche lipidique. 
De manière plus ciblée au sujet des répétitions 11 à 15, il est important de suivre, 
notamment par AFM, la dynamique de son interaction et de son organisation avec les 
monocouches lipidiques sous l’effet de la compression ou en décompression du film DYS 
R11-15/monocouche lipidique. Le réseau de DYS R11-15 avec la monocouche lipidique 
de 20 mN/m résistera t-il lorsqu’on comprime l’ensemble pour une pression de surface de 
30 mN/m ? 
 
  
 Pour les études concernant les mini et micro dystrophines dont l’expression est 
recherchée chez les patients DMD, différents modèles membranaires peuvent être utilisés 
tels que les liposomes et les monocouches. Des mesure de micro-rhéologie du trio 
membrane/mini ou microdystrophine/actine-F seront envisageables dans le but de 
comparer la résistance de la membrane en présence ou en absence de 
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min/microdystrophine et/ou filament d’actine. Ces mesures peuvent être réalisées en 
utilisant le même rhéomètre de surface, décrit dans le chapitre 4 de cette partie, ou bien en  
encapsulant les mini/microdystrophine avec ou sans les filaments d’actine dans des 
liposomes géants (GUVs). Sur ces GUVs, des mesures par exemple de module d’Young 
par AFM peuvent être entreprises et permettre des réponses aux questions posées. . 
 
 
Pour le deuxième axe, les travaux du laboratoire viseront à relier nos observations 
in vitro avec les réalités cellulaires. Dans quelles circonstances cellulaires s’effectue 
l’interaction du domaine central avec le sarcolemme et la mise en place du pont de 
connexion actine/ABD2/sarcolemme? Quels lipides sont réellement associés aux 
répétitions ? Quels sont les mécanismes de régulation ? Quel lien précis avec les 
courbures membranaires des blebs?  
Pour répondre à ces questions, il devra être envisagé l’utilisation de modèles 
cellulaires capables d’exprimer diverses formes de dystrophines et se prêtant notamment 
à des analyses de microrhéologie en lien avec la miscroscopie. 
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Cette annexe sera consacrée aux peptides antimicrobiens. Deux chapitres seront 
présentés.   
 
Le Chapitre 1 est une brève introduction générale sur les peptides à activités 
antibactériennes et les mécanismes moléculaires impliqués dans la destruction de la 
membrane des bactéries.  
 
Dans le Chapitre 2, nous présenterons les résultats obtenus sur un peptide “de 
novo”, nommé K4, et plus particulièrement son comportement en environnement 
hydrophobe modèle.  
 
 Si ces travaux ont constitué une partie du travail de thèse de Baptiste Legrand sous 
la direction d’Arnaud Bondon dans l’équipe RMN-ILP pour ce qui concerne les analyses 
structurales, et une partie de la thèse de Mathieu Laurencin dirigé par Mme Michèle 
Baudy-Floc’h (UMR 6226, Rennes) pour la synthèse peptidique, j’ai pour ma part, 
participé activement aux études du peptide K4 à l’interface, dans le but de caractériser 
l’effet de ce peptide sur les monocouches lipidiques. J’ai réalisé les analyses par mesure 
de pression de surface et par microscopie à force atomique.  
 
Différentes collaborations ont été menées, principalement avec Véronique Vié de 
l’équipe Biophysique de l’Institut de Physique de Rennes (UMR CNRS 6250), l’équipe 
de Joël Henry de l’UMR IFREMER de l’Université de Caen Basse-Normandie, l’équipe 
de Yannick Fleury du LUMAQ de l’Université de Bretagne Ouest, et le groupe de 
Michèle Baudy Floc’h de l’équipe Ingénierie Chimique et Molécules pour le Vivant 





Chapitre 1 – Introduction  
 
 
    
 La première ligne de défense naturelle est l’immunité. En effet, l’Homme possède 
un système immunitaire (inné puis adaptatif) permettant de lutter contre ses envahisseurs: 
ce sont les macrophages, les lymphocytes, les anticorps, etc.  
 Cependant, l’adaptation au milieu pour se défendre face aux agressions des 
bactéries, champignons, virus ou autres parasites, s’est accompagnée du développement 
de molécules capables de “terrasser l’adversaire”: ce sont les antibiotiques, antifongiques, 
antiviraux et antiparasitaires. 
 Mais les plantes et les insectes ne disposent pas de cet arsenal. Quels sont les 
mécanismes de défense? Comment une graine arrive-t-elle à germer dans un milieu 
infesté de bactéries ou de champignons ? C’est grandement en recherchant des réponses à 
ces questions que l’existence des peptides antimicrobiens (AMPs pour AntiMicrobial 
Peptides) a pu être mise en évidence. Les AMPs sont de petits peptides présents dans le 
règne animal (1, 2) et végétal (3), capables de défendre l’hôte face aux agressions des 





 C’est à la fin du 19ème siècle que des activités antimicrobiennes dans le sang, les 
sécrétions, les leucocytes et les tissus lymphatiques ont été découvertes (4). Dans les 
années 1920, Fleming découvre une substance dans le blanc d’œuf qui est capable en 
quelques minutes de tuer certaines bactéries. Cette substance sera nommée plus tard 
lysozyme (enzyme lysant les bactéries) (5). Ce peptide à propriétés enzymatiques a été 
retrouvé plus tard dans le mucus nasal et les sécrétions lacrymales. Son rôle est 
actuellement reconnu dans la destruction du peptidoglycane des bactéries à Gram positif. 
Entre 1920 et 1950, plusieurs composés antimicrobiens sont isolés dans les sécrétions 
bronchiques notamment, et présentent une activité contre les bactéries à Gram positif et à 
Gram négatif. Nous pouvons ainsi dire que des peptides antimicrobiens ont été découverts 
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au même moment que des molécules organiques antibiotiques.  C’est en effet en 1928 que 
Fleming constate que des colonies blanches cotonneuses, qui se révèlent être constituées 
d’un champignon du genre Pénicillium, ont envahi les boîtes de Pétri, sur lesquelles il 
cultivait des Staphylocoques. Il conclut que ce champignon inhibe la croissance de ces 
bactéries. Il publie ses recherches en 1929, en appelant le composant sécrété par le 
champignon la pénicilline. Cette redécouverte de la pénicilline (mise en évidence par E. 
Duchesne en 1897) n’intéressa pas de suite les scientifiques, et ce n’est qu’au cours de la 
seconde guerre mondiale que les recherches sur la pénicilline s’intensifient, permettant 
d’aboutir à sa synthèse pour soigner les infections des soldats blessés (6).  
 
 En 1942, Okuda et al. purifient et isolent deux molécules, la Gramicidine et la 
Tyrocidine issues de Bacillus brevis (7). Ces deux molécules sont composées d’acides 
aminés et possèdent bien une activité dirigée contre certaines bactéries, mais ne sont pas 
dépourvues de toxicité. A la fin de la seconde guerre, seuls les antibiotiques organiques, 
dont la pénicilline, sont exploités pour lutter contre les infections, et les peptides ne sont 
que très peu utilisés.  
 Le champ d’étude des peptides antimicrobiens s’amplifie dans les années 1950, 
avec la description de la présence d’une activité antimicrobienne à large spectre dans les 
cellules sanguines par Skarnes (4). Ce champ se développe surtout au début des années 
1970, avec notamment les travaux d’Erspamer sur la peau des amphibiens, très riche en 
peptides ayant des activités biologiques diverses : antibactériennes, antivirales et 
antifongiques  (8). 
 A partir des années 1990, devant les problèmes de résistance bactérienne aux 
antibiotiques classiques, la recherche sur les peptides antimicrobiens s’accélère : on 
découvre de plus en plus d’organismes producteurs dans le règne animal et végétal. A 
l’heure actuelle, plus de 1500 peptides antimicrobiens de différentes origines ont été 
identifiés [(9) et Antimicrobial Peptide Database: http://aps.unmc.edu/AP/main.php].  
 
III.1.B- Différentes classes d’AMPs 
  
 Au sein d’une même espèce, les peptides antimicrobiens peuvent avoir des 
structures très différentes tout en ayant une similarité importante avec ceux d’autres 
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organismes. La classification des AMPs est donc réalisée en fonction de leur composition 
en acides aminés et en fonction de leurs structures tridimensionnelles. Par la suite, je 




III.1.B-1. Les AMPs naturels 
 
 La base de données répertorie majoritairement des peptides antimicrobiens isolés 
d’organismes vivants. On distingue différentes familles : 
 
• Les peptides cationiques linéaires composés d’une hélice α constituent la plus 
grande famille de peptides (2) (Fig III.1.1.). Ces peptides, lorsqu’ils sont en contact 
avec la membrane, adoptent une structure en hélice amphipathique. Ils présentent 
un large spectre d’activité. Certains sont hémolytiques comme la bombinine isolée 
du crapaud (10, 11) ou cytotoxiques comme la mellitine extraite du venin de 
l’abeille (12, 13) 
  
 
Fig III.1.1.  Séquence et structure tridimensionnelle d’un peptide antimicrobien en 
hélice α (exemple: la magainine 2, PDB : 2MAG) 
 
 
• La deuxième grande classe de peptides naturels est constituée de AMPs riches en 
cystéines, ayant des ponts disulfure. Les défensines en sont les principaux 
représentants. Ces peptides, plus longs que les peptides en hélice α, sont structurés 
en feuillets β disposés en épingle ou de structure mixte α/β. Le nombre de ponts 
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disulfure est utilisé comme critère pour définir des sous-classes au sein de la 
même famille (Fig III.1.2.). 
 
Fig III.1.2. Structure tridimensionnelle des AMPs ayant des ponts disulfures. (A) la 
thanatine de Podisus de la punaise (PDB: 8TFV), (B) de la protégrine 1 du porc (PDB: 
1PG1) et (C) de la défensine de la drosophile (PDB: MYNG). En jaune sont présentés les 
ponts disulfure.  
 
•  Plusieurs autres familles existent, notamment une catégorie qui rassemble les 
peptides dont la composition est riche en un ou deux types d’acides aminés. Ces 
peptides sont relativement peu structurés et nous citons comme exemple la 
Prophénine 1 du porc constitué de 50% de proline et 19% de phénylalanine (14), 
et les Bacténécines Bac5 et Bac7 du Bœuf constituées de plus de 45% de proline 
et 20% d’arginine (15).  
 
• Une autre catégorie rassemble les peptides ayant des acides aminés rares. Nous 
distinguons les “lantibiotiques” formé par des acides aminés D (16), et les 
“peptaïbols” composés des acides aminés non usuels tel que l’isovaline et l’α-
méthyl/éthyl alanine (17). 
 
• La dernière catégorie concerne les peptides atypiques, ne répondant à aucun des 
critères précédents. Ces peptides peuvent être anioniques, avec des chaînes alkyles 
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ou ayant des structures originales ou cycliques. Citons par exemple la surfactine 
qui est un peptide cyclique et composé d’une chaine alkyle (18). 
III.1.B-2. Les “de novo” peptides synthétiques 
  
 Avec le développement de la synthèse chimique, les chimistes ont réussi à 
produire des peptides antimicrobiens, similaires aux peptides naturels, mais avec des 
activités supérieures à celles observées avec des peptides extraits à partir d’organismes 
vivants (19). De plus, les quantités obtenues sont importantes ce qui permet de multiplier 
les expériences et ainsi de précisément caractériser et comprendre le mode d’action de ces 
peptides. L’avantage majeur de la synthèse de “de novo” peptides est la possibilité 
d’optimiser l’activité, la sélectivité et la résistance de ces peptides en modifiant la 
séquence de base ou en ajoutant des résidus non naturels. 
 Devant le grand nombre de peptides néosynthétisés, il est difficile de faire une 
liste exhaustive. Quelques exemples des  “de novo”  peptides les plus représentatifs 
seront discutés dans la suite. 
 
 Une bonne partie des peptides synthétisés ont subi des substitutions ou des 
modifications d’acides aminés. Par exemple, un analogue de la magainine 2, qui est un 
peptide naturel cationique à hélice α (présenté précédemment dans la Fig III.1.1.), a été 
synthétisé en remplaçant ses acides aminés de configuration L en acides aminés de 
configuration D. Cet énantiomère synthétique présente une activité antimicrobienne 
similaire à celle du peptide naturel, mais de plus, il est plus résistant aux peptidases (20). 
Cette même activité indépendante de la configuration des acides aminés met en évidence 
le caractère non chiral de la reconnaissance de la magainine 2 pour les microorganismes, 
démontrant ainsi que ce peptide interagit avec les lipides plutôt qu’avec les récepteurs 
membranaires protéiques sensibles à la chiralité de leurs partenaires. 
 
 Une autre synthèse de peptides ayant des séquences composées de motifs de sept 
résidus par exemple, (KLGKKLG)n ou (KLAKLAK)n (n ≥1 pour que ses peptides soient 
actifs) .. se structurent dans un environnement membranaire et forment des hélices α 
complètement amphiphiles (21). D’autres motifs peptidiques s’organisent en brin β 
(comme le peptide (KIGAKI)3-NH2) en présence de bicouches lipidiques anioniques (22).  
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 Dans le but d’augmenter leurs affinités pour les membranes biologiques, des 
longues chaines aliphatiques lipophiles peuvent être ajoutées sur des séquences de 
peptides naturels. Ainsi, même des peptides très courts (23) comme par exemple le 
dipeptide KK, associé à une chaine palmitoyle possèdent des activités bactéricides sur les 
Gram positif (24). 
  
 Enfin, un dernier exemple de “de novo”  peptide est une série de molécules 
résultant de la cyclisation de peptides linéaires, laquelle augmente sensiblement leurs 
activités antimicrobiennes. Cette activité définie par la concentration molaire inhibitrice 
(CMI), correspond à la concentration minimale de peptide nécessaire pour inhiber la 
croissance bactérienne. Plusieurs expériences montrant l’effet de la cyclisation ont été 
réalisées sur différentes peptides (25), et on remarque par exemple la chute de la valeur de 




III.1.C- Mode d’action des AMPs 
 
 La majorité des AMPs agissent sur la membrane des microorganismes en 
déstabilisant la bicouche et entrainant l’exclusion des constituants intracellulaires et la 
mort cellulaire. Néanmoins, certains peptides traversent la membrane et agissent sur les 
composants intracellulaires des microorganismes (tels que ADN, ARN ou des protéines), 
conduisant également à la mort cellulaire (Fig III.1.3).  
 
 La composition lipidique des membranes semble jouer un rôle important dans la 
reconnaissance par les AMPs. C’est pour cela qu’une différence importante d’activité des 
peptides existe entre les cellules procaryotes et eucaryotes (26). En effet, la membrane 
des eucaryotes, notamment la couche externe, présente une charge globale neutre, en 
raison de sa richesse en phospholipides zwitterioniques (PC, PE, SM…). Par contre, la 
membrane des procaryotes présente une charge globale négative, étant riche en 
phospholipides hydroxylés (PS, PG et cardiolipine..). De plus, l’ancrage de 
lipopolysaccharides (LPS) chez les bactéries Gram négatives, et l’acide lipotéichoïque 
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chez les bactéries Gram positives, induit une asymétrie propre aux membranes 
bactériennes et contribue à la charge globale négative de la membrane bactérienne (27).  
 Les premières interactions entre le peptide et la membrane sont dues aux 
attractions électrostatiques à longue distance. Ensuite, ce sont les interactions 
hydrophobes qui rentrent en jeu et permettent au peptide d’interagir avec les queues 
lipophiles des phospholipides de la membrane. Or, ces fortes interactions hydrophobes 
aspécifiques sont souvent responsables de la cytotoxicité des AMPs (28).  
 
 L’activité et le mode d’action des AMPs dépend, en plus de la composition et de 
la fluidité membranaire, de plusieurs facteurs environnementaux comme la température, 
le pH, et aussi de la concentration du peptide lui-même. Or, la buforine II par exemple, ne 
lyse les bactéries que si sa concentration est bien supérieure à la CMI. Ce peptide traverse 
la membrane et se fixe sur l’ADN bactérien (Fig III.1.3), entrainant ainsi une inhibition du 
processus cellulaire (29).  
 
Fig III.1.3. Représentation schématique des différents mécanismes d’action des 
peptides présentant une activité antimicrobienne intracellulaire. Adapté de la 
référence (30). 
 
 Différents modèles d’interaction des AMPs avec les membranes ont été décrits 
dans la littérature (Fig III.1.4). On distingue le modèle en tapis (carpet like model), les 
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modèles de pores en douves de tonneaux (barrel-stave model) et de pores toroïdaux 
(wormhole model) et le modèle detergent-like. 
 
 
Fig III.1.4. Représentation schématique de différents mécanismes d’action des 
peptides antimicrobiens. (A) le modèle en tapis, (B) en douve de tonneaux et (C) en 
pores toroïdaux. En bleu sont présentés les résidus hydrophobes et en rouge les résidus 
hydrophiles. Adapté de la référence (30). 
 
 
 Dans le premier modèle (en tapis), les peptides se déposent parallèlement à la 
membrane et ne s’enfouissent que partiellement dans la bicouche. Lorsqu’une certaine 
concentration en peptide est atteinte, des amas peptidiques recouvrent la membrane cible 
comme un tapis et induisent une désorganisation locale et une rupture membranaire (Fig 
III.1.4-A) (31).  
 
 Dans le modèle pores en douves de tonneaux (Fig III.1.4-B), les parties 
hydrophobes du peptide s’insèrent plus profondément dans la membrane, repoussant ainsi 
les têtes polaires des phospholipides. Lorsqu’une certaine concentration en peptide est 
atteinte, ils s’orientent perpendiculairement à la membrane et s’internalisent comme les 
planches d’un tonneau en formant des pores dont la face interne est hydrophile (31). Pour 
que le peptide puisse traverser la membrane, 22 résidus sont nécessaires pour une hélice α 
tandis que 10 résidus sont suffisants pour un brin β. 
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 Le troisième modèle (pores toroïdaux) est proche du modèle pores en douves de 
tonneaux, sauf que dans ce cas, les lipides font partie intégrante du pore (Fig III.1.4-C). Ce 
sont les têtes polaires des phospholipides qui s’orientent également lors du basculement 
des peptides perpendiculairement à la membrane. Ce modèle d’action est bien adapté à la 
magainine et les têtes polaires négatives des lipides viennent diminuer la répulsion 
électrostatique entre les peptides cationiques durant la formation du pore (32).  
  
 Les peptides antimicrobiens se comportent, suivant le modèle detergent-like, 
comme des molécules de détergent. Ce mécanisme d’action est dépendant de la 
concentration du peptide lui-même. A des faibles concentrations, le peptide forme des 
micelles, adsorbant des molécules de lipides et formant des pores transitoires. A des 
fortes concentrations, la membrane lipidique est complètement déstabilisée par le peptide, 
via l’un des modèles décrit précédemment (33).  
 
 Bien que certains peptides adoptent un mécanisme d’action bien spécifique  plutôt 
qu’un autre, il est possible qu’un peptide utilise plusieurs de ces mécanismes pour 
conduire à la mort cellulaire. 
 
 Même si la majorité des membranes des microorganismes est négative, et 
que l’attraction électrostatique du peptide antimicrobien cationique avec la membrane 
constitue une étape cruciale pour le rapprochement des deux, certaines souches 
bactériennes sont naturellement résistantes à l’action des AMPs. Cette résistance est due à 
la complexité de la membrane de ces microorganismes, riche en phospholipides 
zwitterioniques ou non chargés. Ainsi, la force électrostatique entre les AMPs et la 
membrane est très variable selon la souche bactérienne (34). D’autres formes de 
résistance existent : certaines bactéries secrètent des composés anioniques et piègent ainsi 
les AMPs (35), ou secrètent des peptidases qui clivent les peptides au niveau des résidus 
cationiques (Lysine et Arginine) (36). Ces réponses constituent la résistance passive 






Chapitre 2 – Peptide K4 et membrane 
 
 
 Les peptides antimicrobiens sont des molécules actives, capable de se substituer 
aux antibiotiques classiques dans le cas des microorganismes multi-résistants. Ainsi, le 
développement de la synthèse chimique a permis de créer des nouveaux peptides (de 
novo), ayant des activités antimicrobiennes assez importantes et une faible cytotoxicité.  
Néanmoins, le coût de la production de ces peptides thérapeutiques à grande échelle 
est bien plus élevé que celui des antibiotiques conventionnels. C’est pour cela que les 
AMPs sont encore très peu développés par des industries pharmaceutiques.  
 
 Dans une étude récente, J. Henry et son équipe ont créé un nouveau peptide 
cationique appelé « K4 ». Ce peptide de 14 acides aminés est organisé en deux domaines 
reliés par une proline. Le domaine N-terminal est composé de 4 lysines et la partie C-
terminale est formée de résidus hydrophobes.  
Après la synthèse et la production de K4, des dosages d’activités antibactériennes ont 
révélé une forte activité contre les bactéries gram positives et gram négatives, y compris 
les bactéries pathogènes humains tels que Staphylococcus aureus. Les tests de 
cytotoxicité contre les érythrocytes de lapin et de hamster ont révélé une absence 
d’hémolyse et une non toxicité de K4 pour les cellules de mammifère à des 
concentrations bactériolytiques (37). 
 Ainsi, le peptide K4 semble être un bon candidat pour de futures applications 
thérapeutiques, mais une compréhension plus profonde de son mécanisme d’action est 
nécessaire. 
 
Dans le but de mieux comprendre comment ce peptide détruit les pathogènes, nous 
étudions les caractéristiques structurales de K4 et son comportement en présence des 
modèles membranaires. Durant sa thèse, B. Legrand a déterminé la structure du K4 par 
RMN, et a réalisé les études en présence des modèles lipidiques SUVs et micelles de 
détergents, en combinant différentes techniques telles que le dichroïsme circulaire (CD) et 
la diffusion de lumière (DLS).  
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En collaboration avec V. Vié, je me suis intéressé au comportement interfacial de ce 
peptide en absence ou en présence des lipides (interfaces air/eau ou lipide/eau), en 
utilisant la cuve de Langmuir et la microscopie à force atomique (AFM).  
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Liposomeinfections. In this study, we use various techniques to study K4 behaviour in different media: water, solutions
of detergent micelles, phospholipid monolayers and suspension of phospholipid vesicles. First, self-assembly
of the peptide in water is observed, leading to the formation of spherical objects around 10 nm in diameter.
The addition of micelles induces partial peptide folding to an extent depending on the charge of the detergent
headgroups. The NMR structure of the peptide in the presence of SDS displays a helical character of the
hydrophobic moiety, whereas only partial folding is observed in DPC micelles. This peptide is able to
destabilize the organization of monolayer membranes or bilayer liposomes composed of anionic lipids. When
added on small unilamellar vesicles it generates larger objects attributed to mixed lipid–peptide vesicles and
aggregated vesicles. The absence of calcein leakage from liposomes, when adding K4, underlines the original
mechanism of this linear amphipathic peptide. Our results emphasize the importance of the electrostatic
effect for K4 folding and lipid destabilization leading to the microorganisms' death with a high selectivity for
the eukaryotic cells at the MIC. Interestingly, the micrographs obtained by electronic microscopy after
addition of peptide on bacteria are also consistent with the formation of mixed lipid–peptide objects. Overall,
this work supports a detergent-like mechanism for the antimicrobial activity of this peptide.
© 2010 Elsevier B.V. All rights reserved.the phospholipid
33 223234606.
Bondon).
ll rights reserved.1. Introduction components) [7]. These modes of action require an interaction with
s within the cell membrane. The precise nature ofAntimicrobial peptides (AMPs) are essential components of the
host innate defence of wide array of organisms and show potential as
new therapeutic agents against multi-resistant bacterial pathogens
[1–5]. Databases report over 1000 sequences for natural AMPs (http://
www.bbcm.univ.trieste.it or http://aps.unmc.edu/AP/main.php),
while several thousand other sequences have been designed de
novo and produced synthetically to enhance biological activities and
bioavailability [6]. Although they differ widely in terms of sequence,
AMPs usually consists of 12–50 residues, of which around 50% are
hydrophobic and several cationic (to target negatively charged
bacterial surfaces), having the potential to adopt an amphipathic
secondary structure when bound to cell membranes. Many AMPs kill
bacteria by permeabilization of the cytoplasmic membrane whereas
others penetrate into the cell and target additional anionic intracy-
toplasmic constituents (e.g., DNA, RNA, proteins, or cell wallAMP–membrane interactions remains controversial and actively
debated. Numerous mechanisms have been proposed, including the
barrel-stave pore [6], toroidal pore [8], aggregate [9], carpet-like [6]
and detergent-like [10] models. All these models imply a ﬁrst step
corresponding to the interaction with the phospholipids of the
membrane. This process has been shown to involve a highly dynamic
association–dissociation mechanism for various peptides [11,12]
inducing conformation changes of the bound peptides and possible
self-association.
In a recent study, we described a particularly attractive de novo
AMP that we called peptide K4 [13,14]. This 14 amino-acids peptide
(KKKKPLFGLFFGLF) possesses a cationic polar head composed of four
lysine residues and a lipophilic tail composed of ten hydrophobic
residues. This linearly amphiphilic AMP exhibits a broad spectrum of
antimicrobial activity on both Gram-positive and Gram-negative
bacteria without hemolytic activity or cytotoxicity on eukaryotic cells
at low minimum inhibitory concentration (MIC) levels. Moreover, we
obtained images by scanning electron microscopy indicating that K4
kills bacteria by disrupting their cell membrane. We observed the
presence of numerous spherical elements in the medium with a
diameter ranging from 0.2 μm to 0.7 μm. We proposed that these
2.3. Transmission electron microscopy
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membranes after cell lyses by K4.
To test this hypothesis and get a better understanding of how this
peptide destroys the pathogen agents, K4 was studied in various
media, using different techniques: circular dichroism (CD), turbidity
measurements, ﬂuorescence spectroscopy, transmission electron
microscopy (TEM), atomic force microscopy (AFM) and NMR. In
water solution, K4 exhibits self-assembly at high concentration,
producing nanostructures that could be observed on TEM. The critical
aggregation concentration (cac) of K4 was determined by pulsed-ﬁeld
gradient spin-echo NMR (PGSE-NMR). Then, we used SDS detergent,
phospholipid monolayers and phospholipid liposomes to study K4
behaviour in membrane-mimetic media. The peptide folding, when
added to either detergent or liposomes, was followed by CD. NMRwas
used to determine the solution structure of K4 in the presence of SDS
micelles. From NMR data as well as from turbidity measurements and
calcein leakage experiments, we obtain evidence that, in the presence
of K4, the anionic SUVs self-aggregate without disruption until they
precipitate at high peptide/lipid ratio. Using anionic ﬁlms, AFM
images revealed fast adsorption of K4 in the monolayer leading to its
destabilization.
We propose that K4 may act as a surfactant in building mixed
microsomes composed of peptides and lipids. This destabilization
mechanism of the bacterial membrane supports the “detergent-like
model” previously described [10].2. Materials and methods2.1. Sample preparation
The K4 peptide was synthesized as described elsewhere [14].
Sodium-dodecyl-sulfate (SDS) and dodecyl-phosphocholine (DPC)
were purchased from Sigma Aldrich. For NMR experiments, deuter-
ated SDS-d25 (Euriso-top) was used. The phospholipid small
unilamellar vesicles (SUVs) were prepared by sonication of a multi-
lamellar vesicle (MLV) solution, as previously described [15]. TheMLV
solution was obtained by evaporation of phospholipids in chloroform
and then rehydrating the ﬁlm of lipids thus obtained with water. The
neutral SUVs contain 1,2-dioleoyl-sn-glycero-3-phosphocholine
(DOPC) whereas anionic SUVs were prepared using DOPC and 1,2-
dioleoyl-sn-glycero-3-[phospho-L-serine] (DOPS) (Avanti Polar
Lipids). The large unilamellar vesicles (LUVs) used in turbidity
measurements and calcein leakage experiments were obtained by
extrusion through 1 μm and 80 nm pore membranes, respectively
(Avanti Polar lipids).2.2. Circular dichroismCircular dichroism (CD) experiments were carried out using a
JASCO J-815 spectropolarimeter (Easton, USA) equippedwith a Peltier
device for temperature control. The spectra were obtained in water
using a 2 mm path length CD cuvette, at 20 °C, over a wavelength
range of 195–260 nm. Continuous scanning mode was used, with a
response of 0.5 s with 0.1 nm steps, a bandwidth of 1 nm, and a scan
speed of 50 nm per min. The signal to noise ratio was improved by
acquiring each spectrum over an average of two to twenty scans
depending on the K4 concentration. Spectra were recorded at pH 5, at
several peptide concentrations in different environments: water, SDS
solution, SUVs of DOPC and SUVs of DOPC:DOPS 2:1 solutions. Finally,
each peptide spectrum was corrected by subtracting the background
(either water, SDS, DPC or liposome spectrum) from the sample
spectrum.The sample of 10 mM K4 peptide was deposited on Formvar
coated grids, negatively stained with uranyl acetate and observed
with a Jeol (JSM 1011) transmission electron microscope equipped
with a megaview III camera (SIS) at the Microscopy Centre of the
University of Caen (CMABio).
2.4. Turbidity measurement
The absorbance of phospholipid vesicle suspensions upon addi-
tions of K4 was measured at 350 nm on a Jasco V-650 spectropho-
tometer. SUVs were used as well as 1 μm diameter LUVs with total
lipid concentration from 0.1 to 2.4 mM. The inﬂuence of anionic polar
lipid headgroups on the interaction with K4 was studied using SUVs
composed of different DOPC:DOPS ratios. In all experiments water
was used as reference.
2.5. Calcein leakage experiments
Calcein was encapsulated into DOPC:DOPS 2:1 liposomes by
dissolving a 125 mM MLV preparation in a 20 mM TRIS–HCl buffer
(pH 7.5) containing 4 mM calcein (Sigma Aldrich) to a ﬁnal lipid
concentration of 10 mM. Liposomes were obtained by extrusion 30
times through 80 nm pore membranes. Untrapped calcein molecules
were then removed by size-exclusion chromatography using a
Sephadex G75 column with TRIS–HCl 20 mM as elution buffer.
Fluorescence measurements were carried out on a SPEX 112
spectroﬂuorometer (Jobin-Yvon) at 20 °C. Excitation wavelength
was set to 495 nm and emission spectra were recorded from 500 to
600 nm, exhibiting a maximum intensity at 515 nm. The emission
ﬂuorescence spectrum of the calcein-loaded vesicles was ﬁrst
recorded as a baseline. We used a 0.3 mM liposome preparation,
which provides a convenient ﬂuorescence intensity level. Total
amount of calcein release was determined by adding 1.5 mM Triton
X-100 to this solution, dissolving the lipid membrane without
interfering with the ﬂuorescence signal. Several additions of K4
peptide were carried out on 0.3 mM liposome preparations. Each
experiment was three times reproduced.
2.6. Atomic force microscopy
A monolayer experimental system was used to experimentally
observe the assembly behaviour of K4 peptide with lipid, and the
transferred ﬁlm was observed by AFM to investigate its structure on
the air/water or lipid/water interface [16,17]. AFM imaging of
Langmuir–Blodgett ﬁlms (LB ﬁlms) was performed in contact mode
using a Pico-plus atomic force microscope (Agilent Technologies,
Phoenix, AZ) under ambient conditions with a scanner of 10×10 μm2.
Topographic images were acquired in constant force mode using
silicon nitride tips on integral cantilevers with a nominal spring
constant of 0.06 N/m. Samples for imaging were obtained using the
Langmuir–Blodgett technique from Langmuir ﬁlms.
2.6.1. Peptide on air/water interface
K4 solution was spread onto the interface, using a high-precision
Hamilton microsyringe. The variation of surface pressure was
measured using a Wilhelmy plate. After stabilization, the surface
pressure was around 12 mN/m. The Langmuir ﬁlm was transferred on
freshly cleaved mica plates at constant surface pressure by raising
(2 mm/min) the mica vertically through the air/water interface.
2.6.2. Peptide on lipid/water interface
A computer controlled system of user-programmable Langmuir
troughs (Nima Technology, Cambridge, UK), equipped with two
movable barriers, was used for the surface pressure measurements.
Lipidmixture of 1,2-palmitoyl-sn-glycero-3-phosphocholine (DPPC)
and 1,2-palmitoyl-sn-glycero-3-phosphoglycerol (DPPG) (1:1 in
2.7.4. Pulsed-ﬁeld gradient spin-echo experiments
The pulsed-ﬁeld gradient spin-echo NMR (PGSE-NMR) method
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face of mQ water subphase. These saturated lipids were chosen
because the DOPC:DOPS monolayer was unstable on the air/water
interface. After 10 min to allow for evaporation of the solvent, lipid
ﬁlms of DPPC–DPPG lipid mixture were compressed by moving
barriers at a rate of 8 cm2/min and then equilibrated at the desired
surface pressure of 29 mN/m. After stabilization, the K4 peptide was
injected into the subphase using a microsyringe. The ﬁnal concen-
tration of the peptide in the trough was 60 μM. The surface pressure
recording started at the same time as peptide injection into the
subphase. The increase of surface pressure due to adsorption of the
peptide onto the monolayer was recorded continuously as a function
of time. The accuracy of surface pressure values was found to be
better than 0.5 mN/m. After stabilization of the surface pressure
(ﬁnal surface pressure=34.5 mN/m), the Langmuir ﬁlm was
transferred on freshly cleaved mica plates at constant surface
pressure by raising (2 mm/min) the mica vertically through the
lipid/water interface. Images were obtained from at least three
samples prepared on different days with at least three macroscopi-
cally separated areas in each sample.
2.7. NMR spectroscopy
2.7.1. 1H NMR
NMR samples for 1H 1D spectra and 2D structural study spectra
typically contain 1–2 mM K4 dissolved in H2O:D2O (90:10) or were
prepared as micellar solutions containing 50 mM SDS d-25 (Euriso-
top). To improve the signal visibility, the pH was adjusted to 5 and
the temperature varied from 283 to 323 K, according to the media.
Spectra were recorded on a Bruker Avance 500 spectrometer
equipped with a 5 mm triple-resonance cryoprobe (1H, 13C and
15N). Homonuclear 2D spectra DQF-COSY, TOCSY (MLEV) and NOESY
were recorded in phase-sensitive mode using the States-TPPI
method as data matrices consisting of 256–400 (t1)×2048 (t2)
complex data points; 48 scans were carried out per t1 increment
with 1.5 s recovery delay and spectral width of 6009 Hz in both
dimensions. The mixing times were 100 ms for the TOCSY; 100, 150
and 200 ms for the NOESY experiments. Spectra were processed
with Topspin (Bruker Biospin) or the NMRpipe/NMRdraw [18]
software package and visualized with Topspin or NMRview [19] on a
Linux station. The matrices were zero-ﬁlled to 1024 (t1)×2048 (t2)
points after apodization by shifted sine-square multiplication and
linear prediction in the F1 domain. Chemical shifts were referenced
with respect to the water chemical shift.
2.7.2. Paramagnetic relaxation enhancement experiments
Titration experiments were carried out by stepwise additions of
MnCl2 from 1 and 10 mM stock solutions in water on a NMR sample
containing 1 mM K4 and 50 mM SDS at pH 5. The relaxation
enhancements were monitored by recording 1D spectra after each
addition of the Mn2+ paramagnetic cations (concentrations of 0.02,
0.035, 0.06, 0.075, 0.11, and 0.17 mM). Two-dimensional TOCSY
experiments were also collected as 256 (t1)×2048 (t2) time-domain
matrices over a spectral width of 4844 Hz, with 16 scans per t1
increment and a mixing time of 80 ms.
2.7.3. 31P NMR
31P NMR spectra were recorded on a Bruker Avance 500
spectrometer equipped with a 5 mm BBO probe. A solution of 20 mM
of DOPC:DOPS (2:1) SUVs in H2O:D2O (90:10), at pH 5 was used and
spectra were recorded at 313 K for different K4 concentrations
corresponding to 1/40 and 1/20 peptide to lipid ratios. At ratio 1/10,
no phosphorus peak could be detected due to severe broadening.[20,21] was used to measure the self-diffusion of K4 at different
concentrations in H2O:D2O (90:10). Experiments were carried at
303 K and 323 K on the latter spectrometer. NMR signals give rise to
exponential decays in the diffusion spectra, and the apparent
translational diffusion coefﬁcients were obtained with Topspin








with I and I0 representing the measured and maximum intensities,
respectively, D the translational diffusion coefﬁcient, γ the 1H
gyromagnetic ratio, g the gradient strength, δ the pulsed-ﬁeld
gradient duration and Δ the diffusion delay time [22]. The gradient
strengthwas varied from 0.007 to 0.32 Tm−1 in 16 steps,Δwas 50 ms
in all experiments and values of 3.2 and 10 ms were used for δ when
following respectively the water and the lipids signals, in this latter
case water suppression with a watergate sequence was used. The K4
self-diffusion coefﬁcients were obtained by calculating the mean
values between coefﬁcients measured from two groups of resonances,
covering 1H distributed along the whole peptide, the ﬁrst group
corresponding to the Leu6-Leu9-Leu13 CH3 resonances and the
second one to the four lysines εCH2 and Phe7-Phe10-Phe11-Phe14
βCH2 protons.
In addition, the translational diffusion coefﬁcients of the anionic
SUVs in the presence of increasing K4 concentrations were also
determined. For this purpose, K4 was added on a solution of
12.5 mM DOPC:DOPS (2:1) SUVs in H2O:D2O (90:10), with the pH
adjusted to 5 and at 298 K. K4 to lipid ratios 1/100 and 1/50 were
used, giving rise to an increasing turbidity of the solution. Above the
1/20 ratio, lipid precipitation was observed. In all experiments the
gradient strength was varied 0.007 to 0.32 Tm−1 in 16 steps. In order
to follow the water and the lipids signals, Δ was set 50 and 100 ms,
respectively, and δ was set to 3.2 and 20 ms, respectively. Again, to
measure the lipids signals, a watergate sequence was used for water
suppression. Data were treated as described previously to obtain the
lipids self-diffusion coefﬁcients through the analysis of the signals of
the choline CH3 headgroups, of the CH2 acyl chains and of the CH3
acyl chains.
2.8. Structure calculations
1H chemical shifts were assigned according to classical procedures.
NOE cross peaks were assigned and integrated within the NMRView
software. Structure calculations were performed with the ARIA 2.2
software [23]. The calculations were initiated using the default
parameters of ARIA and a set of manually assigned NOEs. The torsion
angles φwere restrained to−60±40° for 3JHN-HA lower than 6 Hz. At
the end of each run, violations and proposed assignment by ARIAwere
checked before starting a new run. This process was repeated until all
the NOEs were correctly assigned and no restraints were rejected. A
last run of 100 structures was performed, in which the set comprising
the 20 lowest energy structures without any distance restraint
violation greater than 0.3 Å, was considered as representative of the
peptide structure. Representation and quantitative analysis of the
calculated structures were performed usingMOLMOL [24] and PyMOL
(Delano Scientiﬁc) softwares.
3. Results
The K4 peptide is studied here by using various technical
approaches, in various media, namely pure water, water in the
presence of neutral or negative micelles and water in the presence of
lipidic monolayers or liposomes of different compositions. The data
are presented for each technical approach and the discussion is
then divided in three parts: we ﬁrst discuss the peptide self-
3.2. Transmission electronic microscopy
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presented and the last part focuses on the peptide interactions with
phospholipids.3.1. Circular dichroismCD spectroscopy was used to investigate the secondary structure
of K4 in different media (Fig. 1). The CD spectrum of the peptide
dissolved in water is characteristic of a random coil structure and no
modiﬁcation of the proﬁle is observed upon addition of various salts
up to 100 mM of NaCl, NaHCO3 or Na2HPO4 (data not shown). By
contrast, as shown in Fig. 1, the K4 structure is dependent on the SDS
micelle concentration. In the presence of 3 mM SDS we can observe a
weak negative band at 225 nm and a strong positive band around
201 nm. This shape is characteristic of a β-turn [25]. At higher
concentration (50 mM SDS), K4 CD spectrum exhibits an α-helical
trend, with minimal mean residue molar ellipticity values at 208 and
222 nm and a maximum close to 195 nm. In the presence of 50 mM
DPC neutral micelles, the poorly deﬁned spectrum displays a weaker
α-helical character. The effect of SUVs addition is also sensitive to the
charge of the phospholipids. When adding pure neutral DOPC SUVs,
the CD spectrum remains characteristic of a random coil conformation
as observed in water. In contrast, the addition of anionic SUVs
composed of DOPC:DOPS mixture induces strong changes in the CD
spectrum leading to a shape similar to that obtained by the addition of
3 mM SDS. Attempt to increase the SUV concentration was limited
due to the strong absorption of phospholipids which imposes a
maximum of 0.5 mM SUVs. At this concentration, a clear transition
toward an α-helical proﬁle cannot be observed.Fig. 1. 100 μM K4 peptide CD spectra in various media. (A) In water (open cross), in the pres
presence of 3 mM (open triangles) and 50 mM SDS (open squares) and 0.5 mM anionic SUFig. 2 shows the micrograph of a water solution of K4 peptide at
10 mM. While few ﬁbres can be observed, most of the peptide is
present as spherical self-assembled structures with a mean diameter
of around 10 nm.
3.3. Turbidity measurements
Absorbance measurements of several liposome suspensions were
performed upon successive additions of K4, providing information on
the vesicles behaviour as absorbance increase with the medium
turbidity. First, the role of the anionic phospholipid in the K4 action on
vesicles was studied using different liposome preparations. No
absorbance increase is observed when adding K4 on neutral DOPC
SUVs at 0.5 mM (Fig. 3A) and 1 mM (data not shown). This result
demonstrates the weakness of the interaction of K4 with zwitterionic
lipids. In contrast, addition of K4 on 0.5 mM SUVs made of several
DOPC:DOPS ratios induces strong increases of the turbidity, as
displayed in Fig. 3A. The extent of this increase is related both to
the peptide concentration and the anionic phospholipid content.
However, for each lipidic composition if enough peptide is added the
solution becomes completely opaque and the absorbance saturates.
This turbidity increase is attributed to vesicle aggregation induced by
the peptide. At low K4 concentration the observed smooth turbidity
increase can be attributed to an increase of the vesicle size due to
peptide incorporation. The shapes of the curves, corresponding to the
absorbance versus the peptide concentration, are strongly dependent
on the DOPS content. At DOPS amounts of 10% and 20% of the total
lipids, solutions turn abruptly opaque at very low K4 concentrations,
12.5 and 20 mM, respectively. The corresponding peptide to lipid ratio
are 1/40 for 10% DOPS and 1/25 for 20% DOPS. But, for DOPS amountsence of 0.5 mM neutral SUVs (black circles) and 50 mM DPC (open squares); (B) in the
Vs (black triangles).
greater than 20% of total lipids, more K4 is needed for vesicle
aggregation. Thus, anionic charges are required for the peptide to
even at quite high concentrations. The absence of calcein leakage




Fig. 2. Transmission electron micrograph of 10 mM K4 in water solution.
Fig. 3. Absorbance of liposome suspensions versus (A) K4 concentration or (B) peptide
to lipid concentration ratios. For clarity, only the ﬁrst steps of the absorbance increase
are plotted. (A) DOPC SUVs at 0.5 mM (dashed line, black diamonds); DOPC:DOPS SUVs
at 0.5 mM and 50:50 (black squares), 60:40 (black diamonds), 70:30 (open circles),
80:20 (open triangles) and 90:10 (open squares). (B) DOPC:DOPS 70:30 SUVs at
0.5 mM (cross symbols), 0.75 mM (open diamonds), 1 mM (black squares), and
2.4 mM (open triangles).
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concentrations, electrostatic repulsion between vesicles probably
interferes and competes with the peptide action. The high density of
negative charges at the vesicle surface may also be responsible of the
complete neutralisation of the K4 charges preventing aggregation.
Absorbance increase is also strongly related to the lipid concen-
tration as shown in Fig. 3B, which displays the absorbance versus the
peptide/lipid ratio. The experiment was performed using 0.5 mM
DOPC:DOPS 70:30 SUVs. At this ratio, full absorbance saturation
requires a peptide/lipid ratio of 0.09 (peptide at 45 μM) and good
sensitivity versus the total lipid concentration is observed. Indeed for
SUVs with a concentration of 2.4 mM aggregation is observed for a
ratio around 0.015 (peptide at 35 μM) whereas lower SUV concentra-
tions require a higher peptide/lipid ratio to start vesicle aggregation.
This observation is consistent with a higher lipid concentration in
favour of aggregation.
Experiments were also carried out on larger vesicles (LUVs of
around 1 μm diameter) giving the same conclusion (data not shown).
A progressive absorbance increase is observed upon K4 additions and
aggregation occurs at lower peptide/lipid ratio for high lipid
concentration.
Overall these experiments strongly emphasize the role of lipid
polar heads in the interaction with K4. It is also consistent with a
former step of incorporation of peptide in the lipid bilayers followed
with an aggregative process.
3.4. Calcein leakage experiments
All ﬂuorescence spectra were recorded for 0.3 mM liposome
preparations. An emission ﬂuorescence intensity of 1.3±0.2 rfu
(relative ﬂuorescence units, arbitrary) was obtained at 515 nm for
the quenched calcein entrapped into the vesicles. Total amount of
calcein release obtained by Triton X-100 addition gave rise to an
increase of ﬂuorescence emission up to 2.62±0.1 rfu, as the self-
quenching was relieved. Several additions of the K4 peptide were
successively performed to obtain 1/100, 1/50, 1/12 and 1/4 peptide to
lipid ratios, but did not give rise to any signiﬁcant increase in the
ﬂuorescence intensities (lower than 0.2 rfu in all experiments)
showing no calcein leakage upon peptide addition. Thus, the K4
peptide destabilizes the vesicles without perforating the membrane,and suggests a speciﬁc mechanism of K4 which is not able to form
pores in pure lipidic vesicles.
3.5. Atomic force microscopy
Atomic force microscopy was used to monitor the self-assembly
of the peptide on the air–water interface, as well as the ordering of K4
with neutral (DPPC) and anionic lipid monolayer (DPPC:DPPG
80:20). The surface pressure of 29 mN/m was chosen from the
literature as corresponding to a reasonable estimate of the surface
pressure in biological membranes [26–29]. The data are presented in
Fig. 4. On the air–water interface (Fig. 4A) the main information
concerns the coarseness of the AFM image which is consistent with
the presence of auto-assembled peptide structures. A few ﬁbres can
also be observed as previously encountered in the TEM micrograph.
Such structures are also found in the AFM images obtained by
allowing a K4 peptide solution to dry on mica surface (data not
shown). When the peptide is injected under an anionic lipid
monolayer (DPPC:DPPG), a high adsorption of the peptide to the
monolayer can be observed through the increase of surface pressure
recorded as a function of time (Fig. 1S, Supplementary data). With a
high initial surface pressure (πi=29 mN/m), K4 penetrates easily
into themonolayer and induces an increase of the surface pressure of
5.5 mN/m indicating that the peptide interactswith a high afﬁnity for
anionic membranes. AFM images (Fig. 4B–D) show a progressive
destabilization of the lipid monolayer after K4 injection into the
subphase. The higher the concentration of K4 injected, the more the
Dagg values of 0.8×10−10m2 s−1 and 0.9×10−10m2 s−1 at respec-
tively 303 K and 323 K.
Fig. 4. AFM topographic images. (A) K4 peptide interfacial ﬁlm transferred onto mica.
(B) DPPC:DPPG (2:1) lipid monolayer at 29 mN/m. (C–D) Lipid/K4 monolayer at the
end of adsorption of K4 at two different concentrations: (C) 60 μM and (D) 120 μM. For
all images, scan size is 5×5 μm2, and height scale is 10 nm.

















Fig. 5. Amide proton region of 1H NMR spectra at 323 K, pH 5.0 (H2O/D2O) of K4 at
various concentrations. (A) 20 mM, (B) 12 mM, (C) 10 mM, (D) 8 mM, (E) 6 mM,
(F) 4 mM and (G) 2 mM.
Fig. 6. Apparent diffusion translational coefﬁcient (D) of the K4 peptide versus
concentrations at 303 K (black circles) and 323 K (black diamond). Above 6 mM, the
curves obtained by ﬁtting Eq. (2) to experimental values are also shown (solid lines).
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the same initial surface pressure, the adsorption of K4 is found to be
lower (Δπ=3.5 mN/m) than with previous anionic mixtures
corresponding to a lower extent of penetration of the peptide
(Fig. 2S, Supplementary data).
3.6. NMR spectroscopy and structure determination
We use proton 1D NMR to investigate the dependence of K4
structure on concentration in water, over a range of 2 to 20 mM
(Fig. 5). Above 4 mM, we observe a severe broadening of all the
peptide proton resonances. This broadening is associated with the
ability of the K4 peptide to self-assemble at high concentration, while
reversibility of the self-assembly is indicated by narrowing of the
resonances obtained by dilution of the peptide.When looking in detail
at the amide proton region, we note that this trend is more
pronounced for the HN of residues localised in the hydrophobic tail.
Hence, only the HN peaks of Lys3 and Lys4 are clearly observed for
20 mM K4 at 323 K. Further evidence for the self-assembly of K4 was
obtained by measuring its diffusion coefﬁcients (Fig. 6). The graphs
exhibit a slope rupture around the concentration 5 mM. This
behaviour appears to be quite similar as the one observed with
surfactant molecules [30,31] and suggests a critical aggregation
concentration (cac) above which the peptide is in a self-assembled
form. Considering rapid exchange between free and self-assembled
forms, the observed diffusion coefﬁcient D is the mean value between
that of free monomeric form Dfree and aggregated form Dagg. This is









with C the peptide concentration. The data obtained above 6 mMwere





with D the diffusion coefﬁcient of a particle, kB the Boltzmann
constant, T the temperature, η the viscosity and r the particle
hydrodynamic radius, we then evaluated the aggregate size with




with ragg and rH2O the hydrodynamic radii of the self-assembled
peptide and the water, respectively. The DH2O water diffusion
coefﬁcients at 303 K and 323 K were 2.89×10−9m2 s−1 and
4.57×10−9m2 s−1, respectively, and we used rH2O=0.11 nm. These
values combined with the previous Dagg ones gave diameters of 8 and
11 nm at 303 K and 323 K in good agreement with the TEM mean
values of around 10 nm for the K4 self-assembled form.
RMSD on the whole structure is 2.40 Å and falls to 0.86 Å if the poorly
deﬁned N-terminal moiety is ignored. Table 4S, Supplementary data,
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increasing SDS concentrations (10, 20, 30, 50 and 200 mM, data not
shown). No signiﬁcant differences in terms of chemical shifts or line
widths could be detected on the spectra with SDS at 50 and 200 mM.
Thus the SDS concentration was set at 50 mM for the subsequent
experiments corresponding to approximately 1.6:1 peptide to SDS
micelle ratio assuming 60 SDS molecules by micelle [32]. The quality
of the spectra is very good in water and SDS allowing us to assign
nearly all the protons, despite the very close resonances of the
methylene protons of the four lysines. The 2D spectra were acquired
at 283 K in water, and at 293 K and 323 K in SDS detergent. The
assignments, at 293 K and under the various studied conditions are
presented in Tables 1S–3S in the Supplementary data.
In the presence of SDSmicelles, most of the non-glycine residues in
the hydrophobic tail, particularly Leu6, Phe7, Leu9, Phe10 and Phe11,
exhibit 3JHN-HA coupling constants lower than 6 Hz. By contrast, in
water, the amide proton 3JHN-HA coupling constants are all higher than
6 Hz. In agreement with the circular dichroism proﬁles, these results
suggest that K4 does not adopt a characteristic structure in water, but
is mainly helical in SDS detergent. The Pro5 appears to be in the trans
conformation based on NOE patterns, since we can observe strong
cross peaks between its Hδ and the Hα and Hβ of the Lys4, as well as
very weak NOE between the proline Hα and the preceding Hα and Hβ
protons.
For the ARIA ﬁnal run, the K4 peptide structures in the presence of
SDS, are calculated using 213 distance restraints and 5 dihedrals
restraints (Table 4S, Supplementary data). The 20 lowest energy
conformers, reﬁned in a water shell, are represented in Fig. 7A. The
global fold of the K4 peptide displays a well-ordered helical
hydrophobic C-terminal moiety (6–14) and a disordered N-terminal
region which contains the four lysines. The two parts are separated by







Fig. 7. Structures of K4 in the presence of 50 mM SDSmicelles. (A) The 20 lowest energy stru
superposition was performed using the backbone atoms of residues 5–13. (B) Ribbon repre
(lysine in blue, proline in yellow, phenylalanine in red and leucine in green). (C) Helical wreports the RMSD values of backbone and heavy atoms on different
regions of the peptide. On the helical wheel projection (Fig. 7B), we
can see that the residues are distributed side by side according to their
type. i.e. one side of the helix is composed of the four phenylalanines, a
second of the three leucines and another with the two glycines.
Without being typically amphipathic this residue distribution gen-
erates a “hydrophobic gradient” around the helix. The Pro5 residue
bends and projects the polar N-terminal head outside the helix
normal at the opposite side of the Leumoiety (Fig. 7). The peptide size
in SDS micelles is about 2 nm which is less than half that of the
extended conformation (about 5–6 nm) as shown in Fig. 7C.
No major structures were obtained neither in water nor in DPC
micelles. Calculations with ARIA did not converge due to the small
number and the low intensities of the NOE cross peaks.
The 31P spectra of the DOPC:DOPS (2:1) SUVs were recorded after
addition of peptide. As shown in Fig. 8, a pronounced broadening of
the resonances is observed suggesting a gradual increase of the
vesicle size induced by addition of the peptide. This was further
reinforced by the self-diffusion coefﬁcients measurements of the
anionic SUVs in the presence of increasing K4 concentrations. The
lipid diffusion coefﬁcients decrease from 4.4×10−11m2 s−1, with-
out K4, to 3.0×10−11m2 s−1 at the 1/100 peptide to lipid ratio and
then 2.7×10−11m2 s−1 at the 1/50 ratio, suggesting vesicle size
increase. Above the 1/20 ratio, lipid precipitation was observed.
These values are mean ones between the coefﬁcients measured from
the choline CH3 headgroups, the CH2 acyl chains and the CH3 acyl
chains resonances.
4. Discussion
Antimicrobial peptides offer an interesting way of developing













ctures of K4 derived from the 100 structures calculated in the ﬁnal iteration of ARIA. The
sentation and sizes of the best structure of K4. The side chains are represented as stick
heel projection of the K4 peptide.
antimicrobial and hemolytic activities including sequence, chain
length, net positive charge, helical propensity, amphipathicity,
shift timescale. This slow dynamic is probably due to a strong packing
between the hydrophobic side chains of the hydrophobic tail. This
1 0 -1 -2 ppm
Fig. 8. 31P NMR spectra of DOPC:DOPS (2:1) SUVs depending on the concentration of
added K4 peptide: 20 mM SUVs alone (dotted line) and with a peptide/lipid ratio of
1:40 (dashed line) and 1:20 (continuous line).
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improvements in the knowledge of the link between each of these
variables and peptide activity allow us to the design de novo original
active antimicrobial peptides. Thus, the peptide analysed in this
study was constructed following several general rules using the
Antimicrobial Peptide Database (APD: http://aps.unmc.edu/AP/
main.html) [41]. The overall charge is cationic (+4), the C-terminal
sequence is hydrophobic and comprises three leucine and four
phenylalanine residues, and the hinge connecting the charged polar
head and the hydrophobic segments is provided by a proline residue.
This surfactant-like design is shown to be very efﬁcient against
several bacterial strains.
4.1. Self-assembling propensity
The K4 peptide is ﬁrst studied in water by CD and NMR. At low
concentration, no deﬁned structure can be observed by CD, even in
the presence of various salts which are able to induce a helical fold as
encountered in the case of an amphipathic helix [42]. Proton NMR
spectrum of K4 at low concentration is characteristic of the absence of
any deﬁnite structure, whereas the increase of K4 concentration
induces a severe broadening of all the peptide proton resonances in
the NMR spectra. This broadening is associated with peptide
aggregation; such an interpretation is further supported through the
measurement of translational diffusion coefﬁcients by pulsed-ﬁeld
gradient NMR experiments. We obtain a cac value of 5.3 mM at 303 K,
while the estimated size of these auto-assembled objects is around
10 nm. In good agreement with the NMR data, we observe numerous
spherical objects from 8 to 16 nm and few ﬁbres on the TEM and AFM
micrographs. K4 seems to promote the formation of micelles or
vesicles. Unfortunately, the peptide concentration is too high to be
studied by CD. Furthermore, NMR linewidths are too broad when the
peptide is self-associated, preventing us from obtaining information
on the K4 structure in this complex and on the self-assembly process.
Based on the estimated size of the aggregate (10 nm), such large
linewidths are consistent with slow dynamic behaviour between the
monomeric and the aggregated peptide forms at the NMR chemicalhypothesis is further supported by the observation that the self-
assembly line-broadening is less pronounced for the four lysine
linewidths of the peptide polar head, which are probably less compact
due to charge repulsion and their exposure to the solvent. Neverthe-
less, dilution of the aggregate leads to a well-deﬁned proton spectrum
that is characteristic of the monomeric form of the peptide, thus
demonstrating the reversibility of the self-association.
Self-assembling properties have already been encountered for
small cationic surfactant-like peptides [43–49]. Indeed, the molecular
and chemical similarities between the detergents or lipids and these
peptidesmay explain their ability to self-associate inmicelles, vesicles
or in more complex nanostructures such as nanotubes. Nevertheless,
to our knowledge, no data are available on the interaction of these
nano-objects with the phospholipids.
4.2. Structural studies in micelles
Then, to investigate the peptide behaviour in a hydrophobic
environment, we performed structural studies using CD and NMR
spectroscopy in the presence of detergents. SDS and DPCmicelles are
very suitable as anionic and neutral membrane models in NMR
studies because of the small size of the micelles and their high
dynamic behaviour [50]. The CD spectrum of K4 in the presence of
anionic SDS micelles, at high concentration, exhibits a helical trend,
showing that this peptide adopts a well-deﬁned structure in this
hydrophobic environment whereas it remains unfolded in water. In
agreement with the CD proﬁle, the NMR structure of K4 is mainly
helical in the presence of SDS. Indeed, as shown by structure
calculations the hydrophobic tail is a well-deﬁned helix (6–14)
starting at the proline in position 5, with a disordered poly-lysine
polar head. When using a paramagnetic probe, this poly-K cationic
head strongly inﬂuences the interaction between the MnCl2 and the
peptide preventing the complete location of the peptide in the
micelle. However, the hydrophobic tail along the micelle surface is
consistent with the observed relaxation enhancement. This C-
terminal moiety is composed of strongly hydrophobic residues
(four Phe and three Leu) with a residue-dependent distribution
(Fig. 7B). Most of helical cationic AMPs such as magainin, cecropin,
mellitin etc are composed of amphipathic helices. Hence, the
mechanism of K4 cannot be related to many other helical peptides,
whether natural or synthetic, which display amphipathicity along
their helix structure.
Interestingly, in DPC micelles, the K4 CD proﬁle exhibits a weaker
helical pattern and ARIA structure calculations do not converge. This
highlights the fact that the K4 conformation is less stable in the
presence of zwitterionic micelles and shows the role of the charge to
induce the folding of the hydrophobic tail. The presence of the
proline and two glycines affects the helix stability. This result could
explain the high selectivity and low hemolytic activity of the K4
peptide considering that most microorganisms possess an anionic
membrane in contrast to the external leaﬂet of eukaryotic cells,
which are mainly composed of zwitterionic lipids. Generally, if no
relation between the degree of helicity and antimicrobial activity is
observed, high helicity is often related with high hemolytic activity
[51]. Proline has been demonstrated to contribute to the short
helical AMPs selectivity since the substitution of a single proline
residue can decrease its antimicrobial activity and signiﬁcantly
increase its hemolytic activity [40].
4.3. Interaction with phospholipids
Peptide–lipid membrane interaction is a critical step in the mode
of action of antimicrobial peptides and, whether as monomer or
oligomers, it is widely believed that a non-speciﬁc binding process is
responsible for peptide antimicrobial activity. Because of its short
helical tail composed of 9 residues, K4 is not long enough to span the
About the precise mechanism of K4 action, the calcein leakage




Fig. 9. Scanning electron micrographs of E. coli treated with K4. E. coli in mid-logarithmic growth was incubated with antibacterial peptide K4 for 2 h. Left: K4 was at a concentration
of 100 μg/ml, and the inset corresponds to untreated bacteria (adapted from [14]). Right: Phosphocholine liposomes with SDS detergent adapted from [57].
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To mimic the membrane, we used phospholipidic monolayers
and SUVs or LUVs of different phospholipid compositions at
different zwitterionic to anionic phospholipid ratios. The CD proﬁle
of the K4 peptide in the presence of neutral SUVs (DOPC) indicates
a random coil as observed in water solution. Interestingly, K4
spectra in the presence of anionic SUVs (DOPC:DOPS 2:1) have a
quite different shape, with a minimum at 228 nm, which is typical
of a β-turn CD proﬁle [25]. According to the previous results
obtained with detergents, this observation highlights the role of the
anionic hydrophobic environment into stabilizing a particular K4
conformation. Nevertheless, the CD proﬁle does not exhibit a
typical α-helical structure as obtained in the presence of SDS
micelles but is similar to the intermediary β-turn spectra recorded
in the presence of SDS at concentrations lower than the cac. As
pointed out previously, due to signal broadening, we were unable
to carry out a proton NMR structural study of K4 in the presence of
SUVs. However, information about the SUV-peptide interaction can
be extracted from 1D 31P NMR spectra. Thus, the addition of K4
peptide onto SUVs of negatively charged phospholipids induces
progressive increase of the vesicle size as highlighted by 31P NMR
line-broadening and translational self-diffusion coefﬁcients mea-
sured by NMR. This phenomenon was also observed by turbidity
experiments as addition of small K4 amounts on anionic vesicles
induces absorbance increase. Such a progressive increase of the
vesicle size has already been observed when adding detergent on
liposomes [52–54]. At higher concentration, depending both on the
total lipid concentration and the anionic polar head content, K4
induces anionic vesicle aggregation as observed by absorbance
measurements. No absorbance increase was observed with zwit-
terionic vesicles suggesting the absence or a very weak interaction
with K4. The association of the peptide with phospholipids and
membrane destabilization is also consistent with the AFM data,
demonstrating a destabilization of the anionic phospholipid
monolayer.
It cannot be excluded that those favourable electrostatic interac-
tions with anionic phospholipids could induce a local increase of the
peptide concentration and subsequent peptide aggregate formation.
However, such a process is not necessary to account for the bilayer
destruction. It has been demonstrated with SDS micelles that lipid–
detergent association occurs with the detergent in a monomer form
suggesting that micelle formation is not a prerequisite for the
formation of mixed lipid–detergent microsomes. This monomeric
mode of action of detergent is observed even when detergent
concentration is higher than the cac value [55,56]. In the present
case, the K4 peptide is active on bacteria at concentration below its cac
value and interaction with the membrane should occur in the
monomeric state.K4. In such a case, a mechanism involving a bactericidal site of action
located inside bacteria could be proposed. However, scanning electron
micrographs of E. coli treated with K4 displayed particles presumably
composed of lipids and peptides (Fig. 9). Such a behaviour is also
observed when adding SDS on liposomes (Fig. 9). In both cases
apparent mixed lipid–peptide and lipid–detergent microsomes are
formed. The difference in the sizes of the observed mixed microsomes
can be related to the sizes of the precursors; K4 was added on full
sized bacteria [14] whereas SDS was added on liposomes [57].
Obviously, the formation of mixed lipids/peptides objects requires the
disruption of the bacterial membrane and is not in agreement with
the observed absence of calcein leakage in the present study. The
simplest way to explain this is to take into account of the difference
between pure lipid liposomes and more complex cellular membrane
of bacteria.
Among the different mechanisms of action of antimicrobial
peptides, we propose that K4 is associated with the membrane and
follows a detergent-like mode of action which involves a ﬁrst step
closely related to the carpet-like mechanism when the peptide is
interacting as a monomer. We suggest that this leads to the formation
of mixed peptide/lipid microsomes.
5. Conclusion
This study deals with K4 peptide behaviour in various media,
with the aim of getting more information on the mode of action of
this de novo antimicrobial peptide. In random coil conformation at
low concentration in water, we demonstrate the self-assembly
propensity of this peptide in water solution. By contrast, in the
presence of SDS micelles, K4 adopts a well-deﬁned partially helical
structure, involving the hydrophobic moiety, comprising the
residues 6 to 14. The interaction of K4 with liposomes is highly
sensitive to the lipid polar heads. Partial folding of the peptide and
membrane destabilization only occurs with the presence of
negatively charged lipids. This suggests that electrostatic interac-
tions play a major role in the initial recognition and membrane
binding of the peptide. The localisation of the charge on one side of
the peptide, with a hydrophobic tail in the other region confers an
overall shape of K4 closely related with the one of detergent such as
SDS. This analogy is also consistent with the self-assembly
propensity of the peptide in water solution. Furthermore, when
added on liposomes, K4 behaves like a detergent by increasing the
vesicle size. Finally, a model involving the formation of mixed
peptide/lipid microsomes is consistent with the SEM micrographs
observed when K4 is added on bacteria. This study represents a
valuable addition to our understanding of the mechanism of action
of detergent-like AMPs which are able to destabilize the bacterial
membranes.
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FIGURE 2S: Residual volumes of TOCSY cross-peaks of K4 after addition of 0.035 mM (in 
grey) and 0.075 mM (in black) MnCl2. For each residue, the volume of residual HN-Ha cross-
peaks were measured and compared to corresponding correlations on a reference TOCSY 





Table 1S: Chemical shifts of K4 peptide 1H resonance in water. 
 
AA HN Hα Hβ Others 
K1 no 3.73 1.17 γCH2 1.41; δCH2 1.62; εCH2 2.72; ζNH2  no 
K2 8.54 4.04 1.47 γCH2 1.17; δCH2 1.40; εCH2 2.69; ζNH2  no 
K3 8.37 4.00 1.37 γCH2 1.37; δCH2 1.44; εCH2 2.68; ζNH2  no 
K4 8.25 4.22 1.41 γCH2 1.15; δCH2 1.49; εCH2 2.68; ζNH2  no 
P5 - 4.05 1.88, 1.48 γCH2 1.25; δCH2 3.52, 3.28; εCH2 
L6 8.08 3.95 1.25, 1.13 γCH 1.25; δCH3 0.59, 0.55 
F7 7.87 4.34 2.85, 2.73 δCH 6.94; εCH 7.05; ζCH nd 
G8 8.08 3.61, 3.45     
L9 7.79 3.94 1.17, 1.04 γCH 1.17; δCH3 0.59, 0.52 
F10 7.97 4.29 2.76, 2.63 δCH 6.86; εCH 7.01; ζCH nd 
F11 8.00 4.24 2.84, 2.66 δCH  6.95; εCH 6.95; ζCH 6.95 
G12 7.63 3.55, 3.44     
L13 7.74 4.04 1.24, 1.18 γCH 1.18; δCH3 0.61, 0.54 
F14 7.49 4.15 2.88, 2.65  δCH nd; εCH nd; ζCH nd  




Table 2S: Chemical shifts of K4 peptide 1H resonance 50 mM SDS. 
 
AA HN Hα Hβ Others 
K1 no 3.98 1.800 γCH2 1.320; δCH2 1.600; εCH2 2.895; ζNH2 no 
K2 8.414 4.204 1.681 γCH2  1.355; δCH2 1.565; εCH2  2.855; ζNH2 no 
K3 8.060 4.160 1.658 γCH2  1.309; δCH2 1.549; εCH2  2.855; ζNH2 no 
K4 7.950 4.500 1.740, 1.600 γCH2  1.355; δCH2 1.565; εCH2  2.855; ζNH2 no 
P5 - 4.254 2.132 γCH2  1.840, 1.658; δCH2 3.587 
L6 8.010 4.020 1.584, 1.300 γCH 1.435; δCH3 0.758, 0.680 
F7 7.730 4.220 3.060 δCH 7.145  ; εCH  7.080; ζCH nd 
G8 8.130 3.790, 3.710     
L9 7.660 3.990 1.557, 1.250 γCH  1.420   ; δCH3 0.736, 0.650 
F10 7.747 4.170 2.840 δCH 6.810; εCH 6.980; ζCH nd 
F11 7.940 4.260 2.850, 3.070  δCH 7.187, 7.090; εCH     ; ζCH 
G12 7.790 3.840, 3.740     
L13 7.496 3.965 1.300, 0.965 γCH 1.480; δCH3 0.683, 0.612 
F14 7.226 4.287 2.655, 3.038 δCH 7.050; εCH 6.910; ζCH nd  






Table 3S: Chemical shifts of K4 peptide 1H resonance in 50 mM DPC. 
 
 
AA HN Hα Hβ Others 
K1 no 3.953 1.842 γCH2 1.394; δCH2 1.648; εCH2 2.946; ζNH2  no 
K2 no 4.285 1.725 γCH2 1.392; δCH2 1.602; εCH2 2.909; ζNH2  no 
K3 8.482 4.239 1.717 γCH2 1.388; δCH2 1.648; εCH2 2.946; ζNH2  no 
K4 8.393 4.514 1.613 γCH2 1.415; δCH2 1.732; εCH2 2.886; ζNH2  no 
P5 - 4.360 2.146, 1.741 γCH2 1.925; δCH2 3.583, 3.749; εCH2 
L6 8.708 4.015 1.436, 1.615 γCH 1.436; δCH3 0.834, 0.779 
F7 8.409 4.361 3.115, 3.187 δCH 7.208; εCH 7.208; ζCH 7.208 
G8 8.188 3.861, 3.698    
L9 7.870 4.092 1.277, 1.522 γCH 1.578; δCH3 0.810, 0.757 
F10 7.871 4.317 3.045, 2.876 δCH  7.027; εCH  7.027; ζCH 7.027 
F11 7.996 4.316 2.972, 3.174 δCH  7.208; εCH 7,208; ζCH 7.208 
G12 8.077 3.870    
L13 7.697 4.068 1.561, 1.441 γCH 1.171; δCH3 0.801, 0.748 
F14 7.308 4.353 3.161, 2.813 δCH 7.170; εCH 7.170; ζCH 7.170 




























































ANNEXE : LES PEPTIDES ANTIMICROBIENS – Exposé des travaux 




 En conclusion, K4 est capable d’interagir avec les lipides membranaires. Cette 
interaction est sensible à la nature des têtes polaires des phospholipides ; la présence des 
lipides chargés négativement augmente l’interaction, grâce à des forces électrostatiques. 
Cela engendre un changement de conformation du peptide et une organisation de sa partie 
C-terminale en hélice.  
 La localisation de la charge sur une seule face du peptide (la partie N-terminale 
formée de 4 lysines) avec une queue hydrophobe de l’autre coté confère à K4 une forme 
relativement semblable à celle de détergents, tel que les molécules de SDS. Cette analogie 
est aussi compatible avec le potentiel d’auto-assemblage du peptide dans une solution 
aqueuse. De plus, lorsque des liposomes sont ajoutés au milieu, K4 se comporte 
exactement comme un détergent en augmentant la taille des vésicules. Enfin, le modèle 
impliquant la formation de peptide/microsomes lipidique est compatible avec les 
observations de microscopie électronique, lorsque K4 est ajouté sur les bactéries.   
 
 Cette étude représente un ajout précieux à notre compréhension du mécanisme 
d’action detergent-like des AMPs, capable de déstabiliser la membrane bactérienne. 
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 La caractérisation de l’interaction de différentes biomolécules avec les lipides constitue une 
étape cruciale pour la compréhension du comportement et du mode d’action de ces molécules avec 
les membranes cellulaires. Nous présentons ici des études biomimétiques d’une protéine musculaire. 
Des modèles membranaires et des méthodes biophysiques ont été utilisées. 
 La dystrophine est une protéine filamenteuse essentielle pour le fonctionnement musculaire. 
Son absence ou sa modification suite à des mutations sont responsables de myopathies. Dans cette 
étude, nous avons analysé les propriétés de certaines répétitions homologues à la spectrine du 
domaine central de la dystrophine. Nous caractérisons les interactions spécifiques de deux sous 
domaines constitués des répétitions 1 à 3 et 20 à 24 avec les lipides. Nous montrons d’autre part, que 
l’interaction et l’organisation des répétitions 11 à 15 avec des membranes anioniques et 
zwitterioniques sont modulées par la courbure membranaire et le packing lipidique.  
 L’analyse de propriétés rhéologiques de surface montre que les répétitions 11 à 15 forment un 
lien fonctionnel entre la membrane et les filaments d’actine du cytosquelette. Cette liaison 
mécanique contribuerait in vivo au rôle d’amortisseur de chocs attribué à la dystrophine lors des 
cycles de contractions-relaxations musculaires.  
 Dans une dernière partie de ce travail, nous avons étudié la relation structure-activité d’un 
“de novo” peptide antimicrobien, K4. Nous identifions un mécanisme d’action de type detergent-
like, conférant l’activité antimicrobienne.   
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 The characterization of the interactions of different biomolecules such as proteins and 
peptides with lipids, constitute a crucial step for better understanding the behavior and mechanisms 
of action of such molecules with cell membranes. We present here biomimetic studies of a muscular 
protein by using different membrane models and biophysical methods. 
 Dystrophin is a long filamentous protein essential to skeletal muscle function. Its deficiency 
or mutated forms are responsible of muscular dystrophies. In the present study, we analyzed the 
properties of different spectrin like repeats from the dystrophin central domain. We characterized the 
specific interactions of two different subdomains constituted by the repeats 1 to 3 and 20 to 24 with 
lipids. We further show that the interaction and the organization of the repeats 11 to 15 with both 
anionic and zwitterionic membranes are modulated by lipid curvature as well as by lipid packing.  
 Surface rheology measurements show that repeats 11 to 15 constitute a functional link 
between the membrane and cytoskeletal actin filaments. This mechanical bridge could contribute in 
vivo to the shock absorber function of dystrophin during contraction-relaxation cycles in muscle 
cells.  
 In the last part of this work, we studied the structure-activity relationship of a “de novo” 
antimicrobial peptides K4. We identify a detergent-like mechanism for the antimicrobial activity of 
this peptide.  
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